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 Le Gallid Herpesvirus 2 (GaHV-2) ou virus de la maladie de Marek (MDV) est un herpesvirus 
aviaire responsable de l’apparition de lymphomes T chez le poulet. Son génome code pour 25 
microARN (miARN) matures regroupés en deux clusters 1 et 2 localisés respectivement au sein des 
régions répétées inversées TRL/IRL et IRS/TRS. Les miARN sont de petits ARN d’environ 22 
nucléotides, jouant un rôle dans la régulation post-transcriptionnelle par destruction ou séquestration 
des ARNm et par l’inhibition de la traduction.  
 Mon sujet de thèse était centré sur l’étude du cluster 1 de miARN de MDV tant au niveau de 
son implication dans le cycle viral qu’au niveau transcriptionnel. L’étude de la fonctionnalité des deux 
miARN (miR-M4-5P et miR-M4-3P) issus du mdv1-pré-miR-M4 a débuté classiquement par une 
recherche de cibles potentielles par bio-informatique. Pour cette étude fonctionnelle nous avons 
priorisé le mdv1-miR-M4 car les deux brins sont significativement exprimés et le brin 5P est le 
miARN le plus exprimé durant les différentes phases de l’infection virale (article : Muylkens, 
Coupeau et coll, Archives of Virology ; 2011). De plus, les sept nucléotides composant la  séquence 
« seed » de mdv1-miR-M4-5P étaient identiques à ceux du miARN cellulaire miR-155, un miARN 
dont la dérégulation est associée au développement de nombreux lymphomes. Dans un premier temps, 
j’ai montré en système rapporteur luciférase que les deux miARN orthologues gga-miR-155 et mdv1-
miR-M4-5P possédaient des cibles cellulaires communes dont certaines avaient été identifiées pour 
miR-155 auparavant (CEBPβ, PU.1 et MAP3K7IP2) ou pour la première fois grâce à notre étude 
(GPM6B, RREB1, c-Myb). Par contre, alors que les deux orthologues ciblaient également 
potentiellement un gène viral UL28 (DNA packaging terminase subunit 2) nous avons montré par 
diverses approches complémentaires que seul le mdv1-miR-M4-5P régulait l’expression de ce gène 
viral spécifique de la phase réplicative du virus. De plus nous avons montré que le miR-M4-3p 
(différent du miR-155 3P) régulait l’expression d’une autre protéine structurale, UL32 (DNA 
packaging protein UL32), laissant présager un rôle potentiel dans la balance latence/cycle lytique. 
La seconde partie de mon projet de thèse a consisté en l’étude de la régulation 
transcriptionnelle des miARN du cluster 1 présent dans les régions TRL et IRL. D’après la littérature ce 
cluster semblait scindé en deux parties situées de part et d’autre de l’oncogène Meq, avec en amont les 
miARN : mdv1-miR-M9, M5, M12, M3, M2 et M4 et en aval les miARN : mdv1-miR-M11, M31 et 
M1. En premier lieu, j’ai réalisé la carte des transcrits de la totalité de la région TRL/IRL, par clonage 
d’amplicons spécifiques et par RACE-PCR. Ainsi,  j’ai montré que ces miARN étaient regroupés en 
réalité en deux clusters. Un premier, regroupant les miARN mdv1-miR-M9 à M4 transcrit soit sous la 
forme d’un ARNm non épissé recouvrant uniquement ce cluster soit sous une forme intronique au sein 
de différents grands transcrits épissés. Le second cluster, constitué des miARN mdv1-miR-M11 à M1 
pouvait être transcrit soit simultanément au cluster M9-M4 au sein d’un grand intron soit au sein de 
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deux introns différents suite à divers événements d’épissage de grands transcrits couvrant la totalité de 
la région TRL/IRL. Par ailleurs, les RACE PCR conjuguées à des essais de fonctionnalité suite au 
clonage de la séquence correspondante en amont du gène rapporteur luc, ont permis d’identifier un 
promoteur juste en amont du cluster M9-M4. En plus d’initier  la transcription des clusters de miARN 
de l’IRL/TRL, ce promoteur permettait également la transcription du gène meq et de transcrits épissés 
tels que Meq/v-IL8. Enfin, à l’aide de différentes banques de RACE-PCR correspondants à divers 
ARNm de la région, j’ai montré que ce promoteur était un promoteur spécifiquement fonctionnel 
pendant la latence du virus. Le dernier point abordé dans ma thèse concerne la mise en évidence 
d’éditing sur les ARNm issus du brin inverse aux miARN qui était très peu étudié avant mes travaux 
de thèse. Ainsi, parmi ces transcrits, certains présentaient un phénomène d’hyper-édition recouvrant 
une région de 2000pb et pouvant toucher plus de la moitié des adénosines présentes. Il faut noter, que 
l’analyse des clones édités a fait apparaitre différentes populations au sein de ces transcrits qui sont en 
cours d’étude au sein de l’équipe.  
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1. Régulation transcriptionnelle 
1.1. Synthèse des ARN 
1.1.1.  La transcription 
 
Dans les cellules, la transcription correspond à l’étape de synthèse de l’ARN à partir d’une 
matrice ADN. Lors de l’expression des gènes, la régulation de la transcription est cruciale et 
déterminante pour leur niveau d’expression, et par conséquent, pour l’ensemble des processus 
cellulaires. La transcription se déroule en trois étapes, l’initiation, l’élongation et la terminaison. 
Chez les eucaryotes, cette réaction est assurée par trois polymérases différentes. L’ARN 
polymérase I (Pol I), localisée dans le nucléole, est responsable de la synthèse des ARN ribosomaux 
(ARNr). L’ARN polymérase II (Pol II) synthétise les ARN messagers (ARNm), la majorité des 
microARN (miARN) ainsi que plusieurs petits ARN nucléaires (snARN : Small Nuclear ARN) dans le 
nucléoplasme. L’ARN polymérase III (Pol III), fonctionnant en dehors du nucléole, catalyse la 
synthèse des ARN de transfert (ARNt), de l’ARN ribosomal 5S et de la majeure partie des snARN. 
Ces ARN polymérases sont assistées par d’autres facteurs en trans regroupés sous le terme général de 
facteur de transcription. Ces derniers, en réponse à un signal donné, sont impliqués dans la 
reconnaissance des éléments en cis contenus dans les séquences promotrices, et ils vont donner le 
signal pour activer ou réprimer la transcription d’un gène cible, dans un tissu donné.  
 
1.1.2.  Transcription par l’ARN Pol II : Les promoteurs et leurs 
éléments de régulation 
 
L’initiation de la transcription des ARNm requiert une séquence promotrice se situant au 
niveau de la partie 5’ non transcrite des gènes. Cette séquence correspondant à la région où se fixe 
l’ARN Pol II peut être scindée en deux parties. Une première, appelée promoteur proximal qui 
constitue le cœur du promoteur et permet l’initiation de la transcription, et une seconde partie qui 
regroupe les différents éléments cis-régulateurs interagissant positivement ou négativement avec le 
promoteur proximal.  
 
1.1.2.1. Les facteurs généraux de la transcription 
 
Le promoteur proximal recouvre environ les 100 pb situées en amont et les 50 pb en aval du site 
d’initiation. Il permet le recrutement de la machinerie basale de transcription qui est composée de 
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Figure 1 : Localisation des ER impliqués lors d’une initiation unique de la transcription par l’ARN
polymérase II.
Les différents éléments de réponse sont positionnés par rapport au site d’initiation +1 (d’après Juven-
Gershon et Kadonaga., 2010).
 19 
l’ARN polymérase II et des facteurs généraux de la transcription (TFIIA, TFIIB, TFIID, TFIIE, TFIIF, 
TFIIH) formant le complexe de pré-initiation (PIC : Pre-Initiation Complex). Différents motifs sont 
généralement retrouvés au sein de cette région (Figure 1) (Juven-Gershon & Kadonaga, 2010). 
Le site d’initiation appelé Inr (initiator element) présente une séquence consensus 
YYANWYY (d’après le code des nucléotides IUPAC), où le A correspond le plus souvent au premier 
nucléotide de l’ARNm également appelé TSS (Transcription Start site ou +1 de la transcription). La 
boîte TATA (TATAWAAR) permet le recrutement de la protéine TBP (TATA Binding Protein) et se 
situe environ 25 à 30 pb en amont de l’Inr. Les séquences BRE (TFIIB-Recognition Element) sont 
situées de part et d’autre de la boîte TATA, BREu (upstream BRE : SSRCGCC) située en amont et 
BREd (downstream BRE : RTDKKKK) en aval de la boîte TATA. De plus, plusieurs sites (DPE, 
MTE, DCE, SI à SIII) semblent agir en synergie avec l’Inr, dont ils sont séparés par une distance très 
conservée quelle que soit l’espèce considérée. Le site DPE (Downstream core Promoter Element : 
RGWYVT) situé environ 30 pb en aval de l’Inr est impliqué dans la reconnaissance de TFIID. Le site 
MTE (Motif Ten Element : +18CSARCSSAAC+27) agit en synergie entre la boîte TATA et la motif 
DPE pour le recrutement de TFIID. Les motifs DCE (Dowstream Core Element) sont divisés en trois 
sous éléments : SI (CTTC) situé en position +6 à +11 du TSS, SII (CTGT) en position +16 à +21 et SIII 
(AGC) en position +30 à +34. Par ailleurs, le motif XCPE1 (X Core Promoter Element 1 : -
8DSGYGGRASM+2  chez l’humain), serait présent dans environ 1 % des promoteurs ne présentant 
généralement pas de boîte TATA.  
Bien que ne faisant pas partie du cœur du promoteur, des boîtes CAAT ainsi que des boîtes 
GC sont retrouvées très fréquemment dans cette région. La boîte CCAAT située entre 60 et 100 pb en 
amont de l’Inr (Figure 1), possède un fort pouvoir activateur par fixation des facteurs CTF/NF-I 
(CCAAT-binding Transcription Factor) et de CBF/NF-Y (CCAAT-box Binding Factor).  Les boîtes 
GC (GC box) consistant en des motifs riches en GC permettent la fixation des facteurs ubiquitaires 
Sp1, Sp3 et de leurs isoformes. Contrairement aux différents cis-éléments cités précédemment, ces 
boîtes sont actives au niveau du promoteur proximal mais également au sein du promoteur distal. Les 
facteurs Sp1 et Sp3 peuvent recruter et former des complexes avec de nombreuses protéines 
permettant une activation ou une répression spécifique en fonction du contexte de la région promotrice 
et du site de liaison. Leur impact est multiple de par leurs interactions avec la machinerie 
transcriptionnelle de l’ARN Pol II, des protéines de régulation de la transcription ainsi qu’avec la 
machinerie de remodelage de la chromatine (Davie et al., 2008). Il faut noter que ces facteurs jouent 
un rôle primordial dans de très nombreux processus cellulaires tels que la régulation de facteurs 
suppresseurs de tumeurs (p53), de proto-oncogènes (c-myc), de facteurs pro et anti-angiogéniques, pro 
et anti-apoptotiques, ou encore de facteurs impliqués dans la progression et l’arrêt du cycle cellulaire 
(Li & Davie, 2010).  
Enfin, il n’existe pas de schéma universel pour le contenu des promoteurs proximaux, et bien 
que la plupart des promoteurs contiennent au moins un de ces éléments en cis, aucun ne semble 
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Initiation unique de la transcription
(généralement retrouvée dans les promoteurs régulés)
Initiation  dispersée de la transcription
(généralement retrouvée dans les promoteurs 
constitutifs)
Figure 2 : Représentation schématique des deux types d’initiation de la transcription (d’après Juven-
Gershon et Kadonaga., 2010).
Une initiation unique de la transcription est généralement retrouvée au sein des promoteurs régulés qui
comportent des cis-éléments spécifiques du recrutement des facteurs généraux de la transcription. Pour les
initiations de la transcription dispersée, différents sites d’initiation sont retrouvés sur une région allant de
50 à 100 pb. Ce type de promoteur est généralement retrouvé au sein des promoteurs constitutifs ne
possédant pas d’éléments généraux cis-régulateurs spécifiques du recrutement du complexe d’initiation.
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absolument requis. Ainsi, les boîtes TATA ainsi que les séquences BRE, Inr, MTE, DPE et DCE sont 
essentiellement retrouvées au sein des promoteurs ne présentant qu’un seul site d’initiation de la 
transcription (FP : Focused Promoter) (Figure 2). Il faut noter que ce type de promoteur à un seul TSS 
ne représente qu’un tiers des promoteurs retrouvés chez les vertébrés. En effet, la majorité des 
promoteurs présente une initiation dispersée (DP : Dispersed Promoter) avec potentiellement la 
présence d’un ou plusieurs sites d’initiation dominants (Figure 2). Par opposition avec les promoteurs 
FP, ces promoteurs DP sont dépourvus de boîte TATA (TATA less) et de motifs DPE et MTE (Juven-
Gershon & Kadonaga, 2010).  
 
1.1.2.2. Transcription basale  
 
 Le promoteur minimal est défini in vitro comme la plus petite unité nécessaire et suffisante à 
l'initiation de la transcription et ainsi à l’induction de la transcription basale.  In vivo, le promoteur 
minimal pourrait être plus complexe puisque d'autres éléments peuvent être nécessaires. 
La formation du complexe de pré-initiation de la transcription se fait en plusieurs étapes et un 
ordre strict d’assemblage du complexe précède l‘initiation de la transcription (Figure 3) (Cooper, 
2000). Tout d’abord, le facteur TFIID se lie à l’ADN par l’intermédiaire de la boîte TATA, mais peut 
également être recruté en absence de cette dernière via l’implication de certains TAF (Transcription 
Associated Factor) comme TAFIIS qui se lie à l’Inr (Burley & Roeder, 1996). Le recrutement de 
TFIID crée une courbure de l’ADN qui permet d’une part le rapprochement des séquences situées en 
amont de la boîte TATA avec celles situées en aval et d’autre part l’ouverture des deux brins d’ADN. 
Deux voies sont alors possibles : la voie de l’assemblage séquentiel, où les facteurs se fixent dans un 
ordre établi sur TFIID associé au promoteur, et la voie de l’holoenzyme où tous les facteurs, à 
l’exception de TFIID, sont pré-assemblés au sein d’un complexe macromoléculaire  qui se fixe ensuite 
sur TFIID associé au promoteur.  
Durant l’assemblage séquentiel, TFIIA, qui n’est pas indispensable à la formation du 
complexe de pré-initiation in vitro, permet la stabilisation du complexe TFIID/TATA en interagissant 
directement avec l’ADN en amont de la boîte TATA. La structure ADN/TFIID/TFIIA est ensuite 
reconnue par TFIIB (Maldonado et al., 1990). Ce dernier semble impliqué dans la sélection précise du 
site d'initiation. L’ARN Pol II s’associe alors au complexe conjointement à TFIIF. En effet ces deux 
complexes sont associés l’un à l’autre pour rejoindre le complexe de pré-initiation en formation 
(Zawel et al., 1995). Outre son rôle dans l’initiation de la transcription par interaction avec différents 
partenaires (TFIIB, TFIIE, TBP, ou certaines TAF), TFIIF est impliqué dans la transition initiation-
élongation en inhibant un arrêt prématuré de la polymérase (Yan et al., 1999) ainsi que dans 
l’élongation de la transcription durant laquelle il stabiliserait la polymérase (Lei et al., 1999). L’étape 




Fixation de la polymérase II et de 
TFIIF
Fixation de TFIIE et de TFIIH
Transcription de l’ARN
Figure 3 : Formation du complexe de pré-initiation de la transcription par l’ARN polymérase II. 
Les facteurs essentiels à la formation du complexe in vitro se fixent séquentiellement jusqu’à la formation du 
complexe et l’initiation de la transcription. (d’après Cooper., 2000)
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recrutement de TFIIH. Le facteur TFIIH possède deux activités principales : une activité  hélicase et 
une activité kinase. En association avec TFIIE, l’activité hélicase conduit à l'ouverture de la double 
hélice d'ADN au niveau du promoteur et son activité kinase est responsable de la phosphorylation de 
la queue C-terminale de l'ARN Pol II (Ohkuma et al., 1995). Cette phosphorylation induisant une 
modification de la structure tridimensionnelle de la polymérase entraîne la dissociation du complexe 
d'initiation et le début de la transcription. Enfin, après avoir transcrit une trentaine de bases d’ARN, la 
Pol II se détache du cœur du promoteur et de la machinerie d’initiation de la transcription et entre en 
phase d’élongation. 
Le modèle de l’holoenzyme permet de concevoir une mobilisation rapide de la machinerie 
transcriptionnelle. Cependant, dans son acception minimaliste, il ne répond pas aux besoins de 
flexibilité nécessaires à la spécificité de la réponse aux différents éléments régulateurs. En effet, ce 
complexe macromoléculaire doit contenir non seulement la machinerie transcriptionnelle (ARN Pol II 
et facteurs de transcription) mais aussi des protéines régulatrices de la transcription (co-activateurs, 
complexe médiateur). Aussi au vu de la très grande diversité des promoteurs et des activateurs 
transcriptionnels, il semble improbable qu’il n’existe qu’un seul et unique type d’holoenzyme. Sachant 
qu’il a été retrouvé des variations dans la composition de l’holoenzyme selon l’organisme, le tissu 
étudié ou la méthode de purification, un modèle alternatif a été proposé. Il consiste en l’existence de 
sous-complexes modulaires et interchangeables, recrutés spécifiquement par les différents régulateurs 
transcriptionnels lors de l’assemblage de ces divers holoenzymes. 
 
1.1.2.3. Transcription régulée 
 
 Le complexe d'initiation composé de l'ARN Pol II et des différents TFII est suffisant pour 
obtenir une activité transcriptionnelle in vitro mais le plus souvent à un faible niveau. L'augmentation 
de cette activité basale ou sa répression est sous la dépendance de facteurs spécifiques qui vont 
interagir avec le complexe de pré-initiation. Ces protéines trans-activatrices ou trans-inhibitrices se 
lient au promoteur distal, via des séquences cis-régulatrices au niveau de l'ADN, appelées 
« enhancer » lorsqu'ils recrutent des cofacteurs activateurs, ou « silencer » lorsqu'ils recrutent des 
cofacteurs inhibiteurs. Ces promoteurs distaux peuvent être situés à des milliers de nucléotides du 
promoteur proximal et agissent sur ce dernier par le jeu de courbures de l'ADN permettant de 
rapprocher des éléments situés à de grandes distances les uns de autres. De plus, les facteurs de 
transcription entrent en interaction non seulement avec les séquences spécifiques d’ADN, mais aussi, 
avec d’autres protéines régulatrices via des domaines d’interaction protéine-protéine ou domaines de 
dimérisation (homodimère ou hétérodimère).  
 Quatre grands types de structures protéiques capables de lier l’ADN ont été retrouvés dans les 
facteurs de transcription (Figure 4), conduisant à la définition de quatre grandes classes de protéines
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A. Homéodomaines (hélice-tour-hélice) B. Domaines en doigts de zinc
C. Domaines de glissière à leucine 
leucine
glissière











Figure 4 : Représentation des quatre grands types de domaines structuraux se liant à l’ADN. 
Représentation schématique d’une protéine présentant un homéodomaine (A), des domaines à doigts de 
zinc (B), un domaine de glissière à leucine (C) et un domaine en hélice-boucle-hélice (D). 
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 (Pabo & Sauer, 1992; Tan & Richmond, 1998). Pour chaque classe de protéine, j’ai restreint les 
exemples aux protéines rencontrées ultérieurement au cours de ma thèse.  
 
1.1.2.3.1. Les protéines à motifs hélice-tour-hélice (HTH) 
 Les protéines à motifs hélice-tour-hélice généralement composées de deux hélices α 
connectées par un tour de quelques résidus (Figure 4A) représentent les protéines se fixant à l’ADN 
les plus répandues aussi bien chez les procaryotes que les eucaryotes. Ces protéines peuvent être 
classées en plusieurs groupes structuraux parmi lesquels sont retrouvées les protéines à motifs ailées 
(E2F-1…), les protéines présentant un homéodomaine (Oct-1, famille des protéines HOX…) ou les 
protéines ayant un cluster de tryptophane telles que la famille Myb ou PU.1. Ces dernières sont 
impliquées aussi bien dans la maturation des cellules lymphoïdes que dans l’expression de gènes 
caractéristiques des lymphocytes T.  
 Ainsi, les facteurs de transcription de la famille Myb, initialement découverts à partir de la 
protéine virale v-Myb du virus de myéloblastose aviaire (AMV : Avian Myeloblastosis Virus), sont 
impliqués dans la transformation de cellules hématopoïétiques. Depuis l’identification de la protéine c-
Myb chez le poulet (Gonda & Bishop, 1983), de nombreuses protéines Myb eucaryotes ont été 
découvertes. Elles présentent toutes un domaine « Myb » très conservé au cours de l’évolution. Ce 
domaine est constitué de deux ou trois répétitions (R1, R2 et R3) contenant chacune trois résidus 
tryptophane légèrement espacés. Ces protéines sont essentielles à la survie de la cellule, elles sont 
impliquées dans la régulation du cycle cellulaire et de la différentiation. Le proto-oncogène c-Myb est 
impliqué, par exemple, dans le contrôle de la prolifération lymphocytaire, notamment lors de 
l’expression de gènes de différentiation des cellules T tels que c-Kit, CD4, TCRγ, TCRδ (Allen et al., 
2001; Bender et al., 2004; Hernandez-Munain & Krangel, 2002; Hsiang et al., 1995). 
 Le facteur de transcription PU.1, appartenant à la famille des facteurs Ets, est un régulateur 
clef du développement précoce de toutes les cellules hématopoïétiques (Kastner & Chan, 2008) ; 
notamment il permet, sous le contrôle du miARN cellulaire miR-155, de moduler la réponse 
immunitaire des lymphocytes B (Vigorito et al., 2007). De plus, il semble que sa dérégulation 
participe à la transformation des lignées myéloïdes (Kastner & Chan, 2008).  
 
1.1.2.3.2. Les protéines à motifs en doigts de zinc 
 Les motifs des protéines à motifs en doigts de zinc forment de petits domaines, repliés 
indépendamment du reste de la structure protéique autour d’un ion zinc qui stabilise la formation d’un 
feuillet β contre une hélice α (Tan & Richmond, 1998). Parmi ces protéines, on retrouve de nombreux 
facteurs indispensables à la cellule tels que Sp1, TFIIA ou le facteur GATA 3 qui est un régulateur 
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Figure 5 : Changements moléculaires du pré-ARNm liés à l’addition de la coiffe à son




1.1.2.3.3. Les protéines à domaines basiques 
 Elles regroupent les protéines à domaines en hélice-boucle-hélice (bHLH) caractérisés par une 
hélice α amphipathique, une boucle puis une autre hélice α amphipathique (Figure 4D) (Murre et al., 
1989) et les protéines à domaines de glissière à leucine (leucine zipper ou bZIP). Ces dernières sont 
caractérisées par une répétition de plusieurs leucines (Figure 4C) (Landschulz et al., 1988), permettant 
la formation d’homodimères ou d’hétérodimères avec d’autres protéines possédant également un 
domaine bZIP. On retrouve parmi cette famille de protéines les composants AP1-like (Fos, Jun, 
Maf…) ou les facteurs C/EBP-like (C/EBPα, C/EBPβ…). De plus, certains facteurs de transcription 
peuvent combiner ces deux types de domaine comme par exemple Myc ou Mad/Max qui possèdent un 
motif bZIP ainsi qu’un motif bHLH. 
 
1.1.2.3.4. Les protéines à architecture β.  
 Il est difficile de trouver une caractéristique commune à tous les facteurs composant cette 
superclasse tant leur architecture β n’est pas partagée par tous. Ainsi, parmi ces différentes classes, on 
retrouve la protéine p53 qui est un facteur clef du contrôle du cycle cellulaire et de l’apoptose, ainsi 
que des facteurs de transcription activés en réponse à la stimulation par les cytokines tels que STAT5, 
NF-κB, NF-AT. Ces derniers sont particulièrement impliqués dans la survie et la prolifération des 
lymphocytes T.  
 
1.2. Régulations co-transcriptionnelles des ARNm 
 
 Au sein des cellules eucaryotes, la grande majorité des ARN pré-messagers (pré-ARNm) 
transcrits par l’ARN polymérase II subissent une série de modifications co-transcriptionnelles 
permettant leur maturation : ajout de la coiffe en 5’, épissage des introns, édition et poly-adénylation 
en 3’. 
 
1.2.1. L’adjonction de la coiffe en 5’ 
 
 L’adjonction de la coiffe (ou cap) a lieu dès le début de la transcription avant que la chaîne ne 
compte plus de 30 nucléotides. Elle consiste en l'adjonction d'un nucléotide à guanine sur l'extrémité 5' 
non traduite de l'ARNm suivie de sa méthylation sur l'azote 7 de la base, ainsi que parfois la 
méthylation en 2' du ribose du premier et second nucléotide du transcrit primaire (Figure 5). Le 
phosphate γ initialement présent à l’extrémité 5’ du pré-ARNm est hydrolysé par l’ARN 
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triphosphatase (RTase). Ensuite, l’ARN guanyltransférase (GTase) transforme une molécule de GTP 
en GMP pour la transférer à l’extrémité diphosphorylée du pré-ARNm. Il y a alors formation d’un 
pont 5’-5’ triphosphate, suivie de la méthylation par l’ARN guanine-7-méthyltransférase (MTase) 
ainsi que par la 2’-O-méthyltransférase. Cette étape est un processus directement couplé à la 
transcription puisque la GTase et la MTase sont toutes deux directement recrutées par l’extrémité 
carboxyterminale de l’ARN Pol II lorsque cette dernière est phosphorylée. 
 Il en résulte que l'extrémité 5' de l'ARNm n'est pas porteuse des trois acides phosphoriques 
libres habituels, ce qui permet la protection de l'extrémité 5' de l'ARNm en limitant sa reconnaissance 
par les 5’ à 3’ exonucléases. La coiffe est également nécessaire à l'exportation de l'ARNm vers le 
cytoplasme et à la liaison de ce dernier avec la petite sous-unité du ribosome lors de l'étape d'initiation 
de la traduction. De plus, elle est indispensable à la poursuite des étapes ultérieures de maturation des 
pré-ARNm par l’intermédiaire du complexe CBP20/CBP80 (Cap Binding Protein 20 et 80). En effet, 
le recrutement de ce complexe va participer à la mise en place de la machinerie d’épissage du premier 
intron et va influencer l’efficacité de la maturation en 3’ (Proudfoot et al., 2002). 
 
1.2.2. Addition de la queue polyA en 3’ 
 
 A l’exception  des transcrits codants pour les histones, tous les messagers eucaryotes 
comportent une queue polyadénosine (polyA) à leur extrémité 3’. Le site de polyadénylation est codé 
au niveau du gène. Il correspond à une séquence ubiquitaire AAUAAA située 20 à 30 nucléotides en 
amont du site de clivage CA et par une séquence riche en GU ou U située une trentaine de nucléotides 
en aval de ce site de clivage (Figure 6).  
 Il a été identifié une dizaine de variants du site de polyadénylation chez l’humain parmi 
lesquels, les deux séquences AAUAAA et AUUAAA sont majoritairement retrouvées (Beaudoing et 
al., 2000). Ces séquences sont reconnues spécifiquement par un complexe protéique appelé CPSF 
(Cleavage and Polyadenylation Specific Factor), tandis que la séquence riche en GU est reconnue par 
un complexe CstF (Cleavage Stimulation Factor). L’association de ces deux complexes avec d'autres 
composants, comme l'ARN polymérase II et la poly(A) polymérase (PAP),  conduit à la coupure de la 
molécule de pré-ARNm au niveau du site CA. La PAP qui est une terminal transférase n’utilisant pas 
de matrice ADN, ajoute ensuite environ 200 adénosines, sous le contrôle d’une poly(A) binding 
protein II (PABP2). En effet, cette dernière active la PAP et par la suite contrôle la longueur de la 
queue poly(A). Il faut noter qu’en plus d’être nécessaire à l’initiation de la traduction, cette queue 
poly(A) confère de la stabilité à l’ARNm et sa longueur diminue progressivement au fur et à mesure 
des cycles de traduction du messager. 
 La maturation alternative en 3’consiste au choix entre deux ou plusieurs sites de clivage et de 
polyadénylation au sein du transcrit primaire et il en résulte une diversité de la région 3’ non traduite 
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Figure 7 : Mécanisme général d’édition par insertion et délétion d’uridines. Ce mécanisme d’édition
a été retrouvé dans les ARNm mitochondriaux des trypanosomes (d’après Stuart et al., 2005).
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 (3’UTR) ou de la phase codante d’un même pré-ARNm (Edwalds-Gilbert et al., 1997). Cette 
variabilité de longueur de la région 3’ UTR d’un messager a une incidence sur la stabilité des 
messagers et sur la régulation post-transcriptionnelle par les miARN, les 3’ UTR les plus courtes 
pouvant perdre des cibles de régulation par certains miARN. Un modèle suggère également que les 
composants de la machinerie d’épissage interagissent avec ceux impliqués dans la maturation en 3’ 
définissant ainsi très tôt lors de l’épissage, l’exon 3’ terminal du pré-ARNm (Berget, 1995). 
 
1.2.3.  Les mécanismes d’édition 
 
 Le terme d’édition décrit l’ensemble des processus induisant des modifications ponctuelles de 
nucléotides au sein de la séquence ADN ou ARN conduisant à un transcrit mature dont la séquence 
diffère de la séquence génomique ARN ou ADN. 
 Alors que l’édition de l’ADN via des protéines de la famille APOBEC a été découverte très 
récemment (Harris et al., 2002), l’édition de l’ARN a été décrite pour la première fois en 1986, dans 
les mitochondries des trypanosomes (Benne et al., 1986). Par la suite ce mécanisme a été retrouvé 
dans de nombreuses classes d’organismes (mammifères, plantes, champignons, bactéries ainsi que 
certains virus). L’édition des ARNm semble restreinte aux eucaryotes, tandis que l’édition des ARN 
non codants (ARNnc), en particulier des ARNt, semble commune aux procaryotes et aux eucaryotes. 
Par ailleurs, le terme d’édition recouvre 2 grands mécanismes : l’insertion et la délétion de nucléotides 
ou la conversion de nucléotides. 
 
1.2.3.1. Edition par insertion et délétion de nucléotides 
 
 L’édition par insertion ou délétion de nucléotides est un phénomène plus rare que  l’édition par 
conversion de nucléotides. Ce phénomène a été principalement caractérisé chez les trypanosomes mais 
il a également été décrit chez d’autres organismes tels que les myxomycètes, ou certains virus. 
 L’édition retrouvée au sein de très nombreux ARNm mitochondriaux des trypanosomes 
consiste majoritairement en l’insertion d’uridines et en plus faible proportion en leur délétion. Ce 
phénomène d’édition peut avoir des conséquences importantes comme par exemple pour le gène cox3 
(subunit 3 of the cytochrome c oxydase) où environ 90% des codons sont générés par édition (Horton 
& Landweber, 2002). En effet, l’ARNm de cox3 long de 463 nucléotides après transcription subit une 
insertion de 547 uridines et une délétion de 41 uridines pour donner l’ARNm mature d’une longueur 
de 969 nucléotides qui permet la traduction du polypeptide conservé COX3 (Brennicke et al., 1999). 
L’insertion et la délétion d’uridines se déroule en plusieurs étapes (figure 7) (Stuart et al., 2005). Tout 
d’abord, un ARN guide, qui forme une classe unique d’ARNnc, s’hybride par sa région 
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complémentaire de la région en aval du site d’édition au pré-ARNm. Après coupure par une 
endonucléase, les uridines sont ajoutées par une TUTase (Terminal Uridyl Transferase) dans le sens 
3’à5’ en utilisant l’ARN guide comme matrice, ou délétées dans le sens 3’à5’ par une ExoUase (U-
specific exonucléase). Enfin, lors de la dernière étape, l’ARNm édité est religaturé (Figure 7). Il faut 
noter que le profil d’édition varie au cours du cycle du parasite, laissant supposer un rôle de l’édition 
dans la régulation de la production d’énergie par la chaîne respiratoire. De plus, l’insertion ou la 
délétion d’uridines n’est pas le seul phénomène d’édition chez les trypanosomes et des conversions 
CàU ont également été retrouvées sur un ARNt (Alfonzo et al., 1999) et sur l’ARN 7SL (Ben-
Shlomo et al., 1999), permettant à ces ARNnc transcrits dans le noyau d’être fonctionnels. 
 L’édition chez certains myxomycètes consiste en un mélange de plusieurs processus 
complexes et très fréquemment retrouvés au sein des ARNm codés par le génome mitochondrial de 
ces organismes. Bien que peu caractérisés, de nombreux types d’éditions comme l’insertion d’un des 
quatre nucléotides A, G, C ou U sous forme de monomères ou de dimères, des phénomènes de 
délétions et des conversions de nucléotides ont été décrits. Enfin, ce qui semble unique dans le monde 
des eucaryotes, certains transcrits sont régulés par quatre phénomènes différents d’édition (Horton & 
Landweber, 2000), comme par exemple le gène cox1 (cytochrome c oxidase subunit 1), dont le pré-
ARNm subit une insertion de 59 cytosines, 1 uridine et de 3 dinucléotides différents, ainsi que quatre 
conversions CàU afin de pouvoir coder la protéine fonctionnelle (Gott et al., 1993). 
 Pour finir, un phénomène d’édition co-transcriptionnel des ARN lié au « bégaiement » de 
l’ARN polymérase a également été mis en évidence chez certains virus à ARN simple brin négatif. Ce 
mécanisme correspond à l’arrêt et au glissement du complexe de transcription sur la matrice. Ainsi, le 
gène de la phosphoprotéine P chez les paramyxovirus permet d’encoder quatre protéines différentes 
(P, V, W et C) grâce à l’adjonction par la polymérase d’une séquence de 1 à 11 G au niveau d’un site 
spécifique de l’ARNm, permettant la modification du cadre de lecture et la traduction des protéines V 
et W (Kulkarni et al., 2009). De plus, un phénomène semblable mais avec l’addition d’une adénine a 
également été retrouvé au niveau d’un site précis des transcrits de la glycoprotéine du virus ébola, 
aboutissant à deux glycoprotéines fonctionnelles différentes (Sanchez et al., 1996; Volchkov et al., 
1995).   
 
1.2.3.2. Edition par conversion de nucléotides 
 
 La conversion de nucléotides est retrouvée dans l’ensemble des organismes. D’une manière 
générale, les enzymes capables d’édition par conversion de nucléotides jouent un rôle très important 
dans de nombreuses voies métaboliques, de la bactérie jusqu’à l’homme. Chez les animaux, un 
nombre restreint de sites d’édition ont été identifiés dans les régions codantes des gènes, cependant 
l’édition semble être plus massive dans les régions non codantes des ARNm (5’ et 3’ UTR) où elle 
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Figure 8 : Les protéines de la famille AID/APOBEC (d’après Holmes et al., 2007).
(A) Organisation des différents domaines des protéines APOBEC humaines. Les motifs « cytidine
désaminase » correspondant à la séquence consensus indiquée en partie inférieure du shéma sont fifurés
par un rectangle rouge au sein des différentes protéines (en bleu). (B) Désamination d’une cytosine en





joue un rôle fondamental dans des processus de régulation post-transcriptionnelle, de maintien de 
l’intégrité génomique, mais aussi de défense antivirale. Deux types majeurs de conversions issus de 
deux familles de protéines ont été identifiés : la désamination C en U d’ARN ou d’ADN simple brin 
par la famille de protéine AID/APOBEC (Activation-Induced cytidine Deaminase/Apolipoprotein B 
mRNA Editing enzyme, Catalytic polypeptide-like) et la désamination A en I (Inosine) d’ARN double 
brin par la famille de protéines ADAR (Adenosine Deaminases Acting on RNA). 
 
1.2.3.2.1. Edition par la famille AID/APOBEC 
 Une dizaine de protéines ont été identifiées au sein de cette famille de cytidine désaminases 
(Figure 8A). Elles permettent la conversion d’une cytidine en uridine sur des matrices ADN et ARN 
(Figure 8B). Bien que la capacité de cette famille de protéines à modifier l’ADN constitue un danger 
potentiel pour la cellule du fait de son action mutagène, elles jouent un rôle important dans les 
systèmes immunitaires inné et adaptatif (Prochnow et al., 2009), et de par l’action d’APOBEC1, un 
rôle clef dans le métabolisme lipidique. Parmi les protéines peu caractérisées de cette famille, la 
protéine APOBEC2 semble spécifiquement exprimée dans les muscles squelettiques et cardiaques 
(Liao et al., 1999), cependant son rôle reste inconnu car elle ne semble pas présenter d’activité 
cytosine désaminase et aucun effet phénotypique n’est détecté chez des souris invalidées pour apobec2 
(Mikl et al., 2005). La protéine APOBEC4, qui a été prédite in silico, semble plutôt exprimée dans les 
testicules des mammifères, cependant aucun rôle ni même sa présence in vivo n’ont été démontrés 
(Rogozin et al., 2005). 
 
1.2.3.2.1.1. La protéine APOBEC1 
 L’exemple probablement le plus connu d’édition d’ARNm chez les mammifères concerne 
l’apolipoprotéine B (ApoB). Ce mécanisme d’édition spécifique de tissu, découvert en 1987, permet la 
synthèse de deux protéines ApoB100 (512 kDa) et ApoB48 (241 kDa) à partir d’un même gène (Chen 
et al., 1987; Powell et al., 1987). Dans le foie, le transcrit dirige la synthèse d’ApoB100, tandis que 
celui-ci va être spécifiquement édité dans l’intestin par la protéine APOBEC1. Ainsi, l’édition de la 
cytosine présente en position 6666 va induire la modification d’un codon glutamine (CAA) en codon 
stop (UAA) et permettre la traduction de la protéine ApoB48. 
 Bien qu’indispensable, APOBEC1 n’est pas suffisante pour induire seule l’édition, et nécessite 
in vitro au moins une autre protéine connue sous le nom d’ACF (APOBEC1 Complementary Factor) 
(Mehta et al., 2000). Cette protéine se lie à APOBEC1 et à la région qui encadre le site d’édition, 
permettant de modifier la structure de l’ARNm et de diriger la sous unité catalytique APOBEC1 sur le 
site à éditer (Chester et al., 2004; Maris et al., 2005). Cependant, en dehors de la caractérisation de ce 
complexe minimal d’édition, l’identité et le rôle des autres facteurs formant le complexe d’éditosome 
reste mal connu. Il faut noter que la surexpression de la protéine APOBEC1 peut induire un 
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phénomène d’hyper-édition sur certains transcrits cellulaires dont l’apolipoprotéine B (Petit et al., 
2009; Yamanaka et al., 1997). Par ailleurs, il a été montré que cette protéine est aussi capable 
d’induire ce phénomène d’hyper-édition in vivo sur de l’ADN simple brin et sur l’ARN génomique du 
gammarétrovirus murin Friend-murine leukemia virus (Petit et al., 2009).  
 
1.2.3.2.1.2. La protéine AID 
 La protéine AID (Activation-Induced cytidine Deaminase) de 24 kDa, qui est exprimée 
spécifiquement dans les lymphocytes B des vertébrés (Muramatsu et al., 1999), est nécessaire à la 
production et la maturation des anticorps. Cette protéine ciblant l’ADN simple brin joue un rôle 
central dans les deux mécanismes nécessaires à la production d’anticorps ayant une haute affinité, qui 
sont l’hyper-mutation somatique et la commutation isotypique de classe des immunoglobulines 
(Muramatsu et al., 2000).  
 
1.2.3.2.1.3. Les protéines APOBEC3 
 Cette sous-famille spécifique des mammifères est constituée de 7 protéines (APOBEC3 A à 
H), dont la plupart permettent une inhibition de la réplication de divers rétrovirus ainsi que d’autres 
rétroéléments endogènes. Quatre de ces membres (APOBEC3B, D/E, F et G) sont potentiellement 
capables d’inhiber le virus de l’immunodéficience humaine (Prochnow et al., 2009). Cependant, la 
protéine Vif (Viral Infectivity Factor) du VIH-1 permet de contourner cette défense antivirale en 
séquestrant APOBEC3G et en l’entraînant vers le protéasome par ubiquitinylation (Conticello, 2008). 
Dans le cas d’une infection avec un virus délété du gène vif, la protéine APOBEC3G est encapsidée 
dans les particules virales. L’édition s’opère sur l’ADN négatif suite à la transcription inverse. 
L’enzyme APOBEC3G induisant de nombreuses désaminations de cytidine en uridine aurait ainsi une 
action antivirale en bloquant la réplication du virus ou en générant des génomes édités moins 
infectieux. Le virus de l’hépatite B (VHB), qui utilise une transcriptase inverse durant son cycle, est 
également la cible de certaines protéines APOBEC3. En effet, ces dernières semblent inhiber 
l’encapsidation de l’ARN pré-génomique et ainsi le pouvoir infectieux et la réplication du virus 
(Holmes et al., 2007). En plus de leur pouvoir hypermutagène, les protéines APOBEC3 auraient la 
capacité de bloquer la mobilité des rétrotransposons à l’aide d’un mécanisme différent et encore 
inconnu, ne faisant pas intervenir l’activité d’édition (Holmes et al., 2007). 
1.2.3.2.2. Edition par la famille des ADAR 
1.2.3.2.2.1. Les différentes protéines de la famille ADAR 
 Le phénomène d’édition par désamination d’une adénine en inosine (AàI) a été décrit pour la 
première fois chez Xenopus laevis (Bass & Weintraub, 1987; Rebagliati & Melton, 1987). Elle est 
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B.
Figure 9 : Les protéines de la famille ADAR.
(A) Organisation des différents domaines des protéines ADAR humaines. Les domaines catalytiques à activité
désaminase sont indiqués en rouge, les motifs de liaison à l’ARN double brin dsRBD (dsRNA-Binding Domain)
sont indiqués en bleu, les domaines Z de liaison à l’ADN (Z DNA Domain) sont représentés par un disque vert, le
signal d’export nucléaire présent chez ADAR1-L est indiqué en violet et le site R d’ADAR3 (riche en Arginine)
correspondant à un domaine de liaison à l’ARN simple brin est représenté en orange. (B) Désamination d’une



















catalysée par la famille des protéines ADAR (Figure 9), qui comprend les quatre protéines ADAR1-L, 
ADAR1-S, ADAR2 et ADAR3. Ces protéines sont conservées chez tous les vertébrés (Figure 9), et 
des membres de cette famille ont également été retrouvés chez l’ensemble des métazoaires.  
ADAR1-S, ADAR1-L et ADAR2 sont exprimées dans tous les tissus tandis qu’ADAR3 est 
exprimée spécifiquement dans le cerveau. Les deux formes de la protéine ADAR1 spécifiques des 
vertébrés (ADAR1-S, ADAR1-L) sont traduites à partir de deux messagers emboîtés, issus de 
l’utilisation de deux promoteurs différents. Il faut noter que le messager d’ADAR1-L qui est transcrit 
sous la dépendance d’un promoteur régulé par l’interféron est produit lors d’infections virales. De 
plus, contrairement à toutes les autres protéines ADAR, ADAR1-L possède dans sa partie NH2 
terminale non présente dans ADAR1-S un signal d’export nucléaire qui lui permet d’agir dans le 
cytoplasme, siège de la réplication de beaucoup de virus à ARN (Figure 9)  (Poulsen et al., 2001).  
 Tous les membres de cette famille contiennent un domaine catalytique conservé dans leur 
partie COOH terminale (Figure 9) ainsi que deux ou trois domaines de liaison à l’ARN double brin 
dsRBD (Double Strand RNA Binding Domain) leur permettant de cibler avec une forte affinité les 
ARN double brin (ARNdb) ainsi que les structures secondaires double brin des ARN simple brin 
(Nishikura, 2010).  
 Par ailleurs, il existe une autre famille de protéines responsable de la désamination AàI, la 
famille des ADAT (Adenosine Deaminase acting on tRNA), qui est retrouvée conservée dans 
l’ensemble des eucaryotes et dont un orthologue a également été identifié chez différentes bactéries 
comme Escherichia coli (Wolf et al., 2002). Cette famille de protéines est responsable de l’édition des 
ARNt sur ou à proximité de la séquence de l’anticodon (Nishikura, 2010). 
 
1.2.3.2.2.2. Mécanisme d’action des protéines ADAR 
 De par leur activité de désamination AàI, les protéines ADAR modifient l’information codée 
par le génome ou la structure de l’ARN substrat. En effet, lorsqu’un résidu inosine est incorporé dans 
une séquence codante d’un ARNm, il va être interprété comme une guanosine par la machinerie de 
traduction, ce qui peut altérer la nature du codon spécifié et par là-même la séquence protéique. De 
plus, l’édition peut avoir un impact direct sur l’ARNm en modifiant son épissage via différents 
mécanismes (Figure 10) ou en modifiant les structures secondaires de cet ARN. Ainsi, elle peut 
déstabiliser la structure double brin de l’ARN en remplaçant un appariement A:U par un 
mésappariement IxU ou, au contraire, augmenter la stabilité d’une tige par remplacement d’un 
mésappariement AxC par une paire I:C (Levanon et al., 2004).  
 Historiquement, les premières cibles identifiées pour les protéines ADAR ont été retrouvées 
dans les régions codantes, cependant, notamment dans le cerveau, il semblerait que la majorité des 
sites d’édition se situent dans les régions non codantes des ARNm, telles que les introns et les régions 
non traduites 3‘ et 5’ (Hundley & Bass, 2010). De plus, les protéines ADAR ciblent les ARNnc tels 
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Figure 10 : Altération de l’épissage alternatif d’un transcrit par les protéines ADAR.
(A) Epissage normal du transcrit. (B) L’édition affecte le site 3’ accepteur et abolit l’épissage du transcrit.
(C) L’édition affecte le site de branchement et inhibe l’épissage du transcrit. (D) L’édition crée un site
alternatif en 5’. (E) L’édition crée un site alternatif en 3’. (F) La protéine ADAR2 édite son propre
transcrit créant un site accepteur 3’ aboutissant à une protéine non fonctionnelle. Ce site peut ensuite être








que les miARN, suggérant un rôle important de l’édition par les ADAR dans la régulation des 
processus post-transcriptionnels.  
 La plupart des sites d’édition sont préférentiellement édités par l’une ou l’autre des protéines 
ADAR1 et 2, laissant supposer une différence dans la reconnaissance de leurs substrats ARN. Cette 
différence pourrait s’expliquer par le nombre et l’espacement des motifs dsRBD des deux protéines 
(Figure 9), ainsi que par leur homodimérisation, nécessaire à leur activité catalytique (Cho et al., 
2003). En effet, il semble que la coopérativité des régions dsRBD au sein des homodimères serait 
responsable de la spécificité de ces protéines pour leur substrat (Valente & Nishikura, 2007). Enfin, 
aucune cible n’a été identifiée pour la protéine ADAR3, en raison de son absence d’activité catalytique 
in vitro. Il semblerait que son homodimérisation ne puisse avoir lieu que sous la dépendance de   
facteurs spécifiques du cerveau (Cho et al., 2003). 
 Par contre, il est intéressant de noter que la spécificité des protéines ADAR1 et ADAR2 ne 
semble pas dépendre de cofacteurs spécifiques, car les profils d’édition obtenus  in vitro sont 
identiques à ceux identifiés in vivo (Polson et al., 1996). Ainsi, la plupart des longs ARNdb (>100pb) 
sont édités de façon multiple avec environ 50% des adénosines converties en inosines, tandis que les 
régions ARNdb courtes (20-30pb) ou les longs ARN possédant des mésappariements, des renflements 
ou des boucles, vont être édités spécifiquement avec seules quelques adénosines particulièrement 
ciblées (Nishikura, 2010). En effet, bien que les protéines ADAR semblent avoir une légère préférence 
pour des adénosines dans un contexte nucléotidique particulier, il apparaît que la présence de boucles 
ou de mésappariements semble essentielle afin de conférer une spécificité de reconnaissance de 
l’enzyme pour son substrat mais aussi pour spécifier les résidus à éditer (Dawson et al., 2004; 
Lehmann & Bass, 1999). 
 
1.2.3.2.2.3. Rôles des protéines ADAR 
 
1.2.3.2.2.3.1. Rôle des ADAR dans la physiologie cellulaire 
 Bien que peu de cas d’édition dans les séquences codantes aient été recensés, les protéines 
ADAR jouent un rôle clef dans l’édition des transcrits codant pour des protéines du système nerveux 
central, comme de nombreux canaux ioniques et des récepteurs de neurotransmetteurs (Jepson & 
Reenan, 2008). Par exemple, ADAR1 est capable d’éditer le transcrit codant pour le récepteur de la 
sérotonine de type 2C, permettant de modifier trois codons via cinq sites d’édition et selon le profil 
d’édition d’exprimer plus de 24 isoformes différentes du récepteur (Nishikura, 2010). Le rôle majeur 
d’ADAR2 semble être le ciblage et la régulation de la sous unité B du récepteur GluR, car la mutation 
létale chez les souris invalidées pour ADAR2 peut être complémentée par l’expression du transcrit 
GluR édité (Higuchi et al., 2000). En effet, l’édition du site Q/R a des conséquences sur l’épissage 
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correct du transcrit de GluR-B nécessaire à l’assemblage convenable des quatre sous-unités de ce 
récepteur (Jepson & Reenan, 2008). 
 Cependant, chez les primates, la majorité des sites d’édition via les protéines ADAR se 
retrouverait dans les éléments répétés et abondants tels les transposons Alu et LINE (Levanon et al., 
2004). En effet, ces éléments qui sont retrouvés dans les 5’ et 3’ UTR forment grâce à leurs séquences 
répétées inversées, de grandes structures double brin en tige-boucle. Le rôle de l’édition de ces 
rétrotransposons est peu élucidé mais il pourrait être impliqué dans le développement et la 
différenciation de cellules embryonnaires (Osenberg et al., 2010) et il pourrait également prévenir 
l’exonisation aberrante des séquences Alu au sein de l’ARNm mature (Sakurai et al., 2010). 
 
1.2.3.2.2.3.2. Rôle des ADAR dans la lutte antivirale 
 L’implication des protéines ADAR dans la lutte antivirale est due à leur spécificité d’action 
sur les ARNdb. En effet, les grands ARNdb sont rares dans une cellule et ils sont le plus souvent le 
signe d’une infection virale. Classiquement, la reconnaissance de ces ARNdb par des récepteurs tels 
que TLR3 (Toll Like Recepteur 3) mène à la réponse immunitaire innée et à la production d’interféron 
de type I (IFNα/β) et de type II (IFNγ). En effet, les interférons α et γ induisent la réponse primaire en 
stimulant la production de nombreuses protéines ciblant les ARNdb comme la PKR (RNA-dependent 
Kinase), la RNAse L (2-5-A-dependent RNase), l’OAS (2’-5’ oligoadenylate synthetase) ainsi que la 
protéine ADAR1-L.   
A ce jour, seuls quelques virus et principalement des virus à ARN ont été décrits édités par la 
famille des ADAR : trois rétrovirus (VIH-1, Rous-associated virus (RAV-1) et Avian Leukosis Virus 
(ALV)) (Felder et al., 1994; Hajjar & Linial, 1995; Phuphuakrat et al., 2008), deux rhabdovirus 
(vesicular stomatitis virus et sigma virus) (Carpenter et al., 2009; O'Hara et al., 1984), deux 
paramyxovirus (Respiratory Syncytial Virus (RSV) et rougeole) (Rueda et al., 1994; Toth et al., 
2009), le LCMV (Lymphocytic Choriomeningitidis Virus) (Zahn et al., 2007) et le virus de l’hépatite 
delta (HDV) (Wong & Lazinski, 2002). Parmi les virus à ADN, seuls des transcrits des deux 
herpesvirus HHV4 (Iizasa et al., 2010) et HHV8 (Gandy et al., 2007) ou du polyomavirus SV40 
(Kumar & Carmichael, 1997) ont été retrouvés édités. Il faut noter que dans le cas de HDV et des 
herpesvirus, qui utilisent l’édition pour la réalisation de leur cycle de réplication, la déamination AàI 
présente une spécificité de site, alors que pour la plupart des autres virus les mutations retrouvées sont 
multiples et sembleraient correspondre à de l’hyper-édition dans le cadre d’une lutte anti-virale.  
Par exemple, lors de la réplication de l’arenavirus LCMV, qui est un virus à ARN simple brin 
négatif segmenté, le fragment génomique S est édité par ADAR1-L lorsque le génome est sous une 
forme ARNdb transitoire. Cette hyper-édition pouvant toucher jusqu’à 38% des adénines des ARNm 
des glycoprotéines aboutit à la traduction de glycoprotéines non fonctionnelles ne pouvant atteindre la 
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Figure 11 : Mécanisme d’édition de l’ARNm du virus de l’hépatite delta (Blanc et al., 2002).
L’édition A=>I réalisée par ADAR1-S sur l’ARN anti-génomique permet la suppression d’un
codon STOP. L’Ag-L (p27 ; 214 aa) est alors produit à la place de l’Ag-S (p24 ;195 aa).
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lumière du réticulum endoplasmique ou la surface cellulaire, diminuant ainsi le pouvoir infectieux de 
la population virale (Zahn et al., 2007). 
Enfin, la défense antivirale induite par ADAR peut être détournée par les virus afin de servir 
leur propre cycle réplicatif. Par exemple, dans le cas du virus de l’hépatite delta (HDV) l’édition par 
ADAR1-S d’une partie des intermédiaires de réplication permet la poursuite du cycle réplicatif du 
virus (Wong & Lazinski, 2002). En effet, au cours du cycle réplicatif d’HDV, qui est un virus à 
ARNsb défectif et satellite du virus de l’Hépatite B, deux antigènes Ag-S de 195 aa et Ag-L de 214 aa 
identiques dans leur partie NH2 terminale sont produits. En absence d’édition, la traduction du 
messager conduit à l’expression de l’Ag-S qui participe au déclenchement de la réplication virale. 
Cependant, une partie des intermédiaires de réplication subissent une désamination supprimant un 
codon stop sur les messagers correspondant à ces génomes modifiés entraînant la traduction de l’Ag-L 
(Figure 11). La synthèse de ce dernier inhibant la réplication et permettant l’encapsidation donne à 
l’édition un rôle décisif dans le déroulement du cycle viral (Blanc V, 2002). 
Chez le virus HHV8, l’édition AàG induite par ADAR1 élimine le pouvoir transformant 
induit par le transcrit codant la kaposine A et contenant également KSHV-miR-K12-10 (Gandy et al., 
2007). L’édition de ce nucléotide serait capable d’induire un changement d’un aa de la kaposine A et 
C et de modifier le second nucléotide du miARN KSHV-miR-K12-10. De plus, le taux d’édition 
semble être régulé par le virus et il serait plus important lors des stades de réplication du virus 
comparativement aux phases de latence. En effet, dix fois plus de transcrits édités sont retrouvés lors 
de l’induction de la réplication lytique (Gandy et al., 2007).  
 
1.2.4. Le mécanisme d’épissage 
 
 Chez l’ensemble des eucaryotes, ainsi que chez les archéobactéries et les cyanobactéries, les 
gènes sont organisés en une suite d’introns et d’exons alternés, dont généralement, les introns 
représentent les parties non codantes et les exons les parties codantes. L’épissage (splicing) consiste en 
la maturation des ARNm durant laquelle les introns sont éliminés, tandis que les exons sont conservés 
afin de donner un ARNm dit mature ultérieurement traduit en protéine. Ce phénomène, assuré par un 
complexe ribonucléoprotéique appelé splicéosome, se déroule dans le noyau de la cellule en 
concomitance avec la transcription.   
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Figure 12 : Comparaison des séquences régulatrices consensus de type U2 et U12.
L’adénosine du point de branchement est indiquée en rouge et les nucléotides très conservés sont
indiqués en caractère gras.
AGGU CURACU         (Yn)        YAGG
Intron type U2
Site donneur Site accepteurPoint de branchement
Intron type U12
RUAUCCUUU   UCCUURAY                            YAC
exon1 exon2
exon1 exon2
20 à 40 bases
10 à 15 bases
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1.2.4.1. Le splicéosome 
 
1.2.4.1.1. Les séquences consensus d’épissage 
 
 Le splicéosome est capable de reconnaître trois séquences régulatrices indispensables au 
recrutement de la machinerie d’épissage, localisées au niveau des jonctions intron/exon et à l’intérieur 
de l’intron. La jonction exon/intron en 5’ de l’intron est appelée site donneur (5’ Splice Site), la 
jonction intron/exon en 3’ de l’intron est appelée site accepteur (3’ Splice Site), et la séquence interne 
de l’intron, permettant la formation du lariat, est appelée site de branchement. Ce dernier correspond à 
une adénine localisée 10 à 40 bases environ en amont de l’extrémité 3’ de l’intron suivie, dans le cas 
des introns de type U2, d’une région riche en pyrimidines de composition et de longueur variables.  
 En effet, il existe deux types de splicéosome différents au sein des eucaryotes. Le splicéosome 
majoritaire dit de type U2 et le splicéosome minoritaire de type U12 qui est retrouvé pour 1% des 
gènes humains (Levine & Durbin, 2001). Contrairement au splicéosome de type U2 qui est 
retrouvé chez l’ensemble des eucaryotes, le splicéosome de type U12 n’est présent que chez les 
vertébrés, certains champignons, nématodes et plantes (Bartschat & Samuelsson, 2010).  
Les introns de type U2 présentent des caractéristiques très conservées. Ainsi, le site donneur 
correspond presque systématiquement à une séquence AG/GU, puisque le deuxième site le plus 
rencontré (AG/GC) représente moins de 0,5% des sites donneurs référencés à ce jour (Burset et al., 
2001). Enfin, la séquence consensus du site accepteur est toujours de type YAG/R et l’adénine du site 
de branchement est comprise dans la séquence CURACU (Figure 12).  
Le second type d’intron, de type U12 (Hall & Padgett, 1994; Jackson, 1991), se caractérise par 
une séquence /RUAUCCUUU au niveau du site donneur et une séquence de branchement de type 
UUCCUURAY (Figure 12) (Alioto, 2007). A l’instar des introns de type U2, les bornes des introns de 
type U12 les plus représentées sont de type « GU-AG ». Cependant les bornes de type « AU-AC » 
représentent ici plus d’un tiers des bornes de type U12 référencées. De plus, bien que retrouvées à 
faible taux, les différentes bornes fonctionnelles de type « AU-AA ; AU-AG ; AU-AU ; GU-AA ; GU-
AU et GU-GG » ont également été décrites (Dietrich et al., 2005; Levine & Durbin, 2001). Enfin, il 
faut noter l’existence d’un fort taux d’erreur au niveau du site accepteur lors des épissages de type U12 










Figure 13 : Comparaison des différentes étapes de l’assemblage des splicéosomes de type U2 et U12. 
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1.2.4.1.2. Composition des splicéosomes 
 
 D’une manière générale, le splicéosome est un complexe dynamique dans lequel plus de 300 
protéines différentes ont été identifiées (Jurica & Moore, 2003). Les deux types de splicéosome 
comportent 5 snRNP (small nuclear ribonucleoproteins). Cependant, seule la snRNP U5 est présente 
au sein des deux splicéosomes, les 4 autres snRNP rencontrées pour le splicéosome de type U2 étant 
les snRNP U1, U2, U4 et U6, et les snRNP U11, U12, U4atac et U6atac pour le splicéosome de type 
U12. Par ailleurs, deux autres facteurs, l’hétérodimère U2AF (U2AF65 et U2AF35, U2 snRNP 
Auxiliary Factor) et le facteur SF1 (Splicing factor 1) principalement impliqués dans le recrutement 
des snRNP sont essentiels pour le splicéosome de type U2. 
 Chaque snRNP renferme un petit ARN nucléaire spécifique riche en uridine (UsnARN : 
Uridine rich small RNA). De taille variable (100 à 200 nt chez l’homme), ces UsnARN subissent de 
fortes modifications post transcriptionnelles. Ils sont partiellement complémentaires de la région 
bordant le site d’épissage et surtout ils portent l’activité catalytique du snRNP (Will & Luhrmann, 
2001). Après être généralement transcrits par l’ARN Pol II, les UsnARN sont exportés dans le 
cytoplasme où ils vont s’associer à sept protéines Sm ou avec des protéines apparentées, qui formeront 
un anneau heptamérique et ainsi le corps de la snRNP (Will & Luhrmann, 2001). Dans le cytoplasme, 
les UsnARN subissent une hyper-méthylation de leur coiffe permettant le retour des pré-snRNP dans 
le noyau. Ensuite, les snRNP transitent par les corps de Cajal où ils finissent leur maturation 
(méthylations et pseudouridylations), et où ils s’assemblent en di ou tri-snRNP avant de rejoindre les 
« speckles » et/ou les sites de transcription (Darzacq et al., 2002; Jady et al., 2003). Pour finir, deux 
familles de protéines régulatrices, les protéines SR (riches en dipeptides sérine/arginine) et la famille 
des hnRNP (Heterogeneous Nuclear RNP) sont importantes pour le déroulement des événements 
d’épissage. En règle générale, les protéines SR semblent agir en tant qu’activatrices alors que les 
hnRNP ont plutôt une action inhibitrice de l’épissage.  
 
1.2.4.1.3. Mécanismes d’action des splicéosomes 
 
 Les deux types de splicéosome coexistent au sein des cellules eucaryotes et bien que leur 
composition en snRNP diffère, les mécanismes d’épissage sont très similaires (Schneider et al., 2002; 
Turunen et al., 2008). 
 L’épissage des introns se déroule en deux étapes de trans-estérification successives. Durant la 
première étape, le 2'OH de l'adénine du point de branchement est activé pour attaquer la liaison 
phosphodiester du site 5' donneur, aboutissant ainsi à la libération de l'exon 5' et à la formation de 
l'intron branché (le lasso ou lariat) contenant une liaison phosphodiester 2'-5'. La seconde étape 
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correspond à l'attaque nucléophile du 3'OH de l'exon 5' au niveau de la liaison phosphodiester du 3' 
accepteur, menant à la ligation des deux exons et à la libération de l'intron en lasso (Figure 13).  
 Deux modèles d’assemblage des splicéosomes sur l’ARN pré-messager ont été décrits. Un 
premier, plus documenté, montre un assemblage séquentiel des différents composants sur l’intron à 
épisser (Figure 13). Ainsi, l’épissage induit par le splicéosome de type U2 débute par l’interaction du 
snRNP U1 avec le site donneur 5’, du facteur SF1 avec le point de branchement et du dimère U2AF 
avec la région riche en pyrimidine (U2AF65) et avec le site accepteur 3’ (U2AF35) pour former le 
complexe E. Le remplacement du facteur SF1 par le snRNP U2 au niveau de l’adénine du point de 
branchement aboutit ensuite à la formation du complexe A, puis au complexe B par adjonction de la 
tri-snRNP U4/U5/U6. Après de multiples réarrangements ARN-ARN et ARN-protéine, l’interaction 
entre les snRNP U4 et U6 est rompue permettant à snRNP U6 de s’apparier avec le site donneur en 
déplaçant la snRNP U1. Après  ces réarrangements provoquant la déstabilisation et la dissociation des 
snRNP U1 et U4 du splicéosome, le complexe catalytique est alors formé des snRNP U2/U5/U6. La 
première réaction de trans-estérification a lieu suite au rapprochement du site accepteur et du site de 
branchement consécutif à l’interaction entre U2 et U6 (complexe C). Le positionnement des exons 
pour la seconde réaction de trans-estérification conduisant à la ligation des exons et l’excision des 
introns (Newman, 1997) est ensuite réalisé par U5. Finalement, le splicéosome se dissocie, relâchant 
les snRNP qui seront recyclées pour un nouveau processus d’épissage. Par ailleurs, la participation des 
protéines SR s’effectue essentiellement lors de la formation des complexes B et C, en favorisant 
l’incorporation du tri-snRNP U4/U5/U6 (Roscigno & Garcia-Blanco, 1995) puis l’appariement entre 
les bases nucléotidiques de U2 et U6 (Tarn & Steitz, 1995). 
 A l’exception de la première étape, l’assemblage du splicéosome de type U12 est similaire à 
celui de type U2. En effet, avant de s’associer au pré-ARNm, les snRNP U11 et U12 forment un 
complexe très stable qui se lie au site accepteur et au site de branchement conduisant directement à la 
formation du complexe A (Frilander & Steitz, 1999; Turunen et al., 2008). Ensuite, les snRNP du 
splicéosome de type U12, qui possèdent de grandes homologies de structure et de fonction avec celles 
du splicéosome de type U2 vont interagir à l’identique de ces dernières (Figure 13) (Schneider et al., 
2002; Shukla & Padgett, 2001). 
 Le second modèle consiste en l’existence d’un splicéosome pré-assemblé, pouvant se fixer 
directement sur le pré-ARNm. En effet, un grand complexe a été retrouvé chez la levure dénommé 
holosplicéosome, composé des cinq snRNP U1, U2, U4, U5 et U6 et d’une soixantaine de protéines 
associées en absence de pré-ARNm (Stevens et al., 2002). Ainsi, les différents complexes 
splicéosomaux intermédiaires E, A, B et C correspondraient à des étapes de stabilisation d’interactions 
plutôt qu’au recrutement séquentiel des facteurs d’épissage (Rino & Carmo-Fonseca, 2009). 
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Figure 14 : Représentation schématique des différents types d’épissage alternatif.
Les exons constitutifs sont représentés en bleu et les exons alternatifs en orange.
Figure 15 : Rôles des protéines SR dans l’épissage. (D’après Long et al., 2009)
(A) Recrutement des facteurs U2AF35 et U1 par la fixation d’une protéine SR sur un site ESE. (B)
Inhibition de l’effet répresseur d’un facteur hnRNP fixé au niveau d’un ESS. (C) Création d’un réseau
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1.2.4.2. L’épissage alternatif 
 
 L’épissage alternatif est un processus naturel permettant la génération de plusieurs ARNm 
matures différents, codant ou non codant pour des isoformes protéiques à partir d’un même pré-
ARNm. Il est considéré comme la source la plus importante de diversité des protéines chez les 
vertébrés (Graveley, 2001) et sa régulation, qui est sous le contrôle de très nombreux facteurs, est 
essentielle à la cellule. 
 Cinq grands types d’épissage alternatifs peuvent être rencontrés (Figure 14). L’épissage du 
type cassette correspond à l’inclusion ou à l’exclusion de l’ARNm, d’un exon alternatif compris entre 
deux exons constitutifs (Figure 14A). En effet, il existe deux types d’exons, les exons dits constitutifs 
qui seront toujours inclus dans l’ARNm et les exons dits alternatifs qui pourront se retrouver épissés 
avec les introns. Dans le cas où deux exons alternatifs exclusifs l’un de l’autre sont compris entre deux 
exons constitutifs, la machinerie d’épissage peut déterminer lequel des deux exons sera épissé 
aboutissant à un épissage dit multi-cassette ou mutuellement exclusif (Figure 14B). L’épissage via des 
sites cryptiques en 5’ ou en 3’ permet la délétion d’une partie d’un exon ou la conservation d’une 
partie de l’intron (Figure 14C et D). Enfin, il peut y avoir absence d’épissage, ce qui provoque la 
rétention de l’intron dans l’ARNm (Figure 14E). Comme l’ensemble de ces schémas d’épissage 
peuvent potentiellement être présents au sein d’un gène donné, de très nombreuses combinaisons 
d’ARNm potentiels peuvent être générées à partir de ce gène unique. 
 
1.2.4.2.1. Les séquences régulatrices 
 En plus des éléments précédemment décrits nécessaires à sa mise en place, la formation du 
splicéosome est sous le contrôle d’éléments cis correspondant à des séquences régulatrices activatrices 
ou inhibitrices. Ces séquences peuvent être localisées aussi bien dans les exons que dans les introns. 
Ainsi quatre catégories d’éléments cis sont retrouvées : les ESE et ESS (Exonic Splicing Enhancer et 
Exonic Splicing Silencer) et les ISE et ISS (Intronic Splicing Enhancer et Intronic Splicing Silencer). 
Ces séquences auxiliaires présentent des caractéristiques communes : elles sont courtes (moins de dix 
nucléotides), variables en terme de séquence, souvent présentes en plusieurs copies et faiblement 
actives individuellement. La plupart d’entre elles sont conservées entre les espèces, cependant elles 
contiennent des motifs dégénérés ce qui les rend difficiles à identifier par les approches de 
bioinformatique (Ladd & Cooper, 2002). 
 Les ESE sont reconnus principalement par les protéines SR qui permettent le recrutement du 
splicéosome (de type U2 ou U12) au niveau de l’intron adjacent (Figure 15) (Hastings & Krainer, 
2001; Long & Caceres, 2009). Une fois fixées sur la séquence ESE, les protéines SR permettraient le 
recrutement et la stabilisation des interactions entre U1 et le site donneur, ou entre U2AF35 et le site 
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A REFAIRE
Figure 16 : Rôles de la protéine hnRNP A1 dans l’épissage.
(A) Blocage de l’accès à un site ESE par agglomération de la hnRNP A1. (B) Inhibition du recrutement de
U2 par hnRNP A1. (C) Création d’une boucle entre deux introns par interaction entre deux hnRNP A1,
permettant l’exclusion d’un exon.
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accepteur et entre le snARN du complexe U2 et le site de branchement (Figure 15A) (Long & Caceres, 
2009). De plus, elles sembleraient pouvoir bloquer l’action d’un facteur inhibiteur de l’interaction 
entre U2AF et le site accepteur (Figure 15B) (Zhu et al., 2001). Par ailleurs, en interagissant avec U1 
et U2AF35, les protéines SR peuvent également former un réseau d’interactions protéine-protéine 
visant à juxtaposer les sites donneurs et accepteurs durant l’assemblage du splicéosome (Figure 15C) 
(Long & Caceres, 2009).  
Les ISE sont beaucoup moins documentés et leur position au sein de l’intron ainsi que leur 
séquence sont relativement variables. Les ISE peuvent activer fortement l’épissage mais avec un 
mécanisme probablement différent de celui des ESE (Black, 2003). Les protéines reconnaissant ces 
motifs sont également peu caractérisées. Certaines semblent appartenir à la famille des protéines SR et 
d’autres seraient des membres de la famille CELF (CUGBP and ETR-Like Factors) (Black, 2003).  
 Les ESS sont généralement reconnus par des membres de la famille des hnRNP, tandis que les 
ISS fixent principalement une protéine interagissant avec la région poly-pyrimidique (Black, 2003). Le 
membre le plus étudié de la famille des hnRNP, hnRNP A1 est capable de réprimer l’épissage selon 
différents mécanismes : a) en se multimérisant le long des exons et en empêchant ainsi l’accès aux 
ESE  (Figure 16A) (Zhu et al., 2001), b) en bloquant le recrutement des snRNP (Figure 16B) (Tange 
et al., 2001), c) en créant une boucle dans un intron pour rapprocher deux exons adjacents et 
provoquer l’inclusion d’un exon à l’intérieur de cette boucle  (Figure 16C) (Martinez-Contreras et al., 
2006). 
 
1.2.4.2.2. L’architecture des exons et des introns 
 L’architecture des exons et des introns influence également la reconnaissance des sites 
d’épissage, la formation du splicéosome et la fréquence de l’épissage alternatif (Hertel, 2008). D’une 
manière générale, la reconnaissance des sites d’épissage est plus efficace si les exons et les introns 
sont petits. Une augmentation de la taille de l’exon induit une augmentation de l’épissage alternatif au 
sein de cet exon. Cependant, il semble que les grands exons seront gardés si les introns les entourant 
sont petits. De plus, un exon quelle que soit sa taille, entouré de grands introns subira généralement un 
épissage alternatif plus important que s’il est entouré de petits introns.  
Devant l’hétérogénéité de taille des introns et des exons, il a été supposé que le splicéosome 
puisse reconnaître les sites d’épissage selon deux mécanismes appelés la définition de l’exon et la 
définition de l’intron (Berget, 1995). On parle de définition de l’intron lorsque les bornes 5’ et 3’ de 
celui-ci sont directement reconnues par la machinerie d’épissage et de définition de l’exon quand se 
sont les bornes de l’exon qui sont reconnues. Des études in-vitro ont montré que l’intron semble être 
défini si sa taille est comprise entre 200 et 250 nucléotides et qu’en dehors de cette taille, ce serait 
plutôt l’exon qui serait reconnu (Fox-Walsh et al., 2005). Dans ce dernier cas, la machinerie 
d’épissage localise une paire de sites d’épissage 5’ et 3’ rapprochée pouvant appartenir à un même 
 52 
exon. Ainsi, quand l’exon est défini, les exons voisins se rapprochent les uns des autres, probablement 
par l’intermédiaire d’interactions entre les facteurs reconnaissant les exons, puis l’épissage se déroule 
classiquement.  
 
1.2.4.2.3. Les structures locales de l’ARNm 
 Les structures secondaires et tertiaires de l’ARNm peuvent également jouer un rôle significatif 
dans l’assemblage du splicéosome (Hertel, 2008). En effet, ces repliements de l’ARNm, impliquant 
jusqu’à plusieurs centaines de nucléotides, peuvent influencer la reconnaissance des sites d’épissage et 
des sites activateurs ou inhibiteurs en les masquant (Hertel, 2008).  
 
1.2.4.2.4. Régulation de l’épissage par l’ARN Pol II 
 Il existe aussi un modèle de régulation de l’épissage impliquant le complexe d’initiation de la 
transcription et l’ARN Pol II (Hertel, 2008). Du fait que l’épissage soit un mécanisme co-
transcriptionnel, ce modèle suggère que les facteurs de l’épissage sont associés à la transcription par 
l’ARN Pol II et qu’ainsi, des différences au niveau de la structure promotrice pourraient induire un 
recrutement de facteurs de l’épissage spécifiques (Hertel, 2008). De plus, l’ARN Pol II fonctionnant 
dans le sens 5’ vers 3’, des exons alternatifs peuvent alors être transcrits avant ou après la synthèse 
d’exons voisins compétiteurs. Ainsi, la vitesse relative de production d’un exon compétiteur peut 
induire des modifications du profil d’épissage (Hicks et al., 2006). 
 
1.2.4.2.5. Les sites d’épissages cryptiques 
 Des séquences consensus correspondant à des sites s’épissage peuvent être retrouvées à 
l’intérieur d’un exon ou d’un intron. Ces sites d’épissage, qui ne sont pas les sites classiques, sont 
appelés des sites d’épissage cryptiques et leur sélection par le splicéosome semble être sous la 
dépendance des séquences régulatrices ESE, ESS, ISE et ISS. L’utilisation d’un site cryptique entraîne 
la production d’un ARNm mature pouvant contenir une partie de l’intron adjacent ou ayant perdu une 
partie de l’exon. Ce changement induit l’apparition de nouvelles isoformes de la protéine si le cadre de 
lecture est maintenu ouvert ou d’un ARNm non fonctionnel suite à l’apparition d’un codon d’arrêt de 
traduction prématuré. A titre d’exemple, des profils spécifiques d’utilisation des sites cryptiques ont 
été observés in vivo durant la différentiation des érythrocytes (Haj Khelil et al., 2008).  
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1.2.4.3. Devenir des ARNm épissés reconnus par la voie du nonsense mediated 
decay (NMD) 
 Environ 80% des événements d’épissage alternatifs changeraient la nature de la protéine, mais 
seulement 20% conduiraient à la production de protéines tronquées suite à un changement du cadre de 
lecture et à l’apparition d’un codon stop prématuré (Modrek & Lee, 2002). Ainsi, dans la plupart des 
cas, ces ARNm tronqués sont pris en charge par le mécanisme de NMD (Nonsense Mediated mRNA 
Decay). D’une manière générale, ce mécanisme prend en charge les ARNm possédant des aberrations 
dans la position du codon stop (Baker & Parker, 2004). Dans la majorité des cellules de mammifères, 
le NMD est déclenché si un codon stop est suivi d’une jonction exon-exon située à plus de 50-55 
nucléotides en aval (Nagy & Maquat, 1998). 
 
2. Régulation de l’expression génique par les microARN 
2.1. Généralités 
 
 Les microARN (miARN) sont une classe de petits ARN non codant simple brin d’environ 22 
nucléotides, jouant un rôle clef dans la régulation de l’expression génique au niveau post-
transcriptionnel par un mécanisme d’ARN interférence. Les miARN ont été découverts chez le 
nématode Caenorhabditis elegans en 1993 (Lee et al., 1993), mais ce n’est qu’en 1998 que fut 
identifié le phénomène d’ARN interférence (Fire et al., 1998; Tabara et al., 1998; Timmons & Fire, 
1998) ; puis durant ces dix dernières années, de nombreux miARN ont été identifiés dans les mondes 
animal, végétal et viral où ils ont été reconnus comme des éléments régulateurs essentiels de 
nombreuses fonctions cellulaires incluant la différenciation, le développement, la prolifération ou 
encore l’apoptose. 
 Le mécanisme d’interférence entraîne la diminution de l’expression d’un gène par un petit 
ARN interférant (ARNi) possédant une séquence entièrement ou partiellement complémentaire de 
l’ARNm de ce gène. Ces ARNi dont font partie les miARN peuvent agir à plusieurs niveaux sur 
l’ARNm : soit en bloquant sa traduction ou en accélérant sa dégradation par déadénylation lors d’une 
complémentarité imparfaite, soit en le clivant au niveau de l’interaction miARN/ARNm lors d’une 
complémentarité parfaite. Cependant, certains cas d’activation de la transcription (Place et al., 2008) 
ou de la traduction (Henke et al., 2008; Orom et al., 2008; Vasudevan et al., 2007; 2008) par les 
miARN ont également été recensés montrant l’étendue du pouvoir d’action de ces petits ARN. 
 Chez l’homme, plus de 800 miARN ont été identifiés et plus de 60% des gènes codant des 
protéines chez les mammifères semblent être régulés par les miARN (Fabian et al., 2010). Ils sont 











Figure 17 : Représentation schématique de différentes boucles de régulation entre les microARN et les
facteurs de transcription (d’après Krol et al 2010).
(A) Représentation d’une boucle d’autorégulation positive retrouvée entre les miR-133b, miR-27a, miR-
15a et respectivement PITX3, RUNX1, MYB (B) Représentation d’une boucle d’autorégulation négative
identifiée entre les miARN let-7, miR-7, miR-200 et respectivement HBL-1 YAN, ZEB1. (C)
Représentation d’une double boucle de régulation négative retrouvée chez Caenorhabditis elegans, entre
les miARN miR-273 et lys-6 et des facteurs COG-1 et DIE-1. (D) Interactions entre c-Myc, les facteurs
E2F et le cluster de miARN 17-92 (Xiang et al., 2010). Les flèches bidirectionnelles représentent une
induction mutuelle de la transcription, et les flèches à tête plates font référence à une inhibition
transcriptionnelle ou à une répression induite par le cluster 17-92.
D.
Réseau d’interactions 
entre Myc, le cluster miR-
17-92 et les facteurs E2F
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 (AGO) qui jouent un rôle primordial dans le phénomène d’ARN interférence ont également été 
identifiées chez les bactéries et les archaebactéries (Carthew & Sontheimer, 2009).  
 
2.2. Biogenèse des microARN 
2.2.1. Transcription des microARN 
 
 Les gènes permettant l’expression des miARN sont principalement transcrits par l’ARN 
polymérase II (Lee et al., 2004). Chez les vertébrés, la moitié des miARN sont transcrits sous forme 
intronique au sein de gènes codant des protéines (Davis & Hata, 2009), et parmi ces miARN 
introniques, environ 35% possèdent leurs propres promoteurs (Monteys et al., 2010). Bien que 
minoritaire, la transcription des miARN par l’ARN polymérase III a également été mise en évidence 
notamment chez l’homme (Borchert et al., 2006) ou certains virus (Pfeffer et al., 2005; Reese et al., 
2010). 
 Les transcrits primaires de miARN (pri-miARN) possédant leurs propres promoteurs 
présentent des séquences régulatrices très similaires à celles codant des protéines (Corcoran et al., 
2009). Ils utilisent la même machinerie transcriptionnelle, possèdent les mêmes caractéristiques et sont 
régulés par les mêmes facteurs de transcription que l’ensemble des ARNm. De plus, à l’instar des 
ARNm, les pri-miARN sont cappés, polyadénylés et fréquemment épissés ; cependant ils se 
différencient par la présence d’un ou plusieurs précurseurs de miARN (pré-miARN) caractérisés par la 
présence de structures tige-boucle d’une longueur d’environ 70 nucléotides dans laquelle sont 
généralement retrouvés deux miARN matures. 
 Il est intéressant de noter que les miARN participent régulièrement aux boucles 
d’autorégulation (feedback loop) positives ou négatives avec de nombreux facteurs de transcription 
(Figure 17) régulant leur biogenèse ou celle de leurs cibles (Krol et al., 2010). Dans l’exemple du 
cluster miR-17-92 (Figure 17D), les miARN de ce cluster rentrent dans une boucle de régulation 
induite par c-Myc dans laquelle ce dernier active la transcription des facteurs de la famille E2F, tout en 
contrôlant leur traduction via les miARN du cluster-17-92. La régulation fine de ces facteurs conduit 
ainsi à l’inhibition du rôle proapoptotique des E2F et à la progression du cycle cellulaire (O'Donnell et 
al., 2005; Xiang & Wu, 2010). 
  
2.2.2. Maturation des microARN 
 
 L’obtention d’un miARN mature à partir du pri-miARN se fait en plusieurs étapes (Figure 18), 
mettant en jeu deux endoribonucléases III, une nucléaire Drosha et une cytoplasmique Dicer, ainsi 
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Figure 18 : Biogenèse des microARN.
Le gène codant le pri-miARN est transcrit par l’ARN polymérase II (1). Le complexe Drosha clive ce pri-
miARN pour libérer un second précurseur, le pré-miARN (2) qui est exporté du noyau au cytoplasme via
l’exportine 5 (3). Le complexe Dicer/TRBP/AGO clive la structure tige boucle de ce précurseur pour libérer un
duplex de microARN (4). Un seul brin du duplex d’ARN est incorporé dans le complexe miRISC (5). Une fois
chargé de ce brin, le complexe miRISC induit l’effet de répression post-transcriptionnelle soit par clivage des









qu’une protéine essentielle au transport cytoplasmique, l’Exportine-5. Ce n’est qu’après son 
incorporation au sein du complexe miRISC (microRNA-Induced Silencing Complex) que le miARN 
mature possèdera son pouvoir interférant.   
 
2.2.2.1. Maturation du pri-microARN 
 La structure tige boucle du pri-miARN est primordiale pour l’entrée dans les différents 
processus de maturation des miARN. Cette structure, qu’elle soit isolée ou en cluster, issue d’un 
promoteur indépendant ou d’un intron (Morlando et al., 2008), est reconnue et clivée co-
transcriptionnellement par le même complexe ribonucléoprotéique, le microprocesseur. 
 Le microprocesseur correspond en l’association de DGCR8 (DiGeorge Syndrome Critical 
Region gene 8) et de Drosha (Figure 18), qui sont toutes deux nécessaires et suffisantes à la maturation 
des pri-miARN en pré-miARN (Gregory et al., 2004). Le cofacteur DGCR8 permet la reconnaissance, 
la fixation et la bonne conformation du pri-miRNA (Yeom et al., 2006). Cependant, d’autres protéines 
s’ajoutent à Drosha et DGCR8 afin de moduler la maturation des pri-miARN, telles que les hélicases 
p68 (Dead box RNA helicase DDX5) et p72 (DDX17) ainsi que les facteurs nucléaires NF90 et NF45 
(Gregory et al., 2004; Slezak-Prochazka et al., 2010). Plus précisément, les facteurs NF90/NF45 
semblent agir négativement sur cette maturation (Sakamoto et al., 2009) tandis que les hélicases 
DDX5 et DDX17 semblent augmenter la maturation des pri-miARN en pré-miARN par Drosha 
(Fukuda et al., 2007). De plus, des études ont montré que des interactions entre ces hélicases et 
d’autres protéines influencent également la maturation de différents pré-miARN. Par exemple, des 
études ont montré une augmentation de la maturation du pri-miR-21 par l’interaction entre certaines 
protéines SMAD et DDX5 (Davis et al., 2008), ou encore une diminution de la maturation des miR-
16, mir-125a, miR-143, miR-145 et miR-195 par l’interaction entre l’ERα (Estrogen Receptor α) et 
DDX5/DDX17 (Yamagata et al., 2009).  
 Il est intéressant de noter que certains miARN, appelés mirtrons sont maturés sans être clivés 
par le complexe Drosha/DGCR8, mais sont directement excisés par le splicéosome (Okamura et al., 
2007). En effet, les extrémités de la structure tige boucle du pré-miARN correspondent précisément 
aux bornes d’épissage de l’intron.  
 Le produit de cette maturation (le pré-miARN) est un ARN double-brin en structure tige-
boucle d’environ 70 nucléotides possédant une extrémité 3’ saillante de 2 nucléotides, caractéristique 
de la digestion catalysée par les ribonucléases de type III. De plus, les activités exonucléases 5’à3’ et 
3’à5’ induites par les clivages de l’endoribonucléase III Drosha dans un intron permet la dégradation 
de ce dernier avant même son excision, ce qui suggère que la dégradation nucléolytique induite par 
Drosha sur le pré-ARNm influence l’épissage ainsi que la maturation de nombreux ARNm (Morlando 
et al., 2008). 
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2.2.2.2. Exportation cytoplasmique du pré-microARN 
 Suite à sa première maturation par Drosha, le pré-miARN qui est encore présent dans le 
noyau, est pris en charge par une protéine d’export nucléaire l’Exportine-5 (Figure 18) (Bohnsack et 
al., 2004; Lund et al., 2004). Cette dernière permet l’export du pré-miARN dans le cytoplasme de 
manière RanGTP-dépendante via les nucléopores (Bohnsack et al., 2004; Lund et al., 2004), mais 
aussi sa protection contre des digestions induites par des nucléases (Zeng & Cullen, 2004). La 
longueur de la séquence double brin et la présence de l’extrémité 3’ saillante de 2 nucléotides sont des 
facteurs importants pour la reconnaissance et la prise en charge du pré-miARN par l’Exportine-5, 
contrairement à la séquence et à la structure de la boucle qui ne semblent pas impliquées dans le 
mécanisme d’export (Lund et al., 2004; Zeng & Cullen, 2004). 
 
2.2.2.3. Maturation cytoplasmique du pré-microARN 
 Une fois dans le cytoplasme, le pré-miARN est pris en charge par la seconde endoribonucléase 
III Dicer, au sein du complexe RLC (RISC-Loading Complex). Ce complexe contient une des quatre 
protéines AGO1-4 ainsi que les cofacteurs de Dicer, TRBP (Transactivation region (Tar) RNA 
Binding Protein) et PACT (Protein Activator of PKR) qui ne sont pas impliqués dans le clivage du 
pré-miARN mais qui facilitent l'assemblage du complexe RLC (Haase et al., 2005; Lee et al., 2006; 
Paroo et al., 2009). En effet, la phosphorylation de TRBP par la MAPK/Erk (Mitogen-Activated 
Protein Kinase/Extracellular Regulated Kinase) observée durant la survie et la croissance cellulaires 
semble stabiliser le complexe et ainsi faciliter la maturation des miARN, montrant de ce fait 
l'importance de cette nouvelle voie de régulation dans la biogenèse des miARN (Paroo et al., 2009). 
 La seconde maturation consiste au clivage par Dicer de l'extrémité possédant la structure 
boucle du pré-miARN, ce qui conduit à la production d’un ARN double brin d'environ 22 nucléotides 
correspondant au duplex miR-5P/miR-3P (Figure 18). 
 Par ailleurs, certains miARN, comme par exemple le miR-451 (Cheloufi et al., 2010; 
Cifuentes et al., 2010), peuvent être maturés sans être clivés par Dicer. En effet, la protéine AGO2, de 
par son activité endonucléasique, peut également entraîner le clivage du brin passager, ce qui semble 
faciliter la formation du complexe miRISC et la dissociation du duplex (Diederichs & Haber, 2007).  
 
2.2.2.4. Sélection  du brin mature du microARN 
 Durant ce processus, un des deux brins (brin guide) du duplex miR-5P/miR-3P est 
préférentiellement incorporé au sein du complexe miRISC, tandis que le second brin (brin passager ou 
miR*) est relâché puis dégradé (Sarnow et al., 2006). Ainsi, la plupart des pré-miARN produisent un 
miARN mature dominant issu du brin guide, mais le brin passager peut également être incorporé dans 
le miRISC et agir tel un miARN fonctionnel. 
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 La localisation du clivage par Drosha et Dicer détermine les bornes nucléotidiques 5’ et 3’ 
terminales des miARN. Aussi, il faut noter que de nombreuses isoformes de miARN avec des 
extrémités variables ont été identifiées du fait d’une maturation non uniforme. Ces variations peuvent 
avoir des conséquences importantes, notamment pour la borne 5’, si elles induisent un décalage de la 
région « seed » essentielle à la fonctionnalité du miARN, entraînant une modification potentielle d’une 
part, des cibles, et d’autre part, de la sélection du brin guide. Généralement, le brin possédant 
l’extrémité 5’ la moins stable au sein du duplex miR-5P/miR-3P est retenu. Cependant, il a également 
été décrit que l’interaction du nucléotide 5’ terminal du miARN avec la protéine AGO2 peut aussi 
affecter directement l’efficacité de l’incorporation du miARN indépendamment de la stabilité des deux 
brins (Frank et al., 2010). Ainsi, les propriétés intrinsèques du pré-miARN ou du duplex de miARN, 
mais aussi l’activité de différentes protéines accessoires peuvent induire des variations dans le ratio de 
miR-5P / miR-3P en fonction des tissus ou du stade de développement (Krol et al., 2010).  
2.2.2.5. Formation et régulation du complexe miRISC 
 Le complexe miRISC est un complexe ribonucléoprotéique (miRNP) contenant le miARN 
mature simple brin, une des quatre protéines Argonautes (AGO1-4) et le facteur GW182. Cependant, 
la présence ou non des autres facteurs du RLC, notamment Dicer et TRBP n’est pas clairement définie 
(Kawamata & Tomari, 2010). En effet, contrairement à Dcr-2 et R2D2 (Kawamata & Tomari, 2010) 
homologues de Dicer et TRBP chez la drosophile, la protéine Dicer humaine ne semble pas nécessaire 
à la prise en charge d’un siARN ni à l’action de celui ci. De plus, une fois liée à un miARN mature, la 
protéine AGO semble se dissocier du reste du complexe (MacRae et al., 2008).  
 Chez les mammifères, la répression de la synthèse protéique induite par les miARN ou les 
siARN via le complexe RISC dépend de la présence des protéines AGO1-4 et de la protéine GW182. 
Les protéines AGO sont caractérisées par la présence de trois domaines. Le domaine PAZ (Piwi-
Argonaute-Zwille) qui forme un module spécifique de liaison à l’extrémité 3’ saillante du miARN, le 
domaine MID (middle) contenant une poche d’aa fortement basiques qui se lie au phosphate situé en 
5’ des petits ARN et permet ainsi l’ancrage de ce dernier, et le domaine PIWI qui forme une structure 
similaire à la RNAse H (Peters & Meister, 2007). Cependant, seule AGO2 possède un domaine PIWI 
réellement actif pouvant assurer le clivage de l’ARNm (Peters & Meister, 2007). Chez les vertébrés, 
trois gènes de la famille de GW182 ont été identifiés, GW182 ou TNRC6A (Trinucleotide repeat-
containing protéines 6A), TNRC6B et TNRC6C. Les protéines correspondantes ont été récemment 
identifiées comme des facteurs indispensables au phénomène d’ARN interférence. Les protéines 
« GW182 » interagissent avec les protéines Argonaute uniquement après toutes les étapes de 
maturation et de prise en charge du miARN (Eulalio et al., 2009). La fonction précise de ces protéines 
n’est pas très documentée, mais des études récentes ont montré qu’elles interagissent avec les PAIP 
(Poly(A) Binding Protein (PABP)-Interacting Proteins) permettant l’inhibition traductionnelle 
(Tritschler et al., 2010). 
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 La régulation des protéines AGO apparaît très importante au sein de la cellule. En effet, la 
surexpression de chacune des protéines AGO entraîne une augmentation du nombre de miARN 
matures au sein de cellules HEK293, suggérant que le taux d’AGO intracellulaire est un facteur 
limitant pour la formation du complexe RISC (Krol et al., 2010). De plus, indépendamment de leur 
habilité intrinsèque à être intégrées au sein du miRISC, la variation de la concentration des protéines 
AGO entraîne une modification quantitative mais également qualitative des miARN associés au 
miRISC (Krol et al., 2010). Différents mécanismes impliqués dans la régulation de la protéine AGO2 
ont été identifiés comme par exemple, la protéine TRIM71 (tripartite motif-containing 71), qui induit 
une polyubiquitinylation d’AGO2 aboutissant à sa dégradation au sein du protéasome (Rybak et al., 
2009), les protéines HSP90 (Heat Shock Protein 90) et C-P4H(I) (type I collagen prolyl-4-
hydroxylase) qui stabilisent AGO2 (Johnston et al., 2010; Qi et al., 2008) avec une action 
supplémentaire pour C-P4H(I) qui semble augmenter la localisation d’AGO2 au niveau des P-bodies 
(Processing Bodies), lieu de dégradation des ARNm. 
2.3. Interaction microARN/ARNm 
  
 Deux modes d’action principaux sont imputés aux miARN : le clivage de l’ARNm cible ou le 
blocage de la traduction de cet ARNm cible. Cette dualité de mode d’action semble être fortement liée 
à la qualité de l’appariement du duplex miARN/ARNm. Une complémentarité parfaite entre le 
miARN et l’ARNm conduirait au clivage de ce dernier entre les nucléotides 10 et 11 du miARN, de 
manière comparable à un mécanisme de siARN, tandis qu'une complémentarité imparfaite conduirait 
au blocage de la traduction de cet ARNm et à une accélération de sa dégradation par déadénylation 
exonucléolytique. 
Chez les métazoaires, bien que de rares cas de clivage de l’ARNm  aient été observés comme 
par exemple pour le miR-196 chez les mammifères (Yekta et al., 2004), la majorité des sites 
d’interaction étudiés correspondent à des complémentarités imparfaites entre les deux ARN, et plus 
précisément, entre la région « seed » du miARN et la 3’UTR de l’ARNm. A l’inverse, chez les 
plantes, bien que le processus d’inhibition de la traduction soit également présent, la plupart des 
interactions correspondent à des complémentarités souvent parfaites aboutissant au clivage de 
l’ARNm (Brodersen et al., 2008; Voinnet, 2009).  
 La régulation par les miARN dépend de nombreux facteurs, dont principalement la 
complémentarité du miARN pour le site cible mais également l’environnement de la cible, les 
interactions avec des protéines de liaison à l’ARN, ou encore la position de la cible au sein de 
l’ARNm. 
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Figure 19 : Représentation des trois types d’interaction fonctionnelle entre un microARN et sa cible (d’après
Brennecke et al., 2005).
(A) Exemple du ciblage 5’dominant canonique avec une complémentarité de l’intégralité de la séquence
« seed » et des complémentarités en 3’ du miARN. (B) Exemple du ciblage 5’dominant présentant une
complémentarité de la totalité de la séquence seed, mais pas de complémentarités en 3’ du miARN. (C)
Exemple d’un ciblage 3’compensatoire, qui ne présente pas de complémentarité parfaite de la séquence
« seed » mais un fort appariement en 3’ permettant de compenser le mésappariement de la « seed ».
5’ dominant 
(seed)




miR-2 sur 3’UTR de grim chez 
D.melanogaster
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2.3.1. Reconnaissance de l’ARNm par le microARN 
 
 L’étude des appariements entre le miARN et sa cible par l’analyse des interactions endogènes 
ainsi que par des expériences de mutagenèse ont permis de mettre en lumière l’importance de chaque 
nucléotide du miARN dans le processus de reconnaissance de l’ARNm cible. Le premier nucléotide 
du miARN, qui est souvent une uridine, est impliqué dans la liaison aux protéines Argonaute et ne 
semble pas interagir directement avec l’ARNm cible durant le processus de reconnaissance (Ma et al., 
2005; Parker et al., 2005). De plus, il a été montré que la séquence « seed » correspondant aux 
nucléotides 2 à 8 du miARN était essentielle dans ce processus de reconnaissance. En effet, des études 
suggèrent l’existence d’une étape préliminaire dite de nucléation, favorisant la liaison ultérieure du 
miARN sur sa cible (Ma et al., 2005; Parker et al., 2005; Wang et al., 2008b). Ce modèle propose une 
structuration spatiale des 7 nucléotides de la « seed » par le complexe RISC afin de ressembler à une 
demi-hélice de type A qui permettrait d’augmenter l’affinité et la spécificité pour l’ARNm ciblé 
(Bartel, 2009; Wang et al., 2008b). Par ailleurs, Brennecke et ses collaborateurs (Brennecke et al., 
2005) avaient défini deux principales catégories d’interactions miARN/ARNm (Figure 19). La 
première, correspondant à un appariement principal en 5’ du miARN dit « 5’ dominant », où la région 
« seed » est l’élément principal de reconnaissance (Figure 19A et B). La seconde catégorie dite « 3’ 
compensatoire » regroupe les interactions ne présentant pas de complémentarité parfaite dans la région 
« seed » mais possédant un fort appariement en 3’ du miARN permettant de compenser le 
mésappariement en 5’ (Figure 19C). De plus, entre ces 2 catégories d’interaction extrêmes de 
nombreuses interactions miARN/ARNm présentent des appariements supplémentaires en 3’ du 
miARN en plus d’une complémentarité parfaite de la « seed ». Bien que ces trois types d’interactions 
soient fonctionnels, il semble que les interactions par sites 5’ dominant soient observées 
majoritairement. 
Récemment, le modèle a été précisé afin d’intégrer les observations précédentes (Bartel, 
2009). Ainsi, lors d’une complémentarité imparfaite entre le miARN et sa cible des appariements 
additionnels de la région du miARN située en 3’ de la « seed » peuvent s’effectuer après la nucléation, 
notamment au niveau des nucléotides 13 à 16 du miARN, permettant l’incorporation de l’ARNm en 
un petit segment en hélice sans perturbation majeure de la structure de la protéine AGO ou du miARN 
(Figure 20B et 20E). Il est intéressant de noter que dans ce mode de reconnaissance, le miARN et 
l’ARNm ne s’enroulent pas totalement entre eux contrairement à la situation présumée lors d’une 
complémentarité parfaite (Figure 20C et 20D). Lors de complémentarités parfaites, les auteurs 
proposent que la propagation de la nucléation au sein de la région centrale conduise à un 
réarrangement conformationnel de la région 3’ du miARN qui entraînerait la perte partielle de la 
liaison à AGO,  rendant  possible l’enroulement du miARN et de l’ARNm (Figure 20). Par la suite, la 
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Figure 20 : Modèle des interactions des différentes régions d’un miARN avec sa cible (Bartel et al., 2009).
(A) Le miARN, représenté en rouge, est lié à la protéine Argonaute et sa séquence seed (nucléotides 2-8) est
organisée structurellement pour favoriser l’interaction avec l’ARNm, représenté en bleu. (B) Reconnaissance
de 8 nucléotides de l’ARNm par la poche de liaison préformée par la région seed. Le premier nucléotide de
la cible semble être pris en charge par AGO ou une autre protéine du complexe RISC. (C) Réarrangement
conformationnel supposé de la partie 3’ du miARN, retrouvé lors des rares cas de complémentarité parfaite
du miARN endogène avec l’ARNm ou dans le cas des siARN. Suite à la propagation de la nucléation au sein
de la région centrale, la protéine AGO perd sa liaison à la région 3’ du miARN, permettant ainsi
l’enroulement du miARN et de l’ARNm. (D) La protéine AGO se referme sur le duplex ce qui place le site
actif en position pour le clivage de l’ARNm. (E) Dans les cas d’appariement additionnels en 3’ du miARN,
l’ARNm peut se lier aux nucléotides 13 à 16 du miARN, s’incorporant en un petit segment en hélice mais
sans perturbation majeure de la protéine AGO ou du miARN.
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protéine AGO se refermerait sur le duplex, afin de positionner le site actif pour le clivage de l’ARNm. 
Par ailleurs, il est intéressant de noter que la séquence « seed » ainsi que les cibles complémentaires de 
cette séquence « seed » sont très conservées entre les différents organismes. 
  
2.3.2. Impact de la position du site cible 
 
 Il a longtemps été admis que les miARN n’agissaient que sur la région 3’UTR des ARNm, et 
ce n’est que plus récemment que des cibles situées dans la séquence codante ou dans la région 5’ UTR 
de l’ARNm ont été validées. De ce fait, chez les métazoaires, la majorité des sites étudiés sont 
localisés dans la 3’UTR des ARNm, et l’importance de la fixation des miARN dans les 5’ UTR et les 
séquences codantes reste peu caractérisée. Une étude récente a montré par un système basé sur la 
reconnaissance de séquences conservées relatives aux séquences « seed » des miARN, la présence 
d’un grand nombre de sites « cible » potentiels au niveau des ORF dans les génomes de la drosophile 
et de l’homme (Schnall-Levin et al., 2010). Chez la drosophile, le nombre de sites conservés semble 
égal entre les régions 3’UTR et les ORF mais est significativement plus faible au sein des régions 
5’UTR. Par contre, chez l’homme, ces sites semblent plus présents au sein des régions 3’UTR qu’au 
sein des ORF et plus rares dans les 5’UTR (Schnall-Levin et al., 2010). 
 Au sein même de la région 3’UTR, des préférences de localisation ont été observées. En effet, 
il semblerait qu’au sein de longues régions 3’UTR, des sites situés aux extrémités de l’ARNm, 
seraient plus propices à une inhibition par le miARN (Grimson et al., 2007). De plus, un effet 
synergique entre plusieurs sites relativement proches au sein des régions 3’UTR a aussi été mis en 
évidence (Grimson et al., 2007).  
 
2.3.3. Influence de la structure de l’ARNm 
 
 Le contexte nucléotidique dans lequel se situe le site de liaison est aussi crucial sur l’effet de la 
répression (Kertesz et al., 2007). En effet, en prenant en compte l’accessibilité du miARN pour sa 
cible mais également l’accessibilité du complexe miRISC au niveau de ces sites, des miARN peuvent 
perdre leur affinité pour une cible, si cette dernière présente un contexte défavorable, résultant en une 
perte de leur pouvoir inhibiteur. Bien que la corrélation ne soit pas établie, il est intéressant de noter 
que les 30 nucléotides situés en amont et en aval des cibles fonctionnelles sont significativement plus 
riches en AU que les sites non fonctionnels (Grimson et al., 2007), laissant supposer que des structures 
plus stables induites par de plus forts taux en guanine et cytosine empêcheraient la reconnaissance de 
la cible.  
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A. Inhibition de l’élongation 
de la traduction 
B. Dégradation  co-traductionnelle 
d’une protéine 
C. Compétition avec la 
structure de la coiffe
D. Inhibition de la liaison des 
sous unités des ribosomes
E. Inhibition de la circularisation
de l’ARNm par déadénylation
F. Déadénylation et 
destruction de la coiffe
Figure 21 : Représentation des différents mécanismes d’inhibition de la traduction par les microARN
(Eulalio et al., 2008).
Le complexe miRISC est représenté sous la forme d’un complexe minimal incluant une protéine
Argonaute (AGO ; en jaune) et le facteur GW182 (en vert). L’ARNm est représenté sous une
configuration de boucle fermée suite aux interactions entre la PABPC1 (cytoplasmic polyA binding
protein) située au niveau de la queue polyA et le facteur eIF4E (eucaryotic translation initiation factor
4E) situé au niveau de la coiffe. (A) Le miARN, représenté en rouge, réprime la traduction de l’ARNm
cible par blocage de l’élongation de la traduction ou par dissociation précoce des ribosomes (ribosome
drop-off). (B) Dégradation co-traductionnelle de la chaine polypeptidique naissante. (C) Compétition
pour la liaison avec la structure de la coiffe entre la protéine Argonaute et le facteur eIF4E. (D)
Recrutement du facteur eIF6 prévenant la liaison entre la grande sous unité et la petite sous unité du
ribosome. (E) La protéine Argonaute empêche la formation de la boucle de l’ARNm par un mécanisme
mal caractérisé mais incluant la déadénylation. (F) Le miARN déclenche la déadénylation et une
dégradation significative de la coiffe de l’ARNm ciblé.
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2.3.4. Influence des protéines de liaison à l’ARN 
 
 La présence de protéines de liaison à l’ARN à proximité de la cible d’un miARN peut induire 
soit une coopération avec le complexe miRISC pour l’inhibition de la traduction, soit une compétition 
pour l’accessibilité au site de liaison. Chez C.elegans, la protéine Puf-9 (PUF (Pumilio/FBF) domain-
containing 9) se fixerait à proximité de cibles du miARN let-7 au sein de la région 3’ UTR de Lin-41 
et de hbl-1 et elle serait indispensable à l’inhibition induite par let-7 (Nolde et al., 2007). Par ailleurs, 
il a été montré que dans certaines conditions de stress, l’inhibition de la traduction de l’ARNm du gène 
CAT-1 (Cationic amino Acid Transporter 1) par miR-122 pouvait être supprimée par la liaison de la 
protéine HuR à l’ARNm correspondant (Bhattacharyya et al., 2006). De même, la protéine Dnd-1 
(Dead end 1), inhibe l’action du miR-372 et du miR-221 sur leur cible respective LATS2 et p27 dans 
des cellules tumorales humaines, ainsi que l’action du miR-430 sur les régions 3’UTR de nanos1 et 
TDRD7 au sein de cellules germinales de poisson zèbre (Kedde et al., 2007). Ces 2 protéines 
inhibitrices de l’action des miARN semblent se fixer sur des séquences spécifiques riches en U pour 
Dnd-1 (Kedde et al., 2007) ou en résidus AU pour HuR (Bhattacharyya et al., 2006), situées à 
proximité des cibles. Ainsi, bien que le nombre d’exemples d’implication des protéines de liaison à 
l’ARN dans la régulation de l’ARN interférence reste encore limité, ceci suggère qu’il pourrait 
correspondre à un mécanisme de régulation de l’inhibition relativement généralisé au sein des miARN.   
 
2.4. Mécanismes régulés par les microARN 
 
 Du fait que la majorité des cibles identifiées à ce jour soient présentes au sein des régions 
3’UTR des ARNm, l’action précise des miARN dans leur complexe miRISC a été principalement 
caractérisée au sein de cette région, tandis que leur action lors de sa fixation dans les régions codantes 
ou dans les régions 5’UTR est encore mal connue. Au sein de la région 3’UTR, les miARN peuvent 
agir par différents mécanismes distincts lors de l’initiation de la traduction ou au cours de la traduction 
(Figure 21) (Eulalio et al., 2008; Fabian et al., 2010). Cependant, ces mécanismes d’actions restent 
encore controversés. De plus, chez les métazoaires, les miARN semblent induire une dégradation 
significative des ARNm malgré une complémentarité imparfaite entre les deux ARN, par séquestration 




2.4.1. Mécanismes d’inhibition de l’initiation de la traduction 
 
 Différents modes d’action des miARN conduisant au blocage de l’initiation de la traduction 
ont été recensés. Tout d’abord, le complexe peut entrer en compétition avec la coiffe de l’ARNm 
puisqu’une diminution ou un arrêt de l’inhibition induite par certains miARN sur des ARNm 
possédant une coiffe non fonctionnelle (ApppG) ou pilotés par une séquence IRES ont été mis en 
évidence (Humphreys et al., 2005; Pillai et al., 2005). Dans ce cas, le complexe miRISC pourrait 
inhiber la formation de la structure en boucle entre la coiffe et la queue polyA de l’ARNm réalisée par 
le complexe eIF4F. Il semblerait que la protéine AGO puisse interagir avec le facteur eIF4E du 
complexe eIF4F en empêchant sa liaison avec la coiffe (figure 21C) ou en interagissant avec la queue 
polyA. Dans ce dernier cas, le complexe miRISC pourrait interagir directement avec la PABP (polyA 
binding protein) empêchant sa liaison à eIF4G, ou alors recruter via GW182 des 3’-5’ 
exoribonucléases, telles que le complexe CCR4/NOT1 (Carbon Catabolite Repression 4 / Negative On 
TATA less 1) qui comprend les déadénylases CCR4/CNOT6 et CAF1/CNOT7, responsables de la 
déadénylation de l’ARNm (Figure 21E).  
 Par ailleurs, lors d’essais in vitro (Wang et al., 2008a), il a été montré que les miARN 
pouvaient également bloquer l’initiation de la traduction en empêchant la liaison entre la petite sous-
unité ribosomale 40S et la grande sous-unité 60S (Figure 21D). Suite à la co-immunoprécipitation du 
facteur eIF6 avec AGO2/Dicer/TRBP, il a été proposé que le complexe miRISC puisse recruter ce 
facteur inhibiteur de la jonction des sous-unités des ribosomes (Chendrimada et al., 2007). 
 
2.4.2. Mécanismes d’inhibition post-initiation de la traduction 
 
 Différentes études ont mis en évidence une inhibition de la traduction après son initiation par 
identification de miARN et de certains composants du complexe miRISC au sein de polysomes 
(Maroney et al., 2006; Nottrott et al., 2006). De même, par observation de répression de la traduction 
sur des protéines pilotées par des IRES, Petersen et ses collaborateurs (Petersen et al., 2006) ont 
montré grâce à un gène rapporteur synthétique comprenant six cibles de miARN partiellement 
complémentaires d’un siARN que ce dernier induisait une dissociation prématurée des ribosomes 
(ribosome drop-off) aboutissant à des polypeptides se terminant prématurément (Figure 21A). Par 
ailleurs, suite à la traduction effective d’ARNm ciblés par des miARN sans que la protéine 
correspondante ne puisse être détectée (Nottrott et al., 2006), les auteurs ont proposé un mécanisme de 
dégradation co-traductionnelle de la chaîne polypeptidique naissante par une protéase encore inconnue 
(Figure 21B), indépendamment du protéasome (Nottrott et al., 2006). 
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2.4.3. Dégradation de l’ARNm 
 
 En plus de l’effet sur l’inhibition de la traduction, les miARN induisent aussi une 
séquestration au sein de compartiments cytoplasmiques appelés P-bodies (ou GW-bodies), 
correspondant au lieu de dégradation des ARNm (Eulalio et al., 2007). En effet, de nombreux miARN, 
des protéines AGO et des ARNm ciblés par ces miARN ont été identifiés dans ces compartiments 
cytoplasmiques qui contiennent de fortes concentrations de protéines GW182, de déadénylases et de 
protéines permettant la dégradation de la coiffe telles que DCP1 et DCP2 (Figure 21F) (Behm-
Ansmant et al., 2006; Rehwinkel et al., 2005). 
 
2.4.4. Activation de la traduction 
 
 Le rôle des miARN ne semble pas se limiter à l’inhibition de l’expression génique et quelques 
cas favorisant l’expression d’un gène ont été identifiés. En effet, les miARN semblent pouvoir activer 
la transcription d’un gène en se fixant dans sa région promotrice (Place et al., 2008). Par ailleurs, 
plusieurs cas d’augmentation de la traduction d’un gène ont également été répertoriés notamment avec 
la fixation du miR-10a dans la région 5’UTR de  protéines ribosomales (Orom et al., 2008), et celle du 
miR-122 près de l’IRES du virus de l’hépatite C (Henke et al., 2008). De même, les miR let-7 
semblent activer la traduction de certains ARNm dans des cellules quiescentes en absence de sérum 
(Vasudevan et al., 2007; 2008). 
 
2.5. MicroARN et virus 
  
2.5.1. Les virus encodant des microARN 
 
 Les miARN viraux ont été identifiés pour la première fois en 2004 chez le gammaherpesvirus 
HHV-4 (Pfeffer et al., 2004). A l’heure actuelle, des miARN ont été mis en évidence chez des virus 
appartenant à cinq familles différentes : les Polyomavirus (Sullivan et al., 2005), les Adenovirus 
(Aparicio et al., 2006), les Ascovirus (Hussain et al., 2008), les Baculovirus (Singh et al., 2010) et les 
Herpesvirus (Pfeffer et al., 2004). C'est au sein de cette dernière famille qu'a été identifiée la majorité 
des miARN viraux, et ce, dans les trois sous-familles α, β et γ herpesvirinae. 
 La voie de biogénèse des miARN viraux est assurée par la cellule hôte et le mécanisme 
d’action ainsi que le mode de répression semblent être régis par les mêmes règles que pour les miARN 
cellulaires. Ils sont présents dans des introns et des exons de gènes codant des protéines, ou dans le cas 
du murine herpesvirus de type 68 (MHV-68), au sein d’ARNt (Pfeffer et al., 2005; Reese et al., 2010). 
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Figure 22 : Localisation des microARN au sein des génomes de différents herpesvirus (Boss et al., 2009).
Les génomes des quatre alphaherpesvirus HHV-1 (Human Herpesvirus-1), HHV-2 (Human Herpesvirus-2), GaHV-
2 (Gallid Herpesvirus 2), GaHV-3 (Gallid Herpesvirus 3), du betaherpesvirus HHV-5 (Human Herpesvirus-5) et des
cinq gammaherpesvirus HHV-4 (Human Herpesvirus-4), LCV (Lymphocryptovirus), RRV (Rhesus Rhadinovirus),
HHV-8 (Human Herpesvirus-8), MHV-68 (Murine gammaherpesvirus type 68) sont représentés. Les tailles ne sont
pas représentatives des tailles réelles des génomes. Abréviations : (US) région unique courte, (UL) région unique














Il faut remarquer que les miARN sont relativement spécifiques des espèces virales, au sein desquelles 
les séquences sont très conservées d’une souche à l’autre. De plus, ils sont généralement codés sous la 
forme de clusters de miARN (Figure 22) dont l’expression est souvent spécifique du stade viral. 
 Du fait de la maturation nucléaire et cytoplasmique des miARN, la présence des miARN 
viraux semble spécifique des virus à ADN à réplication nucléaire. Dans le cas de HIV-1, des miARN 
ont été identifiés, cependant leur existence reste très controversée (Klase et al., 2009; Lin & Cullen, 
2007; Omoto et al., 2004; Pfeffer et al., 2005). Il faut noter qu'une étude récente a montré qu'un 
miARN présent artificiellement chez Tick-Borne Encephalitis Virus, un virus à ARN à réplication 
cytoplasmique, peut être maturé et aboutir à un miARN fonctionnel (Rouha et al., 2010). 
 Bien que les miARN cellulaires ne semblent pas spécifiquement exprimés pour contrer un 
virus particulier, certains agissent négativement sur la réplication virale et sont impliqués dans la 
défense antivirale. Afin de contrecarrer leur action, différentes protéines ou ARN viraux ont été décrits 
pouvant interférer avec la machinerie de biosynthèse des miARN cellulaires (Bivalkar-Mehla et al., 
2010). Par ailleurs, il est intéressant de noter que la plupart des infections virales entraîne des 
variations dans les profils d'expression de certains miARN cellulaires suite à des dérégulations 
positives ou négatives induites par la cellule ou par le virus. 
 A ce jour, peu de miARN viraux avec cibles identifiées ont été validées pour les miARN 
viraux mais les premiers résultats semblent indiquer que les miARN viraux agiraient principalement 
en ciblant leurs propres gènes afin de réguler leur cycle viral ou en ciblant des gènes cellulaires pour 
contourner le rôle de ces derniers dans la réponse immunitaire, le cycle cellulaire et/ou l'apoptose. 
  
2.5.2. Régulation du cycle viral par les microARN viraux 
 
 La régulation du cycle viral par des miARN viraux semble être un mécanisme courant chez les 
virus encodant des miARN.  
 Chez les polyomavirus, le miARN possède une fonction conservée entre les différentes 
espèces virales (Seo et al., 2008). En effet, ce miARN présent sur le brin anti-sens de la région 3’UTR 
de l’antigène T, est exprimé lors de la phase tardive de l’infection. Il permettrait la régulation du taux 
d’antigène T qui est une cible des cellules T cytotoxiques, afin de contrôler l’échappement au système 
immunitaire et surtout il permettrait l’expression des gènes viraux tardifs (Sullivan et al., 2005). 
Comme chez les herpesvirus les miARN ne sont pas conservés, les processus observés sont 
par essence spécifiques des trois sous-familles virales. Pour l’alphaherpesvirus HHV-1, quatre des six 
miARN (hsv1-miR-H2, H3, H4 et H5) sont codés au sein du transcrit LAT, un long ARNnc exprimé 
spécifiquement durant la phase de latence (Figure 23). Parmi ces miARN, hsv1-miR-H2 correspond au 
brin anti-sens du gène ICP0 (transactivateur essentiel du cycle viral) tandis que les miARN hsv1-miR-
H3 et hsv1-miR-H4 au brin anti-sens de ICP34.5 (gène clef de la neurovirulence), permettant le 
 71 
Figure 23 : Localisation des miARN de HHV-1 au sein du locus LAT (Umbach et al., 2008).
La localisation, l’orientation ainsi que la taille relative des différents transcrits de la région sont indiquées. Les
coordonnées des différents miARN et des sites de restriction sont indiqués en fonction de la souche 17 syn+
(NC_001806) de HHV-1. A l’exception de miR-H6, tous les miARN sont dans la même orientation que le gène
LAT. Abréviations : TR : Répétition Terminale ; IR : Répétition Interne ; UL : Région Unique Longue ; US :
Région Unique Courte.
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ciblage avec une complémentarité parfaite de ces deux gènes impliqués dans le cycle lytique. Chez 
HHV1, parmi ces trois miARN, hsv1-miR-H2 est le seul à avoir été investigué et dont le rôle dans la 
diminution efficace de la synthèse d’ICP0 a été validé (Umbach et al., 2008). De plus, les miARN 
homologues chez HHV-2 présentant une localisation identique mais des séquences différentes, 
inhibent la synthèse d’ICP34.5 et d’ICP0 (Tang et al., 2009). Par ailleurs, le miARN hsv-1-miR-H6, 
qui est exprimé par un autre transcrit à proximité du LAT (Figure 23) est capable également d’inhiber 
la synthèse du transactivateur ICP4 par fixation dans sa région 3’UTR via une complémentarité 
imparfaite (Umbach et al., 2008). Ainsi, les miARN codés dans la région du LAT de HHV-1 et 2, 
semblent jouer un rôle primordial dans le maintien de la latence, par inhibition des transcrits essentiels 
à la réplication lytique. Chez les betaherpesvirus, et plus spécifiquement chez HHV-5 (HCMV ; 
Human Cytomegalovirus) hcmv-miR-UL112 est le miARN le mieux caractérisé. Ce miARN est 
capable d’inhiber l’expression de différents gènes de la région MIE (Major Immediate Early), dont la 
protéine IE72 et potentiellement les gènes UL120/121 et UL112/113, impliqués dans la réplication 
virale (Grey et al., 2007; Murphy et al., 2008). Grey et ses collaborateurs ont observé un effet de la 
présence des séquences cibles de ces miARN dans les régions 3’ UTR de ces trois gènes sur la 
réplication virale (Grey et al., 2007), cependant, via l’utilisation de virus recombinants n’exprimant 
pas le miARN ou dont la cible de IE72 était muté, Murphy et ses collaborateurs ont confirmé un effet 
du miARN sur IE72 mais n’ont pas observé de différences entre la réplication des virus natifs et mutés 
(Murphy et al., 2008). Pour finir, parmi les gammaherpesvirus et les mécanismes d’inhibition de la 
réplication virale, il a été identifié chez HHV-4, ebv-miR-BART2 qui cible le gène viral BALF5 
codant pour la polymérase (Barth et al., 2008; Pfeffer et al., 2004) permettant aussi le maintien de la 
latence virale de HHV-4.  
  
2.5.3. Régulation des réponses cellulaires par des microARN viraux 
 
 Le second impact principal des miARN viraux concerne l’inhibition de protéines impliquées 
dans la réponse immunitaire cellulaire innée ou adaptative, dans la survie cellulaire et la prolifération. 
Ces mécanismes d’échappement de la reconnaissance cellulaire ont été mis en évidence par 
modulation de protéines cellulaires mais également de protéines virales.  
 Ainsi, il été démontré que le miARN ebv-miR-BART5 d’HHV-4 cible le gène cellulaire 
PUMA codant pour une protéine pro-apoptotique, suggérant que ce miR viral participe à la mise en 
place de la latence en assurant la survie des cellules infectées (Choy et al., 2008). De plus, trois autres 
miARN du cluster BART (ebv-miR-BART-16, 17-5P et 1-5P) sont capables de moduler l'expression 
de l'oncoprotéine virale LMP1 (Latent Membrane Protein 1) permettant la survie cellulaire par 
inhibition de l'apoptose induite par LMP1 durant la latence (Lo et al., 2007). Toujours chez HHV-4, le 
cluster de miARN BHRF1 est impliqué dans l'inhibition de l'apoptose et favorise la progression du 
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cycle cellulaire et la prolifération durant la phase précoce de l'infection de cellules B primaires 
humaines (Seto et al., 2010). De plus, ebv-miR-BHRF1-3, qui est principalement exprimé durant la 
phase de latence III, est capable d'inhiber l'expression de la chemiokine CXCL-11, impliquée dans 
l'attraction de cellules T, conduisant à un échappement à la surveillance cellulaire (Xia et al., 2008).  
 Le gène THBS1 (Thrombospondin1), un gène suppresseur de tumeur mais aussi un facteur 
anti-angiogénique fortement dérégulé durant la latence virale de HHV8 possède 34 séquences cibles 
potentielles pour les miARN viraux au sein de sa région 3’UTR (Samols et al., 2007). Enfin, chez 
HHV-5, Stern-Ginossar et ses collaborateurs ont montré qu’un des miARN ciblant les MIE : le 
miARN hcmv-miR-UL112, était capable de cibler la protéine cellulaire MICB (Major 
histocompatibility complex class I polypeptide-related sequence B). Cette protéine essentielle à la 
reconnaissance des cellules infectées par les cellules NK (Natural Killer) représente le premier rempart 
de la défense immunitaire innée (Stern-Ginossar et al., 2007). Il est intéressant de noter que dans ce 
modèle, la protéine virale UL16 inhibe également les fonctions de la protéine MICB permettant 
potentiellement un effet synergique afin de protéger les cellules infectées (Cosman et al., 2001). 
 
 
2.6. Rôle des ADAR dans l’ARN interférence  
 
 Durant ces dernières années, un lien entre les protéines ADAR et la régulation de l’ARN 
interférence a été observé pour plusieurs miARN. En effet, l’édition par les protéines ADAR pourrait 
réguler la biogenèse des miARN ainsi que leur spécificité.  
 
2.6.1. Régulation de la biogenèse des microARN 
 
A titre d’exemple, jusqu’à 11 désaminations AàI induites par ADAR1 et 2 ont été décrites 
pour le pri-miR-142 entraînant une altération de sa structure tige-boucle et empêchant ainsi sa 
maturation par Drosha (Yang et al., 2006). De plus, ces auteurs ont montré in vitro que la 
transformation des appariements A:U en mésappariement IxU conduisait à la reconnaissance et au 
clivage de ce miARN par la protéine Tudor SN (Tudor Staphylococcal Nucléase) (Yang et al., 2006). 
En effet, cette protéine retrouvée associée à de nombreuses protéines du complexe RISC, possède une 
activité ribonucléase spécifique des ARNdb contenant des inosines (Scadden & O'Connell, 2005), qui 
entraînerait la destruction du pri-miARN édité (Yang et al., 2006). 
 Dans le même esprit, l’édition d’un pri-miARN peut également inhiber sa maturation par la 
protéine Dicer (Kawahara et al., 2007a). En effet, l’édition de 2 sites spécifiques du pri-miR-151 par 
ADAR1 n’empêche pas sa maturation en pré-miR-151 édité par Drosha. Cependant, ce dernier ne sera 
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pas maturé en miR-151 par Dicer aboutissant à son accumulation sous la forme éditée dans le 
cytoplasme (Kawahara et al., 2007a). 
Par ailleurs, l’exemple des miARN du cluster miR-376 permet de souligner la complexité de la 
régulation des miARN par les protéines ADAR au sein d’un même cluster. Alors que les deux brins du 
miR-376a1 seraient préférentiellement édités par ADAR2, le pri-miR-376a2 est édité dans sa partie 5P 
par ADAR2 et dans sa partie 3P par ADAR1 (Heale et al., 2009). De plus, ADAR2 semblerait 
également impliquée dans l’inhibition de la maturation des miR-376a1 et a2 par Drosha via un 
mécanisme indépendant de son activité d’édition (Heale et al., 2009). 
Pour terminer ce paragraphe avec un exemple viral, récemment, Iazasa et ses collaborateurs 
ont observé que le transcrit primaire de ebv-miR-BART6 (pri-miR-BART6) était édité dans des 
cellules transformées par HHV4 (Iizasa et al., 2010). Cette désamination AàI du 20ème nucléotide de 
ebv-miR-BART6-3P entraînerait le blocage du clivage du pri-miR-BART6 par Drosha (Iizasa et al., 
2010) empêchant les étapes de maturation ultérieures et notamment l’incorporation de ebv-miR-
BART6 dans le complexe RISC. Ainsi, ebv-miR-BART6-5P qui est le brin majoritairement incorporé 
au sein du complexe RISC, ne pourrait plus cibler l’oncogène viral EBNA2 qui est nécessaire à la 
transition en latence de type III (Iizasa et al., 2010).  
2.6.2. Régulation de la spécificité des microARN 
 
 Un accroissement potentiel de la gamme des cibles reconnues par des miARN par édition de la 
séquence « seed » a été rapporté pour la plupart des 7 miARN du cluster miR-376. Plus 
particulièrement, les auteurs ont montré que l’édition d’un nucléotide de la « seed » du miR-376a1-5P 
par ADAR2 entraînait un changement de cibles (Kawahara et al., 2007b). Enfin, bien que non encore 
mise en évidence, la régulation de l’interférence pourrait également se faire par édition de la cible au 
niveau de l’ARNm. En effet, la région 3’UTR des messagers portant de nombreuses cibles de miARN 
est assemblée en structure tige boucle permettant une édition par ADAR et un échappement au 









3. Le virus de la Maladie de Marek 
 
3.1. La maladie de Marek 
 
3.1.1. Historique  
 
 La Maladie de Marek (MD : Marek’s Disease) a été décrite pour la première fois chez les 
poulets fermiers en 1907 par un vétérinaire hongrois nommé Jozsef Marek (Marek, 1907). Cette 
maladie hautement contagieuse à répartition mondiale se caractérise par une infiltration de cellules 
lymphocytaires au niveau des nerfs périphériques et par le développement de tumeurs lymphoïdes au 
niveau des organes viscéraux, des muscles et de la peau (Nazerian, 1973). Au cours des années 1950, 
alors que la sévérité de la maladie de Marek augmentait régulièrement avec l’industrialisation de la 
filière avicole aux Etats-Unis et en Europe, une forme aiguë de la maladie est apparue (Benton, 1957). 
Cette nouvelle forme, associée à un fort taux de mortalité (30-60%) chez les animaux infectés, est 
devenue la forme prédominante de la maladie au début des années 1960. Dés lors, les travaux de 
recherche portant sur la maladie de Marek s’étant intensifiés, l’agent étiologique fut isolé quelques 
années plus tard, par deux équipes indépendantes à partir de co-cultures de cellules sanguines ou 
tumorales de poulets et de cellules de reins de poulets (Churchill & Biggs, 1967) ou de fibroblastes 
embryonnaires de canard (Nazerian et al., 1968). Le virus, reconnu comme étant un herpesvirus, est 
alors appelé Virus de la maladie de Marek (MDV : Marek’s Disease Virus rebaptisé récemment 
GaHV-2 : Gallid Herpesvirus de type 2). L’impact épidémiologique et économique de la maladie n’a 
cessé d’augmenter jusqu’à la découverte d’un vaccin élaboré à partir de la souche virulente HPRS-16 
atténuée par passages successifs en culture de cellules (Churchill et al., 1969). Ainsi, la mise en place 
de la vaccination a permis de maîtriser et de stabiliser l’impact économique de la maladie de Marek, 
qui est le premier modèle de maladie pour lequel une néoplasie fut contrôlée de manière satisfaisante 
par la vaccination. Cependant, depuis la fin du 20ème siècle des souches de plus en plus virulentes, dites 




 Bien qu’infectant principalement les poulets (Gallus gallus), le virus de la maladie de Marek 
est aussi capable d’infecter d’autres espèces d’oiseaux telles que la caille, la dinde ou le faisan. GaHV-
2 se transmet par voie aérienne, par contact direct ou indirect entre les poulets. Son mode de 
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transmission par production de formes virales libres au niveau des follicules plumeux a été montré 
pour la première fois par l’équipe de Calnek en 1970 (Calnek et al., 1970). Ainsi, le virus se multiplie 
fortement au niveau des kératinocytes des follicules plumeux à partir de la deuxième semaine suivant 
l’infection jusqu’à la mort de l’animal avec une excrétion de virus maximale entre 3 et 5 semaines post 
infection (Witter et al., 1971). Plus précisément, après desquamation, les particules virales associées 
aux débris de phanères peuvent réinfecter d’autres poulets lorsqu’elles sont inhalées par ces derniers. Il 
faut noter que le virus ainsi associé aux débris de phanères, peut rester infectieux pendant plusieurs 
mois entre 20-25°C, jusqu'à plusieurs années à 4°C. 
 
3.1.3. Les formes cliniques 
 
 La pathologie associée à l’infection par GaHV-2 est complexe et les syndromes cliniques et 
pathologiques varient en fonction de nombreux paramètres influençant la mortalité et la gravité des 
lésions, parmi lesquels, pour ne citer que les plus importants : 
 - La virulence de la souche virale ; en effet, les souches moyennement oncogènes (v, pour 
virulente) causent généralement des lésions des nerfs périphériques. Par contre, les pathotypes les plus 
virulents (vv et vv+, pour very virulent et very virulent +) apparus récemment suite à des épisodes 
d’échappement à la vaccination, induisent de plus nombreux lymphomes viscéraux associés à une 
mortalité plus importante.  
 - La génétique de l’hôte ;  le complexe majeur d’histocompatibilité ou complexe B localisé sur 
le microchromosome 16 du poulet joue un rôle majeur dans la résistance à la maladie de Marek. Ainsi 
des poulets âgés de 21 jours homozygotes B13/B13 développent des lymphomes à la suite d’une 
infection par des souches virulentes ou hypervirulentes GaHV-2 contrairement aux poulets 
homozygotes B21/B21. Ces derniers présentent une virémie plus faible que les poulets sensibles 
pouvant expliquer l’absence de développement des lymphomes. 
 -Le sexe de l’hôte ; les femelles semblent plus sensibles à la maladie que les mâles. 
 -L’âge au moment de la première exposition ; les jeunes oiseaux semblent plus sensibles à la 
pathologie (Calnek, 2001). 
 -Les voies d’inoculation ; expérimentalement les voies d’inoculation intrapéritonéale, 
intratrachéale ou intramusculaire conduisent plus rapidement à un développement des lymphomes que 
la contamination aérienne classique (Debba-Pavard et al., 2008a; Fabricant et al., 1977; Islam et al., 
2001).  
 -Le mode d’élevage ; certaines conditions d’élevage stressantes ont également une incidence 
sur le développement de la maladie de Marek. 
 Au sein des élevages, la maladie de Marek s’exprime principalement sous deux  formes : la 
forme neuronale décrite par J. Marek dite classique, et la forme lymphomateuse dite aiguë. 
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Figure 24 : Chronologie de la pathogénèse d’une souche oncogénique de GaHV-2. Les différentes étapes
depuis la pénétration du virus par les voies respiratoires de l’animal jusqu’à sa mort sont décrites. Les cellules
intervenant dans le cycle viral et leur état d’activation sont représentées ainsi:
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 La forme classique de la maladie débute lentement après une longue période d’incubation (3 à 
9 semaines) et se manifeste dans un premier temps par des troubles locomoteurs. Quelques jours plus 
tard, l’apparition d’une boîterie généralement unilatérale se manifeste, pouvant être accompagnée de 
divers signes de paralysie traduisant l’infiltration des nerfs périphériques par les cellules lymphoïdes : 
ailes pendantes, difficultés respiratoires, rétention fécales… Une atteinte oculaire peut également se 
manifester par un changement de la forme et de la couleur de l’iris, ainsi que de la forme et de la 
position de la paupière, pouvant aboutir à une cécité partielle ou totale de l’animal. La mort survient 
généralement lorsque la paralysie engendre une incapacité des animaux à accéder à la nourriture. 
 La forme aigüe est caractérisée par une évolution plus rapide de la maladie, aboutissant à la 
mort de l’animal en environ 4 semaines. L’animal se retrouve abattu, amaigri, anémique avec 
également une paralysie progressive. Cependant cette forme de la maladie se caractérise surtout par 
l’apparition de tumeurs multiples pouvant être observées au niveau des organes et tissus tels les 
poumons, le proventricule, les reins, le foie, le cœur, le pancréas, l’intestin, les ovaires, les testicules, 
le mésentère, les sacs aériens et la peau où des nodules tumoraux apparaissent à la base des plumes. La 
fréquence et la sévérité de ces tumeurs sont liées à la fois à la souche virale infectante et à la lignée 
génétique de l’animal. 
 
3.1.4. Physiopathologie virale 
 
 L’infection d’un poulet in vivo par une souche oncogénique du virus de la maladie de Marek 
se présente généralement sous quatre phases  (Figure 24):  
 - Une infection cytolytique précoce.  
 - Une infection latente.  
 - Une seconde phase cytolytique dite tardive.  
- Une phase proliférative mettant en jeu les cellules lymphoïdes infectées conduisant à la 
formation de lymphomes. 
 L’infection cytolytique précoce se produit après l’entrée du virus par les voies respiratoires. Le 
virus sous forme libre semble être phagocyté par les macrophages  ou par les cellules dendritiques 
pulmonaires (Barrow et al., 2003). Ces cellules immunitaires infectées  véhiculent le virus GaHV-2 
vers les organes lymphoïdes qui lors d’inoculation expérimentale intra trachéale se retrouvent atteints 
dès 24 à 36 heures pi (post-infection) (Baigent & Nair, 2004; Schat & Nair, 2008b). Au sein des 
organes lymphoïdes secondaires et surtout de la rate, une première infection productive cytolytique se 
met en place entre 3 et 6 jours pi (Shek et al., 1983). Elle se caractérise par une dissémination du virus 
de cellule à cellule, sans production de virions libres. Elle touche principalement les lymphocytes B et 
dans une moindre mesure les lymphocytes T et les macrophages (Barrow et al., 2003; Shek et al., 
 79 
1983). La lyse de ces cellules induisant une inflammation entraîne le recrutement des macrophages, 
des lymphocytes T et B ainsi que des granulocytes. Différentes cytokines sont surexprimées durant 
l’inflammation (IFN-γ, IL-1β, IL-8, IL-6, IL-18), avec également une activation de la voie de synthèse 
de l’oxide nitrique NO (iNOS : inducible NO synthase, NO : Nitric Oxide). L’activation des 
lymphocytes T consécutive à cette réponse inflammatoire faciliterait leur infection par le virus GaHV-
2.  
 Après 6 à 7 jours, une phase d’infection latente s’installe principalement au sein des 
lymphocytes T CD4+ activés et d’une manière moins importante au sein des lymphocytes T CD8+ et 
des lymphocytes B (Baigent & Nair, 2004; Shek et al., 1983). L’établissement et le maintien de la 
latence est un processus multifactoriel impliquant des gènes viraux (le gène LAT, le gène meq ou 
certains miARN…)  mais également différents facteurs cellulaires. Notamment, le facteur de maintien 
en latence (LMF : latency maintainig factor), l’oxyde nitrique NO, l’IFN-α et l’IFN-γ, (Schat & Nair, 
2008b; Xing & Schat, 2000), ces derniers semblant bloquer la réplication virale avant la traduction des 
gènes tardifs (Levy et al., 2003a).  
 Durant la phase d’infection latente, il est observé un phénomène de réactivation pour quelques 
cellules en latence, aboutissant à une seconde phase d’infection cytolytique dite tardive, à partir de 2 à 
3 semaines pi. Le développement et l’étendue de cette seconde infection cytolytique est dépendante de 
la résistance génétique des hôtes et de la virulence de la souche virale. Elle se manifeste au niveau des 
organes lymphoïdes ainsi que dans certains tissus (rein, pancréas, proventricule). Aucune particule 
virale libre n’est détectable dans le sang périphérique, mais la forte association du virus aux cellules 
indiquerait une dissémination virale de cellule à cellule. Par ailleurs, dès la 3ème semaine, le GaHV-2 
se réplique essentiellement dans les kératinocytes des follicules plumeux. Il faut noter que ces cellules 
sont l’unique site de réplication productive de particules virales libres, à l’origine de la transmission 
horizontale du virus (Calnek et al., 1970). 
 La dernière phase de la maladie ou phase tumorale spécifique des souches oncogènes de type 
GaHV-2 apparaît classiquement lors d’une contamination expérimentale à partir de la troisième 
semaine suivant l’infection. Cette phase se caractérise par le développement de lymphomes T issus 
dans la majorité des cas de lymphocytes T CD4+ infectés de manière latente. Par ailleurs, ces cellules 
expriment fortement le marqueur CD30 ce qui fait de la maladie de Marek un bon modèle de 
lymphome Hodgkinien. Cette dernière phase est également accompagnée d’une immunosuppression 
permanente affectant à la fois l’immunité humorale et l’immunité à médiation cellulaire, pouvant 
entraîner une infection létale par un autre pathogène. En conclusion, la lymphomagenèse dépend de 
six critères :  
 - La susceptibilité de l’hôte à l’infection.  
 - Un contrôle intrinsèque et extrinsèque de la réplication virale.  
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Tableau 1 : Classification de l’ordre des Herpesvirales. L’espèce type de chaque genre est représentée. 
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 - Une division cellulaire avec le génome viral intégré.  
 - L’expression d’oncogènes viraux tels que le gène meq ou les miARN. 
 - L’activation d’oncogènes cellulaires.  
 - La  répression de l’induction de l’apoptose.  
 




 Le virus GaHV-2 (Gallid Herpesvirus de type 2) fait partie de l’ordre des Herpesvirales 
(Tableau 1), de la famille des Herpesviridae, de la sous famille des Alpha-herpesvirinae, et du genre 
Mardivirus. L’ordre des Herpesvirales se divise en trois familles (Tableau 1). La famille des 
Herpesviridae comportant exclusivement des virus de mammifères et d’oiseaux, la famille des 
Alloherpesviridae qui se compose de virus d’amphibiens et de poissons, et la famille des 
Malacoherpesviridae ne comportant qu’une seule espèce infectant l’huitre. 
A l’origine la famille des Herpesviridae a été divisée en trois sous famille en fonction des 
propriétés biologiques des virus. Ainsi la sous-famille des Alpha-herpesvirinae a été définie sur la 
base d’un cycle réplicatif court, d’une dissémination rapide en culture de cellules, d’une forte 
destruction des cellules infectées et de l’établissement principalement mais pas exclusivement de leurs 
infections latentes au sein des ganglions sensoriels. Cette sous-famille comprend les virus humains 
herpes simplex virus 1 et 2 (HSV-1 ou HHV-1 et HSV-2 ou HHV-2), ainsi que le virus de la varicelle 
et du zona (VZV ou HHV-3). La sous famille des Beta-herpesvirinae présente un cycle réplicatif long, 
une infection lente en culture de cellules. Elle comprend les virus humains HHV-6, HHV-7 ainsi que 
le cytomégalovirus (HCMV ou HHV-5). La dernière sous-famille, les Gamma-herpesvirinae se 
répliquent exclusivement dans des cellules lymphoblastoïdes, infectent de manière lytique les cellules 
épithéliales et les fibroblastes et se retrouvent fréquemment de manière latente au sein des tissus 
lymphoïdes. Parmi cette sous famille, sont retrouvés le virus d’Epstein-Barr (EBV ou HHV4) ainsi 
que le virus de Kaposi (KSHV : Kaposi Sarcoma Herpes Virus ou HHV8). 
Du fait de ses propriétés biologiques et  plus particulièrement de sa capacité à induire des 
lymphomes T ainsi que de son faible potentiel réplicatif en culture cellulaire, GaHV-2 a longtemps été 
associé au virus EBV et classé parmi les Gamma-herpesvirinae. Cependant, l’étude du génome de 
GaHV-2 a conduit à son reclassement dans la sous-famille des Alpha-herpesvirinae, de par son 
organisation génomique et plus précisément de la présence de structures répétées caractéristiques de 
cette sous-famille. 
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Tableau 2 : Classification du genre Mardivirus.
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 Au sein du genre Mardivirus, trois génotypes ont été décrits (Tableau 2). Le génotype 1 Gallid 
herpesvirus 2 (GaHV-2 anciennement nommé MDV-1) regroupant la totalité des souches 
oncogéniques (RB-1B, md5…), faiblement oncogéniques (HPRS16, GA…) ou naturellement non 
oncogéniques telle la souche vaccinale Rispens CVI988 (Rispens et al., 1972a; Rispens et al., 1972b), 
ainsi que les souches atténuées par passage en cultures cellulaires issues des souches mères HPRS16 et 
Rispens CVI988. Le génotype 2 correspond à l’espèce Gallid herpesvirus 3 (GaHV-3 anciennement 
nommé MDV-2) qui comporte des souches non pathogènes et non oncogènes, dont certaines ont été 
utilisées comme vaccin (souche SB-1) (Witter, 1987). Le génotype 3, dénommé Meleagrid 
herpesvirus 1 (MeHV-1 anciennement Herpes Virus de Turkey : HVT) rassemble les souches non 
oncogènes du dindon qui ont également été très utilisées en tant que souches vaccinales depuis les 




 Compte-tenu des pertes économiques potentielles engendrées par GaHV-2, tous les poulets 
d’élevage de la planète sont vaccinés contre la maladie de Marek. En effet, les pertes peuvent atteindre 
près de 40% des poulets non vaccinés, et aucun traitement curatif n’existe à ce jour. Seule une 
prophylaxie vaccinale dans les premiers jours de la vie de l’animal est efficace. Les souches vaccinales 
les plus couramment utilisées sont des souches non pathogènes de GaHV-2 (CVI988) (Rispens et al., 
1972a; Rispens et al., 1972b), des souches de GaHV-3 (SB-1, 301B/1) (Witter, 1987) ou des souches 
de MeHV-1 (Fc126, HPRS24). Ce sont des vaccins vivants utilisés soit individuellement soit en 
combinaison. Historiquement, le premier vaccin était constitué de la souche de GaHV-2 HPRS16 
atténuée par passages successifs en culture de cellules primaires de canard (Churchill et al., 1969). 
Rapidement après sa découverte en 1970, la souche vaccinale HVT (Witter et al., 1970) fut largement 
utilisée à travers le monde, et elle demeure à ce jour le plus souvent protectrice bien que des souches 
d’échappement apparaissent. Au milieu des années 1980, dans le but de tenter de résoudre les 
problèmes d’échappement aux souches vaccinales, les producteurs de vaccins ont généré des vaccins 
bivalents, en combinant HVT avec des souches SB-1 ou 301B/1 aux Etats-Unis ou avec la souche 
CVI988 en Europe. Depuis des vaccins trivalents regroupant CVI988, HVT et SB-1 ont vu le jour afin 
de répondre à l’apparition de souches de plus en plus virulentes. Des voies alternatives ont été 
explorées pour la création de vaccins recombinants : a) l’utilisation d’un virus de la variole aviaire 
(flowpox) recombinant exprimant le gène de la glycoprotéine gB de GaHV-2 (Omar & Schat, 1996), 
b) l’utilisation de souches de GaHV-2 génétiquement atténuées, dont le génome a été délété d’un ou 
plusieurs gènes. Notamment, l’équipe de Witter a créé la souche vaccinale RM1, qui avait perdu son 
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Figure 25 : Micrographie électronique du virion MDV. (Cliché F. Coudert)
Figure 26 : Organisation génomique des herpesvirus des groupes A à F (Pellet and Roizman., 2007).
(A) Représentation schématique des six classes de génomes retrouvées chez les virus de la famille des
Herpesviridae. Les régions uniques sont représentées par les lignes horizontales et les régions répétées sont
figurées par des rectangles et sont désignées : domaine répété gauche et droit (LTR et RTR) pour le groupe A,
domaines répétés internes R1 à R4 pour le groupe C et domaines répétés internes et terminaux (IR et TR) pour
le groupe D. Dans le groupe B, les séquences terminales sont répétées en nombre variable à chaque extrémité et
entre les deux extrémités du génome. Le groupe E est composé d’une séquence unique longue (UL) et d’une
séquence unique courte (US) toutes deux encadrées par des séquences répétées internes et externes (TRL, IRL
IRS et TRS). Aucune répétition terminale n’a été décrite pour le sous groupe F. (B) Classification d’herpesvirus




Terminal Repeat) du rétrovirus REV (Reticuloendotheliosis Virus) à l’intérieur du génome de la 
souche virulente JM (Witter et al., 1997). Plus récemment, des essais utilisant des bacmides 
recombinants délétés pour l’oncogène meq ont abouti à une protection contre des souches hyper-
virulentes vv+, supérieure à celle obtenue avec la souche CVI988 et comparable voire supérieure à 





 Le virus de la maladie de Marek présente une structure typique pour un herpesvirus (Figure 
25). Les particules virales observées dans des inclusions  cytoplasmiques de follicules plumeux 
présentent un diamètre compris entre 270 et 400 nm, alors que les particules observées dans les fins 
espaces intercellulaires présentent un diamètre plus faible de l’ordre de 150 nm (Calnek et al., 1970). 
Le virion est constitué d’une capside icosaédrique, mesurant de 85 à 100 nm de diamètre et composée 
de 162 capsomères, renfermant l’ADN viral. Cette capside est entourée d’un amas organisé de 
protéines correspondant au tégument, qui assure la continuité avec les glycoprotéines implantées dans 
l’enveloppe d’origine cellulaire.  
 
3.2.4. Organisation génomique de GaHV-2  
 
 Les génomes viraux des trois sérotypes du virus de la maladie de Marek sont composés d’un 
ADN linéaire bicaténaire d’environ 160 à 180 kpb. Ils possèdent une organisation de classe E 
identique à celle de l’herpesvirus simplex de type 1 (HHV-1) (Figure 26). Il faut noter que cette 
organisation de type E est majoritaire au sein de la sous-famille des Alpha-herpesvirinae mais n’est 
pas exclusive puisque des génomes de type D sont également observés pour certains virus de la famille 
tel que VZV. Les génomes de classe E se composent d’une sous-unité longue UL et d’une sous-unité 
courte US toutes deux encadrées de régions répétées inversées identiques TRL/IRL (Terminal Repeat 
Long et Internal Repeat Long) pour UL et IRS/TRS (Internal Repeat Short et Terminal Repeat Short) 
pour US. De plus, des séquences télomériques composées de répétitions d’hexamères GGTTAG de 
longueur variable sont retrouvées au niveau de la jonction IRL/IRS ainsi qu’aux extrémités du génome 
(Kishi et al., 1991). Ces répétitions télomériques pourraient entre autre être impliquées lors de la phase 
de latence dans l’intégration du génome viral, qui s’effectue principalement au niveau des télomères 
des chromosomes de l’hôte (Delecluse & Hammerschmidt, 1993). En effet, contrairement aux autres 
herpes virus dont le génome est essentiellement présent sous une forme épisomale durant les phases de 
latence, le génome du GaHV-2 est retrouvé intégré aux génomes de l’hôte. 
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Figure 27 : Comparaison de la structure génomique des 3 génotypes de Mardivirus, GaHV-2, GaHV-3 et MeHV-1. Les gènes colorés en bleu ont des
homologues chez les autres alphaherpesvirus. Les gènes en jaune sont spécifiques aux trois génotypes de MDV et les gènes en rouge sont spécifiques de





 Au début des années 2000, les génomes complets de souches appartenant aux trois espèces du 
genre Mardivirus ont été séquencés, notamment le génome  des souches GaHV-2-GA (AF147806) et 
GaHV-2-Md5 (AF243438), de la souche GaHV-3-HPRS24 (NC_002577), et de la souche MeHV-1-
FC126 (NC_002641) (Afonso et al., 2001; Izumiya et al., 2001; Lee et al., 2000; Tulman et al., 2000). 
Bien que leurs tailles et leurs compositions en GC soient variables, la comparaison des séquences des 
trois espèces de Mardivirus a permis de mettre en évidence une organisation génique globalement 
similaire (Figure 27). Ainsi, la souche GA possède un génome de 174040pb dont 43,9% de GC, Md5 
de 177874pb dont 44,1% de GC, HPRS24 de 164270pb dont 53,6% de GC et FC126 de 159160pb 
dont 47,6% de GC. Le nombre de cadres ouverts de lecture ou ORF (Open Reading Frame) entre les 
génomes de MeHV-1, GaHV-2 et GaHV-3 est également très proche, avec environ une centaine 
d’ORF retrouvés au sein des trois espèces, et les différences majeures retrouvées sont localisées au 
niveau des séquences répétées TRS/IRS et TRL/IRL. 
 
3.2.4.1. Origine de réplication lytique 
 
 Les trois sérotypes du genre Mardivirus comportent des origines de réplication lytique (Orilyt) 
dans leurs régions répétées TRL et IRL. Comme pour les autres alphaherpesvirus, elles se caractérisent 
par une séquence riche en AT (deux répétitions directe de TATATTATAT), flanquée de sites putatifs 
de liaison avec la protéine OBP (Origin Binding Protein) codée par le gène UL9 (Bradley et al., 1989a; 
Camp et al., 1991; Katsumata et al., 1998). Ces sites de fixation sont caractérisés par une séquence de 
9 pb très conservée (CGTTCGCAC). Cette structure spécifique, en association avec différentes 
protéines précoces, va permettre l’initiation de la réplication de l’ADN viral en mode de cercle roulant 
(ou rolling circle). 
 Outre le rôle d’origine de la réplication de l’ADN viral, cette région possède un rôle de 
promoteur bidirectionnel permettant l’expression des gènes situés de part et d’autre de l’Orilyt (Figure 
28). A droite de cette dernière, vers les régions répétées TRL/IRL, sont transcrits les gènes 
potentiellement impliqués dans la latence et la transformation (famille des gènes 1,8kb, meq, vIL-8...) 
tandis que, à gauche, vers la région UL, s’effectue la transcription des gènes codant pour pp38/pp24 
qui sont associées à la phase précoce de l’infection lytique et au maintien de la transformation (Figure 
28). Ce promoteur a été relativement bien décrit et présente de nombreux éléments cis-régulateurs 
(Figure 28) (Shigekane et al., 1999). Parmi ces éléments, deux sites de fixation MERE II pour des 
homodimères Meq/Meq permettent d’induire une diminution de l’expression de pp38 et des gènes de 
1,8kb (Levy et al., 2003b). De plus, il a été montré qu’un hétéropolymère constitué de pp38 et de pp24 
se fixerait au niveau du promoteur sur la séquence CTGCTCATTT. Il permettrait d’augmenter 
l’efficacité transcriptionnelle dans les deux sens (Ding et al., 2008; Ding et al., 2007; Ding et al., 
2006). L’expression dans un sens ou dans l’autre du promoteur est inégale et une activité 5 à 15 fois 
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Figure 28 : Description et localisation du promoteur bi-directionnel présent dans la région BamHI-H du
génome de GaHV-2 (Shigekane et al., 1999). Parmi les élément cis-régulateur potentiels, sont représentés, les
boîtes TATA (rectangle noir), le site Oct-1 (triangle), la boîte CAAT (losange), le site Myc (triangle inversé),
les sites SP-1 (étoiles), le site de reconnaissance de Meq : MERE II (cercle) et les sites AP1 (hexagone). Les
sites d’initiations de la transcription du gène pp38 et des gènes de la famille des 1,8kb sont indiqués par des
flèches.
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supérieure a été retrouvée au niveau du promoteur de la famille des gènes 1,8kb en comparaison du 
promoteur de pp38 lors d’infection lytique de différentes souches de GaHV-2 en fibroblastes 
embryonnaires de poulets (CEF) (Chen et al., 2009; Shigekane et al., 1999). Cette région promotrice 
est complexe, et des études complémentaire sont nécessaires afin de comprendre et de définir 
l’expression des gènes de cette région durant la latence, la réactivation et l’infection lytique.  
 
3.2.4.2. Variabilité génique au sein des isolats de GaHV2 
 
La comparaison des séquences des différents génomes des souches de GaHV-2 fait apparaître 
une très forte similarité entre elles. Outre des variations au sein de certaines ORF (UL36 et UL49), les 
différences correspondent essentiellement à un fort polymorphisme au niveau des jonctions TRS/US, 
IRS/US et de la région télomérique entre TRL et TRS (Spatz & Silva, 2007b). En outre, un nombre 
variable de répétions des séquences dites de 132 pb et 60 pb présentes respectivement dans l’IRL/TRL 
et l’IRS/TRS ont été mises en évidence (Spatz & Silva, 2007b). De même au sein de l’IRL/TRL, les 
séquences des gènes RLORF12, RLORF6, 23kD, meq et RLORF4 semblent varier entre les différentes 
souches virales. Cependant, il faut noter que ces mêmes variations ne semblent pas correspondre à des 
signatures de souches car elles peuvent également apparaître au sein d’une même souche lors 
d’infection in vivo successives ou in vitro lors de passages successifs en culture de cellules. 
 
3.2.4.2.1. Répétitions des 132 pb 
 
 L’implication dans la latence et l’oncogénicité des répétitions de 132 pb a longtemps été 
suspectée. En effet, sur la base d’observations relatant la corrélation apparente entre l’augmentation du 
nombre de séquences de 132 pb et le nombre des passages lors de l’atténuation des souches 
oncogéniques en culture de cellules, il avait été suspecté un rôle potentiel de cette région dans 
l’oncogenèse induite par GaHV-2 (Bradley et al., 1989b). D’une manière générale, les souches 
virulentes de GaHV-2 possèdent seulement deux copies de ces répétitions de 132 pb, mais de 
multiples copies pouvant aller jusqu’à plus d’une trentaine peuvent être retrouvées dans les génomes 
après passage des virus en culture de cellules. Cependant, les résultats récents semblent contredire ces 
hypothèses de lien entre l’oncogénicité d’une souche et le nombre de copies de séquence de 132 pb au 
sein de son génome. A titre d’exemple, la souche hyper virulente RB-1B contient neuf copies de ces 
répétitions (Spatz et al., 2007), tandis que la souche vaccinale CVI-988 n’en contient que deux (van 
Iddekinge et al., 1999). De plus, grâce à l’utilisation de virus recombinants possédant aucune, deux ou 
neuf copies de cette séquence, Silva et ces collaborateurs ont montré que ces répétitions n’étaient pas 
essentielles à la pathogenèse induite par GaHV-2 (Silva et al., 2004). Par contre, un lien semblerait 
exister entre le nombre de copies de cette séquence et l’efficacité des souches à se répliquer en culture 
 90 
de cellules (Silva et al., 2004). D’autant qu’une pression de sélection inverse a été observée sur ces 
répétitions in vivo. En effet, après plusieurs infections successives de poulets par une souche atténuée 
contenant de multiples copies des 132 pb au sein de son génome, les auteurs ont montré que 
rapidement le nombre de copies tombait à deux ou trois (Silva et al., 2004). Enfin, une étude plus 
récente a mis en évidence que l’atténuation de la souche virale par passages en culture de cellules 
n’était pas due au nombre de copies des 132 pb car un effet identique d’atténuation de la souche a été 
observé entre un virus délété des 132 pb et le virus sauvage (Silva & Gimeno, 2007). Il semblerait 
donc que la variation du nombre de copies de cette séquence soit plutôt une conséquence du passage 
du virus en culture de cellules sans impact réel sur sa virulence. 
 
3.2.4.2.2. Répétitions de 60 pb 
 
 Le nombre des répétitions de 60 pb est également variable selon les souches (Spatz & Silva, 
2007b), et une fois encore, un lien a été proposé entre la présence de ces répétitions et le pouvoir 
oncogène des souches. En effet, ces séquences, non présentes au sein des génomes de la souche 
vaccinale Rispens CVI988 ou de la souche moyennement virulente CU-2, sont retrouvées au nombre 
de 2 pour la souche GA, 7 pour Md5, 11 pour RB-1B et peuvent aller jusqu’à plus d’une vingtaine de 
répétitions dans certaines souches. Par ailleurs, notre équipe TLVI a montré récemment que ces 
répétitions constituaient en réalité le promoteur du gène LAT ainsi que des miARN du cluster 8-10, 
introniques au sein de cet ARN. Chaque unité de 60 pb renferme un élément de réponse fonctionnel 
pour la protéine cellulaire p53 (Stik et al., 2010). De plus, deux répétitions semblent nécessaires et 
suffisantes pour une activité promotrice optimale, la multiplicité de ces répétitions ne semblant pas 




3.2.5. Transcriptome, protéome et cycle viral de GaHV-2 
 
 Une fonction réelle (démontrée biologiquement) ou putative (par analogie de séquence avec 
les autres herpesvirus) a été attribuée à la grande majorité des gènes des régions UL et US. En effet, ces 
deux régions uniques semblent renfermer les gènes viraux « core » colinéaires avec ceux des autres 
herpesvirus (Figure 27). Ainsi, la région UL de chacun des trois sérotypes de GaHV-2 renferme les 
gènes UL1 à UL55 homologues à HHV-1. Ces gènes possèdent un pourcentage d’identité variable entre 
HHV-1 et GaHV-2, cependant la colinéarité de ces gènes étant particulièrement forte cela a permis par 
analogie, de suspecter leurs implications dans la réplication de l’ADN et dans la morphogenèse de 
GaHV-2 (glycoprotéines, protéines de capside et de tégument). La région US des trois sérotypes de 
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GaHV-2 encode pour les gènes US1, US2, US3, US6, US7, US8 et US10 homologues à HHV-1 ; 
cependant il faut noter que pour la région Us les gènes homologues à US4, US5, US9, US11, US12 ne 
sont pas présents dans le génome des trois Mardivirus. 
 Par ailleurs, l’existence de plusieurs gènes spécifiques des Mardivirus, localisés dans les 
régions uniques UL et US, permettrait de leur supposer une fonction conservée pour la mise en place du 
cycle dans les espèces aviaires. Ainsi, huit ORF ont été identifiées : LORF2, LORF3, LORF9, 
LORF10, LORF11, R-LORF14, R-LORF14a et SORF3. Hormis cette dernière, ces gènes sont 
retrouvés proches des jonctions TRL/UL et UL/IRL au voisinage des gènes « core » précédents. En effet, 
la localisation des gènes spécifiques d’espèce virale aux extrémités des gènes « core » est classique 
chez les grands virus à ADN, et elle témoignerait d’une acquisition récente liée à l’adaptation à l’hôte. 
A ce jour, seuls trois de ces gènes ont été investigués. Une fonctionnalité a été attribuée à LORF2, R-
LORF14a et R-LORF-14 codant respectivement pour une lipase virale (retrouvée chez les trois 
génotypes), pp38 et pp24 (retrouvées chez GaHV-2 et GaHV-3).  
 Enfin, le dernier type de gènes spécifiques à chaque génotype de GaHV-2 correspond aux 
gènes « satellites » localisés principalement dans les régions répétées inversées du virus ou dans les 
régions proches de leurs jonctions. Dans ce type de gènes sont notamment retrouvés les gènes 
impliqués dans l’oncogenèse des souches GaHV-2, et hormis ICP4, les gènes présents dans ces 
régions répétées sont généralement spécifiques de chaque génotype.  
 
3.2.5.1. Le cycle lytique 
 
 En corrélation avec la chronologie du cycle des herpesvirus déterminée en culture cellulaire in 
vitro, dans des conditions d’infection lytique, les gènes ont été répartis en trois groupes (Tableau 3) 
(Schat et al., 1989) :  
- les gènes α également appelés gènes très précoces ou IE (Immediate Early) correspondant à des 
transactivateurs des gènes viraux et cellulaires.  
- Les gènes β également appelés gènes précoces ou E (Early) sont transactivés par les gènes α. Ce sont 
tous les gènes impliqués dans la réplication du génome viral (facteurs de transcription, protéines du 
complexe polymérasique, protéine se liant à l’origine de réplication lytique, enzymes virales 
impliquées dans le métabolisme des acides nucléiques).  
- Les gènes γ également appelés gènes tardifs ou L (Late) sont transactivés en fin de cycle par les 
gènes α suite à leur démasquage lors de la réplication du génome durant la phase précoce. Ils 
correspondent aux protéines de structure, tels que les protéines de la capside, du tégument ou les 
glycoprotéines d’enveloppe. 
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Tableau 3 : Les principales protéines du MDV.
 93 
 
 La régulation de ces gènes se fait en cascade, et dès lors qu’un groupe de gènes est activé, il va 
à son tour activer le groupe suivant de façon coordonnée et avec souvent un rétrocontrôle négatif sur le 
ou les groupes précédents.  
 Bien que les protéines servant au cycle réplicatif de GaHV-2 ne soient que peu caractérisées, il 
est admis du fait de l’homologie et de la colinéarité des gènes « core » une régulation du cycle lytique 
commune entre les herpesvirus. Ainsi, HHV-1 qui est le plus extensivement étudié sert de modèle 
pour l’étude de la réplication de la famille des herpesvirus. 
 
3.2.5.1.1. Entrée du virus. 
 L’entrée du virus consiste en la fixation du virion à la membrane cellulaire, puis à la fusion de 
cette dernière avec la membrane du virion permettant l’entrée de la capside et des protéines de 
tégument au sein du cytoplasme. Cette entrée se réalise en trois étapes. La première met en jeu les 
glycoprotéines gC et gB présentes sur l’enveloppe virale. En se fixant sur les glycosaminoglycanes 
exposés à la surface des cellules, elles vont entraîner un changement conformationnel du virus 
permettant l’initiation de la fusion des membranes. Cette seconde étape est induite par la liaison de la 
glycoprotéine gD aux récepteurs cellulaires de type nectines, HVEM (Herpes Virus Entry mediator) de 
la famille des TNF (Tumor Necrosis Factor) ou de type héparane sulfate (Roizman et al., 2007). Bien 
que le mécanisme précis ne soit pas complètement élucidé, les protéines gH et gL sont également 
nécessaires à la réalisation du processus de fusion membranaire et ainsi à l’entrée de la capside virale 
dans le cytoplasme. Par contre, contrairement à HHV-1 où la glycoprotéine gD est indispensable à la 
fusion et à la pénétration du virus dans les cellules, gD ne semble pas essentielle lors de la réplication 
de GaHV-2 (Anderson et al., 1998). 
 
3.2.5.1.2. Transport de la capside au noyau et shutt-off cellulaire. 
 Après l’entrée du virion au sein du cytoplasme, la migration de la capside jusqu’aux pores 
nucléaires via le réseau cellulaire de microtubules s’effectue grâce à la protéine de tégument VP1-2 
codée par le gène UL36 (Sodeik et al., 1997). 
 L’endonucléase VHS (Virion Host Shut-off) codée par le gène UL41 permet la dégradation des 
ARNm de la cellule hôte ainsi que ceux du virus. Cette protéine de tégument se localise dans le 
cytoplasme après l’entrée du virus et permet ainsi une dégradation précoce des ARNm cellulaires par 
une action similaire à la RNAse A. Dans un stade plus avancé de l’infection, elle perdra son activité 
endonucléasique suite à son association avec la protéine  VP16 (Roizman et al., 2007). 
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Figure 29 : Cascade des gènes de réplication α, β et γ initiée par la protéine VP16 chez HHV-1. Les chiffres 
















Figure 30 : Comparaison schématique de différentes séquences de VP16 (d’après Wysocka et al., 2003). Ces
protéines sont codées par les Alpha-herpesvirus HSV-1 (herpes simplex virus type 1), VZV (varicella-zoster
virus), MDV (Marek’s disease virus), EHV-1 (equine herpesvirus type 1) et BHV-1 (bovine herpesvirus type 1).
Le rectangle violet (AD) correspond au domaine C-terminal transactivateur de la protéine de HSV-1. Le domaine
central de la protéine (VIC) est conservé entre les différentes séquences. La taille en nombre d’acide aminés et
indiqué à droite de chaque séquence.
domaine central de VP16        
Figure 31 : Représentation schématique du complexe HCF/Oct1/VP16.
Complexe formé par la protéine VP16 d’HHV-1 lors de sa fixation sur la séquence consensus TAATGARAT
situé à proximité du complexe d’initiation de la transcription (A), et à distance de ce complexe (B). La partie




3.2.5.1.3. Circularisation de l’ADN viral et Transcription des gènes α. 
 Dés son entrée dans le noyau de la cellule, l’ADN viral se circularise et il se localise à la 
périphérie des sites NOD-10 (Nuclear Domain 10) qui correspondent à des sites de défense nucléaire. 
La chronologie entre l’initiation des gènes viraux et cette localisation nucléaire est encore obscure. En 
effet, l’initiation de la transcription des gènes très précoces semblerait avoir lieu au niveau des sites 
NOD-10 (Roizman et al., 2007), alors que la présence des gènes très précoces semble nécessaire à la 
localisation de l’ADN viral au niveau de ces sites (Roizman et al., 2007). Par ailleurs, il a été montré 
que la protéine ICP0 (Infected Cellular Protein 0) présente chez HHV-1, mais dont aucun homologue 
n’a été identifié chez GaHV-2 induit la destruction de ces structures NOD-10. 
La protéine tardive VP16, également appelée α-TIF (α-TransInducing Factor) et codée par le 
gène UL48, est un facteur clef de la réplication virale chez HHV-1 (Weinheimer et al., 1992). 
Initialement présente dans le cytoplasme après le dé-enveloppement du virus, cette protéine va migrer 
dans le noyau cellulaire indépendamment du virion. 
 Chez HHV-1, VP16 transactive les gènes α, initiant ainsi la réplication virale (Figure 29). 
Cette protéine comporte deux domaines fonctionnels, une partie N-terminale impliquée dans 
l’attachement à l’ADN et une partie C-terminale transactivatrice (Figure 30). La partie N-terminale, 
relativement conservée entre les protéines VP16 des différents herpesvirus (Figure 30), contient le site 
de liaison au facteur de transcription Oct-1, impliqué dans la prolifération cellulaire. Le complexe 
protéique VP16-Oct1 se fixe sur une séquence consensus TAATGARAT (TAAT fixation de Oct1 et 
GARAT de VP16) généralement retrouvée en amont des gènes α de HHV-1 (Preston et al., 1988). La 
partie C-terminale, qui n’est pas retrouvée chez VZV et GaHV-2 (Figure 30), est responsable de la 
transactivation des gènes situés en aval et à proximité du complexe protéique (Figure 31) (Hagmann et 
al., 1997). Ce domaine permet le recrutement de facteurs clefs du complexe d’initiation de la 
transcription TBP (TATA Binding protein), TFIIB, TFIID, TFIIA, TFIIH (Flint & Shenk, 1997), et 
semblerait également favoriser le recrutement de l’ARN Pol II au niveau du complexe de préinitiation 
de la transcription (Hengartner et al., 1995). Cependant, des études ultérieures ont montré que cette 
partie COOH terminale transactivatrice n’était pas la région de la protéine la plus impliquée dans la 
transactivation. En effet, pour toutes les VP16 des herpesvirus, la transactivation se ferait 
essentiellement via le facteur HCF-1 (Host Cell Factor 1) qui se lie à VP16 par le core de la protéine 
(Figure 30). Enfin, à la lumière des résultats récents il semblerait que VP16, bien qu’essentielle à 
l’accomplissement du cycle viral, ne soit pas un facteur indispensable dans cet assemblage, mais plutôt 
un facteur favorisant l’action du facteur nécessaire HCF-1 (Narayanan et al., 2005). Dans le même 
esprit, chez GaHV-2, il a été montré que la protéine VP16 n’était pas essentielle pour la réplication 
virale (Dorange et al., 2002). 
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 Trois gènes très précoces homologues à HHV-1 ont été identifiés chez GaHV-2 et codent pour 
les protéines ICP4, ICP22 et ICP27. Ces gènes sont les premiers à être exprimés au cours de 
l’infection et codent pour des protéines impliquées directement ou indirectement dans la 
transactivation des gènes viraux et cellulaires. Ils vont dans un premier temps s’auto-transactiver, puis 
permettre la transcription des gènes précoces. Plus tardivement lors du cycle réplicatif, les protéines 
ICP permettront en collaboration avec les gènes précoces la transcription des gènes tardifs (figure 29). 
De plus, ces protéines ont un impact sur le déroulement du cycle cellulaire. En effet, elles semblent 
forcer la cellule à passer en phase S afin d’apporter au virus les éléments nécessaires à sa réplication. 
La protéine ICP4, identifiée chez GaHV-2 par Anderson et ses collaborateurs (Anderson et al., 
1992), est codée par les gènes MDV084 et MDV100, homologues à RS1 d’HHV-1, localisés 
respectivement dans les régions TRS et IRS (figure 27). Cette phosphoprotéine nucléaire de 1415 aa, 
initierait la transactivation de gènes précoces et tardifs (Anderson et al., 1992). Son pouvoir 
transactivateur sur son propre promoteur ainsi que sur celui des gènes pp38, pp24 a été démontré par 
expression ectopique de ICP4 dans la lignée lymphoblastoïde transformée MSB-1 (Endoh et al., 1995; 
Pratt et al., 1994). Cependant contrairement à son homologue chez HHV-1, ICP4 ne semble pas initier 
directement la réplication de GaHV-2, car aucune augmentation du nombre de copies de génome de 
GaHV-2 n’a été retrouvée après transfection du gène ICP4 (Endoh et al., 1995). De plus, le fait qu’un 
oligonucléotide « anti-sens » d’ICP4 entraînerait la perte du potentiel prolifératif de la lignée MSB-1, 
semblerait suggérer un rôle dans le maintien du phénotype transformé (Xie et al., 1996). 
 Le rôle précis de la protéine ICP22, codée par US1, dans la réplication virale de GaHV-2 n’est 
pas clairement établi. Bien que la réplication in vitro d’un virus GaHV-2 délété du gène US1 soit 
moins importante que celle de la souche sauvage correspondante, et que la coopération ICP22/ICP4 ait 
un effet positif sur la transcription de la protéine ICP27 (Kato et al., 2002), ICP22 n’est nécessaire ni à 
l’infection in vivo, ni au pouvoir oncogénique de GaHV-2 (Parcells et al., 1995). Chez HHV-1, le gène 
US1 est également non essentiel, mais il est requis pour une production optimale d’une partie des gènes 
γ2. Associée à la protéine kinase codée par UL13, ICP22 modifierait la phosphorylation de l’ARN Pol 
II favorisant ainsi la transcription des gènes viraux au détriment des gènes cellulaires (Long et al., 
1999). ICP22 et UL13 permettent également l’activation de cdc2 et la dégradation de ses partenaires, 
les cyclines A et B, aboutissant à une expression optimale de certains des gènes γ2 (Advani et al., 
2000a; Advani et al., 2000b). 
 La phosphoprotéine nucléaire ICP27, codé par le gène UL54, possède une taille de 473 aa et 
une masse moléculaire de 55 kDa (Ren et al., 1994). De même que son homologue présent chez HHV-
1, en fonction du promoteur considéré, cette protéine peut agir en tant qu’activateur ou répresseur. En 
effet, ICP27 a la capacité d’initier la transcription des gènes codant les protéines pp38 et pp24 
indépendamment d’ICP4 alors qu’elle réprime l’expression de la thymidine Kinase (TK) (Lupiani et 
al., 2001). De plus, la protéine ICP27 de GaHV-2 comporte des domaines fonctionnels similaires à 
ceux de son homologue chez HHV-1 et semble, à l’instar de cette dernière, jouer un rôle dans 
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l’épissage des gènes viraux et cellulaires au cours de l’infection virale, ce qui permettrait 
potentiellement de bloquer l’expression de certaines protéines cellulaires ou virales en fonction des 
étapes du cycle viral (Amor et al., 2011). 
 
3.2.5.1.4. Transcription des gènes β. 
 Les protéines précoces correspondent à des enzymes impliquées dans la réplication virale et 
dans le métabolisme des acides nucléiques (Lupiani et al., 2001). Ces enzymes sont très conservées et 
ont été identifiées par analogie de séquence avec HHV-1. Sept d’entre elles sont nécessaires à la 
réplication virale : l’ADN polymérase (UL30) et son facteur de processivité (UL42), une protéine se 
liant à l’origine de réplication virale (UL9, ori binding protein), une protéine liant l'ADN simple brin 
(UL29 ou ICP8) ainsi que le complexe hélicase-primase formé de trois protéines (UL5, UL8 et UL52). 
Bien que non-essentielles pour le déroulement de base de la réplication du génome, la thymidine 
kinase (UL23), le complexe ribonucléotide réductase (UL39, UL40), l’uracil DNA glycosylase (UL2), la 
deoxyribonucléase (UL12) et la dUTPase (UL50) restent des enzymes importantes pour la virulence, 
l’infectiosité et la réactivation du virus. 
 
3.2.5.1.5. Réplication ADN viral par les gènes β. 
Une fois le génome viral circularisé, la protéine UL9 se lie à l’origine de réplication  
permettant le déroulement de l’ADN puis le recrutement d’ICP8 ainsi que de différents facteurs venant 
se fixer au niveau de la fourche de réplication. Par la suite, l’assemblage des complexes hélicase-
primase et polymérases virales avec ce premier complexe est à l’origine de l’initiation du cycle de 
réplication théta. Ensuite, le passage de la forme réplicative théta à la réplication par cercle roulant 
s’effectue suite au départ de la protéine UL9. Ce mode de réplication permet de générer des génomes 
viraux linéaires sous forme de concatémères qui seront clivés en structures monomériques lors de 
l’assemblage des virions. Il faut noter que des fourches de réplication secondaires sont très souvent 
décrites, donnant à l’ADN en cours de réplication un aspect branché (Severini et al., 1996). 
 
3.2.5.1.6. Expression des gènes γ. 
 Les protéines tardives correspondent classiquement aux protéines de structure du virus et sont 
rassemblées en trois groupes : les glycoprotéines d’enveloppe, les protéines de capside et les protéines 
de tégument. Ces protéines sont activées en fin de cycle viral par les gènes très précoces notamment 
par ICP4 ainsi que par les gènes précoces. 
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3.2.5.1.6.1. Les glycoprotéines 
 GaHV-2 code pour dix glycoprotéines différentes homologues à HHV-1, dont sept sont codées 
par des gènes retrouvés dans UL : gL (UL1), gM (UL10), gH (UL22), gB (UL27), gC (UL44), gN 
(UL49.5), gK (UL53), et trois dans US : gD (US6), gI (US7), gE (US8) (Brunovskis & Velicer, 1995; Lee 
et al., 2000; Tulman et al., 2000). De manière générale, les glycoprotéines des herpesvirus sont 
impliquées dans les processus initiaux d’attachement, de fusion membranaire, de pénétration du 
virion, de trafic intracellulaire des composants du virion, de la sortie et la diffusion de cellule à cellule 
du virus (Rajcani & Vojvodova, 1998). Le rôle prépondérant de la plupart des glycoprotéines dans les 
interactions virus/cellules a été mis en évidence par le développement de stratégies d’invalidation de 
gènes viraux au sein des génomes de GaHV-2. Ainsi, pour les glycoprotéines de GaHV-2, la délétion 
de gB ou de l’une ou l’autre des protéines formant les hétérodimères gE/gI et gM/gN entraîne une 
incapacité de multiplication et de diffusion du virus in vitro (Schumacher et al., 2000; Schumacher et 
al., 2001; Tischer et al., 2002). En plus de son rôle dans la dissémination de cellule à cellule, le 
complexe gH/gL joue également un rôle important dans les étapes de pénétration du virus (Wu et al., 
2001). A l’instar des autres herpesvirus, gH doit interagir avec gL pour permettre leur translocation à 
la surface des cellules (Wu et al., 2001; Wu et al., 1999). La glycoprotéine gC, qui est retrouvée très 
exprimée au niveau de la surface cellulaire et du cytoplasme des cellules infectées, semble fortement 
impliquée dans le pouvoir infectieux du virus, car indispensable pour la transmission horizontale de 
GaHV-2 (Jarosinski et al., 2007; Jarosinski & Osterrieder, 2010). Il faut noter que les glycoprotéines 
gB et gC, correspondent à l’antigène B associé aux cellules et à l’antigène soluble A, initialement mis 
en évidence par Churchill et Biggs par un test d’immunodiffusion en gélose (Churchill & Biggs, 
1967). Historiquement ces antigènes ont été largement utilisés dans des tests de diagnostic de la 
maladie de Marek. Contrairement à HHV-1, la glycoprotéine gD de GaHV-2  ne semble pas 
essentielle à la fusion et à la pénétration du virus dans les cellules. En effet, un virus invalidé pour 
cette protéine conserve son pouvoir réplicatif in vitro et oncogénique in vivo ainsi que sa capacité à 
diffuser au sein des élevages (Anderson et al., 1998). Enfin, la glycoprotéine gK a été caractérisée 
chez GaHV-2, cependant son rôle n’a pas été démontré comme chez HHV-1 chez lequel la protéine 
homologue interagit directement avec gB lors des phases de fusion membranaire et de sortie du virus 
(Chouljenko et al., 2010). 
 
3.2.5.1.6.2. Les protéines du tégument 
 Chez HHV-1, quatre des quinze protéines de tégument (VP11/12, VP13/14, VP16 et VP22) 
sont des composants majeurs des virions et sont susceptibles d’intervenir dans la morphogénèse et 
dans la régulation de l’expression des gènes viraux. Les autres protéines composant le tégument 
possèdent des fonctions très variées (activité kinase, blocage de la synthèse de protéines cellulaires, 
interaction avec les ribosomes et encapsidation de l’ADN).  
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 Les gènes UL46, UL47, UL48 et UL49 codant respectivement pour les protéines VP11/12, 
VP13/14, VP16 et VP22, sont également présents chez GaHV-2 (Yanagida et al., 1993).  Cependant, 
il a été montré que seul VP22 semble indispensable à la réplication de GaHV-2 in vitro (Dorange et 
al., 2002). De plus elle est essentielle pour la diffusion des particules virales de cellule à cellule 
(Blondeau et al., 2008).  
Par ailleurs, la VP22 d’HHV-1 présente également  de nombreuses fonctions. Elle joue un rôle 
majeur dans la réorganisation des microtubules (Elliott & O'Hare, 1998). Elle est également capable 
d’interagir avec gD pouvant permettre une liaison de gD à la capside du virion (Chi et al., 2005) et 
avec ICP0 afin de limiter le pouvoir transactivateur de ce dernier sur les gènes de la thymidine kinase 
et de gC (Yu et al., 2010). Enfin, VP22 ainsi que VP11/12 et VP13/14 semblent également capables 
de moduler les fonctions transactivatrices de VP16 (Elliott et al., 1995; Zhang et al., 1991).  
 
3.2.5.1.6.3. Les protéines de capside 
 Les capsides virales matures à symétrie icosaédrique sont composées de 162 capsomères et 
mettent en jeu 7 protéines : la protéine majeure de capside VP5 (UL19), la protéine d’échafaudage pré-
VP22a (UL26.5), les protéines VP19c (UL38), VP23 (UL18), VP26 (UL35), et les protéines VP21-
VP24 issues de l’autoclivage de la protéase codée par le gène UL26. Comme chez HHV-1 (Tatman et 
al., 1994), il a été montré qu’une coexpression ectopique de VP5, preVP22a, VP23, VP19c de GaHV-
2  dans un système baculovirus était nécessaire et suffisante pour leur auto-assemblage sous forme de 
pseudocapsides virales présentant une morphologie identique à des capsides immatures natives (Kut & 
Rasschaert, 2004).  
 
3.2.5.1.6.4. La lipase virale 
La lipase virale possède de fortes homologies de séquence en acides aminés avec les motifs 
α/β hydrolase de lipases pancréatiques cellulaires (Kamil et al., 2005). Ce gène spécifique du genre 
Mardivirus est issu d’un gène tardif qui est exprimé spécifiquement durant la phase lytique. Il est 
composé de deux exons, un premier codant pour le peptide signal alors que le second code pour les 
domaines à activité lipase (Kamil et al., 2005). Bien que non essentielle, vLIP (Viral Lipase) permet 
d’augmenter la réplication virale ainsi que le pouvoir pathogène de GaHV-2 (Kamil et al., 2005). 
Cependant cette glycoprotéine sécrétée de 756 aa ne semble pas posséder d’activité hydrolase comme 
ces homologues cellulaires et son rôle précis reste inconnu. 
 
3.2.5.1.7. Assemblage de la capside. 
Après leur synthèse, la protéine majeure de capside VP5 (UL19), les protéines de capside 
VP26 (UL35), VP19c et VP23, ainsi que les protéines d’échafaudages preVP22a (UL26.5) et VP24-
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Figure 32 : Assemblage de la capside et encapsidation de l’ADN viral chez HHV-1.
VP5 (UL19) en
association avec les protéines
d’échafaudages UL26/UL26.5
















VP21 (UL26) sont importées dans le noyau, siège de l’assemblage des virions. Autour de la structure 
d’échafaudage formée par les protéines VP22A et VP24/VP21 les pentamères de VP5 et les 
hexamères de VP5-VP26 viennent s’assembler avec les triplex de connexion constitués de 
l’assemblage des protéines VP19c-VP23, pour former une structure relâchée stable : la procapside 
(Figure 32). Ensuite, la séparation par autoclivage de la protéase VP24 et de la protéine VP21 conduit 
à la perte de l’échafaudage (Figure 32). A ce moment, la capside virale mature est prête à intégrer 
l’ADN viral.  
L’assemblage de la capside de GaHV-2 est identique à celui des autres herpesvirus, hormis 
l’autoclivage de la protéase au niveau des sites R et M permettant de générer VP24 (protéase) d’une 
part et VP21 d’autre part, qui s’effectue de manière séquentielle et non simultanée. En effet, 
contrairement à tous les autres herpesvirus, le site R est le premier à être ciblé par l’activité 
autocatalytique de la protéase (Laurent et al., 2007) et la VP24 séparée de VP21 mature ensuite cette 
dernière par élimination des quelques aa de l’extrémité COOH terminale par coupure au niveau du site 
M. Il faut noter également que le site M, bien que fonctionnel, possède une séquence en acides aminés 
non consensuelle (Laurent et al., 2007).   
 
3.2.5.1.8. Encapsidation. 
 Le clivage et l’encapsidation d’une unité génomique au sein de la capside virale est un 
processus clef dans le cycle des herpesvirus. Le mécanisme ainsi que le rôle des protéines impliquées 
dans le clivage et l’encapsidation sont peu décrits chez GaHV-2. Cependant, du fait que ce mécanisme 
soit très conservé au sein des herpesvirus, et que les protéines de GaHV-2 présentent de fortes 
homologies avec les protéines d’HHV-1, il est supposé un rôle commun de ces protéines entre les 
deux virus.  
 Chez HHV-1, l’encapsidation de l’ADN viral nécessite sept protéines : UL6, UL15, UL17, 
UL25, UL28, UL32 et UL33. Les protéines UL15, UL28 et UL33 s’associent pour former le complexe 
terminase qui permet la fragmentation du concatémère d’ADN, en unités génomiques simples. Il 
induit des coupures de l’ADN double brin au niveau de sites spécifiques du concatémère appelés 
séquences α,  de telle façon qu'un génome viral complet puisse être introduit dans chaque capside. Les 
séquences α sont constituées de deux régions distinctes indispensables au mécanisme de clivage et 
d’encapsidation : pac1 et pac2 situées de part et d’autre du site de clivage. Chez GaHV-2, ces 
séquences se situeraient en amont du transcrit LAT (Latency Associated Transcript), au niveau des 
régions répétées IRS et TRS à proximité de la jonction avec l’IRL ou TRL. 
 Au sein du complexe terminase, la protéine UL15 possède une activité ATPase nécessaire à 
l’encapsidation. En effet, le mécanisme d’encapsidation est particulièrement consommateur d’énergie, 
puisqu’il a été estimé qu’une molécule d’ATP était hydrolysée pour deux pb intégrées. De plus, la 
protéine UL15 est un facteur clef dans la localisation d’UL28 et UL33 au niveau des centres de 
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réplication où a lieu l’encapsidation (Higgs et al., 2008). L’interaction entre le complexe terminase et 
l’ADN s’effectue entre la protéine UL28 et une séquence pac1. Par ailleurs, les protéines UL15 et UL28 
interagissent également avec la protéine UL6, qui forme le site d’entrée de l’ADN dans la capside 
(White et al., 2003). Plus précisément, douze monomères de la protéine UL6 en interagissant 
spécifiquement avec l’un des douze sommets de la capside forment un anneau définissant un canal 
permettant l’entrée de l’ADN dans la capside (Newcomb et al., 2001).  
 Parmi les autres protéines impliquées dans le mécanisme de clivage/encapsidation, la protéine 
UL17, également essentielle chez GaHV-2 (Chbab et al., 2009), semble être nécessaire à la localisation 
des capsides au niveau des sites intranucléaires de réplication (Salmon et al., 1998; Taus et al., 1998). 
La protéine UL32 qui ne se lie pas à la capside, serait également impliquée dans le transfert des 
capsides préformées vers les centres de réplication (Lamberti & Weller, 1998). Enfin, la protéine UL25 
est requise pour une encapsidation entière du génome viral. Elle ne semble pas impliquée dans le 
clivage de l’ADN viral (McNab et al., 1998), mais elle empêcherait l’échappement de l’ADN 
encapsidé en le stabilisant à l’intérieur de la capside virale (Ogasawara et al., 2001).  
 A ces différentes protéines, nous pouvons également ajouter la nucléase alcaline codée par 
UL12, qui n’est pas essentielle mais facilite le clivage et l’encapsidation de l’ADN viral. Un virus 
mutant pour la nucléase alcaline possède un titre viral 100 à 1000 fois plus faible que son homologue 
sauvage (Shao et al., 1993). Cette baisse de titre serait due à la somme de diminutions ponctuelles de 
rendement lors de la synthèse de l’ADN viral, de son implication dans l’encapsidation, de la sortie du 
virus du noyau et de la capacité des nouvelles particules à initier de nouveaux cycles réplicatif (Porter 
& Stow, 2004). 
 
3.2.5.1.9. Sortie du virus. 
Après l'encapsidation de l'ADN viral, les nucléocapsides formées sont capables de 
bourgeonner à travers la membrane interne du noyau. Ce processus implique des interactions entre la 
nucléocapside, les protéines du tégument et certaines glycoprotéines virales, dont essentiellement gK. 
Le virus à ce moment n’aurait acquis qu’une partie du tégument. En effet, ce dernier apparaît moins 
dense en microscopie électronique, que celui des virions matures après bourgeonnement hors de la 
cellule, laissant ainsi supposer des modifications ultérieures (Roizman et al., 2007). La traversée de la 
membrane nucléaire par les particules intermédiaires s’effectue grâce au complexe nucléaire de sortie 
constitué des protéines UL31 et UL34 en collaboration avec la kinase virale US3 et plusieurs kinases 
cellulaires, via une interaction avec les lamines. Après fusion de la membrane intermédiaire avec le 
feuillet externe de la membrane nucléaire, la nucléocapside entourée du tégument rejoint le réseau 
trans-golgien soit via une vésicule, soit via le réticulum endoplasmique. Il faut noter que l’enveloppe 










R-LORF9 9 5  12      3       2      4 3111
UUCC  U       G C ACAU
CC UUUGCUU UUCA UGUGCGGCAUUAUU    U
|| ||:|||: |||| ||:||:||||||::     U
GG AAGCGAG AAGU ACGCGUCGUAAUGG    A                                                                                              
AA  C       A _              CCAC
AAAU U ----C  G
UUUCCU ACCGUGUAGCUUAGA UC  G
|::||| |||:||||:||:|:|     ||
AGGGGA UGGUACAUUGAGUUU     AG  A
UUU C UAUCA  A
pré-miR-M11
UG  GC A      U      - GUGC
UCC  UG  C GCUCAC GGCUGU GCACU    G 
|||  ||  | |||||| |:|||| |||||     A
AGG  AC G CGAGUG CUGACA CGUGA    U
UA UA A - U AUCU
pré-miR-M31
pré-miR-M1
A A U C U   AA      
GCGGC UGAAAAUGUGAA CCUC CC GC AGA  U
:|::| |:|||||||||| ||:| || || |||   A   
UGUUG AUUUUUACACUU GGGG GG CG UCU  G                                           
A - - U - AA       
UUUA UA C UCG
GAAG    AUGCUG UCGGAACC UUCGU G
:|||    ||||||  ||:||||| |||||    U   
UUUC UACGAC AGUCUUGG AAGCA   G                                                                                  
-CAG -- U CCA             
U  UG   C U AU - GUUUA
CA  AAC GUA GCGAUCAC UG ACACG      A
||  ||| ||| :|||:|||  |: |||||       A  
GU  UUG CAU UGCUGGUG AU UGUGC      A
G  GU   U C CU G AUACAU             
C   A   G    UC U CC C UGUAU
CGG GCG UUUU UCCU CCC CGGAGUU AC     C
||| ||: ||||  |||| |||  ||||||| ||      G
GCC CGU AAAA AGGA GGG GCCUCAA UG U







GCC     A A GUC 
GAUCA GGCCCUCCGUAU AUGUAAAU C
||||| ::|||||||||| |||:|||:                           
CUAGU UUGGGAGGCAUA UACGUUUG   A
GC     C A GAA           
AA        UG CC GUAA        
AAGAAAGU UAUUCUGC GGUAGUCCGUUU    G
|||||||:  ||||||||  ||:||||||||:     G
UUCUUUCG AUAAGACG CCGUCAGGCAAG    U                                                                                  
G        -- -- GUUC      
5’
3’
Figure 33 : Localisation et représentation de la structure tige-boucle des 9 pré-microARN issus du cluster 1 de microARN, localisés dans les régions IRL et TRL
de GaHV-2.
Les microARN matures 5P et 3P sont en caractère gras et soulignés au niveau du brin supérieur (5P) et du brin inférieur (3P) de la structure en tige boucle. Les
liaisons fortes entre A-U et G-C sont représentées par un trait tandis que les liaison plus faibles entre G et U sont représentées par deux points.
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 Par ailleurs, en plus de se propager de cellule à cellule via le compartiment extracellulaire, 
certains herpesvirus comme HHV-1 et GaHV-2, peuvent passer directement de cellule à cellule, via 
l’implication des glycoprotéines gE et gI. 
 
3.2.5.2. Transcriptome des régions TRL/IRL et IRS/TRS de GaHV-2. 
 
 Les gènes spécifiques de GaHV-2 sont principalement retrouvés au niveau des régions 
répétées inversées IRL/TRL et IRS/TRS et donc présents en deux copies dans le génome. Bien que 
certains soient communs au genre Mardivirus, la plupart sont spécifiques de chaque sérotype.  
 
3.2.5.2.1. Les microARN de GaHV-2 
 
 Après la découverte de miARN chez la plupart des herpesvirus (Pfeffer et al., 2005; Pfeffer et 
al., 2004), différentes études ont montré la présence de 13 pré-miARN (pré-miR) permettant 
l’expression de 25 miARN matures chez GaHV-2 (Burnside et al., 2006; Burnside et al., 2008; 
Morgan et al., 2008; Yao et al., 2008). Ces miARN ont été regroupés en deux clusters. Un premier, 
localisé dans l’IRL/TRL, encadre l’oncogène meq (Figure 33). Ce cluster est constitué des miR-M9, 
M5, M12, M3, M2 et M4, situés en amont de meq et des  miR-M11, M31 et M1 localisé en aval 
(Figure 33). Le second cluster, constitué des miR-M8, M6, M7 et M10, est localisé dans la partie 5’ du 
transcrit LAT au niveau de l’IRS/TRS (Figure 34). Plusieurs banques de miARN ont été réalisées à 
partir  de cultures de CEF infectées par GaHV-2 (Burnside et al., 2006), de lymphomes de rate induits 
par GaHV-2 (Morgan et al., 2008), de la lignée lymphocytaire CD4+ MSB-1 transformée par la 
souche vBC-1 (Morgan et al., 2008; Yao et al., 2008), de la lignée lymphocytaire 54-O transformée 
par la souche vvRB-1B, ainsi que de PBL (Peripheral Blood Leucocytes) à J5, J21, J31 et de 
lymphocytes T CD4+ triés à J21, récupérés lors d’une infection in vivo par la souche vvRB-1B 
(données du laboratoire non publiées. B.Muylkens). L’analyse comparative de ces banques fait 
ressortir des différences d’expression de ces miARN conduisant à suspecter une régulation spécifique 
en fonction des types de cellules infectées, du cycle viral et du pouvoir pathogène du virus.  
Ces différences sont déjà observables dans l’expression des différents miARN rapportée à 
celle des miARN viraux totaux. Quelques miARN, tels que mdv1-miR-M4-5P, mdv1-miR-M3-5P ou 
mdv1-miR-M5-3P, sont fortement exprimés dans l’ensemble des banques (Tableau 4). Certains 
semblent plus spécifiques de la phase lytique, tels que mdv1-miR-M6-3P, mdv1-miR-M8-3P, mdv1-
miR-M2-5P ou mdv1-miR-M1-5P, et d’autres plus spécifiques de la phase de latence et de 
transformation tels que, mdv1-miR-M3-5P, mdv1-miR-M6-5P, mdv1-miR-M7-5P ou mdv1-miR-M8-
5P (Tableau 4). Il apparaît également une forte expression du cluster 1 par rapport au cluster 2 lors de 
la phase lytique, et une proportion égale entre les deux clusters pendant la phase de latence et la 
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UUUUUGACA UAGAGC CUCUAGAGCU GA  A                                                                             
GGG U AU CAAC  CC       
AC     C  UU U AUCUAUCG
GGAAA CUAUUGUUCUGUGG GGUU CG U 
||||| |||||||||:||:|  |||: ||         U
CCUUU GAUAACAAGGCAUC CCAG GC        C 





AG       - - CCA UCUCU  U
UGGAUGG C GUUGUCUCGUAGAGGU GA     CC G    
|:||::: | |||:||||||||||:|                                       
AUCUGUU G CAAUAGAGCAUCUCUA CU GG U   
GG       U A AAG -CAAC  U
UL US
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Figure 34 : Localisation et représentation de la structure tige-boucle des 4 pré-microARN issus du cluster 2 de
microARN, localisés dans les régions IRS et TRS de GaHV-2.
Les microARN matures 5P et 3P sont en caractère gras et soulignés au niveau du brin supérieur (5P) et du brin
inférieur (3P) de la structure en tige boucle. Les liaisons fortes entre A-U et G-C sont représentées par un trait
tandis que les liaisons plus faibles entre G et U sont représentées par deux points.
Figure 35 : Alignement des séquences des miR-155 cellulaires humain (hsa) et de gallus gallus (gga)
avec leurs orthologues viraux HHV-8 (KSHV) et GaHV-2.
seed
gga-miR-155 UUAAUGCUA-AUCGUGAUAGGG
||||||||  |||| ||    
mdv1-miR-M4-5P UUAAUGCUGUAUCG-GAACCCUUCGU
hsa-miR-155 UUAAUGCUAAUC--GUGAUAGGG





transformation (Tableau 4). Il faut noter que selon les auteurs, les lignées ne semblent pas être 
homogènes quant à leur expression des miARN. En effet, contrairement aux résultats obtenus par  
notre équipe et l’équipe de Yao, il apparaît que les cellules MSB-1 de Morgan et ses collaborateurs 
expriment mdv1-miR-M5-3P et mdv1-miR-M8-5P à un taux très élevé tandis que mdv1-miR-M7-5P 
n’est que très peu représenté dans ces cellules.  
 Parmi les 25 miARN clonés, seules des cibles ont été attribué à mdv1-miR-M3-5P et mdv1-
miR-M4-5P. Le mdv1-miR-M3 semble avoir des propriétés anti-apoptotiques puisqu’une étude 
récente a montré que ce miARN diminue le taux de mortalité des cellules traitées par cisplatine, 
molécule utilisée en traitement anticancéreux visant à induire l’apoptose (Xu et al., 2011).  Cette 
propriété anti-apoptotique de mdv1-miR-M3 est corrélée à la régulation directe de l’expression de la 
protéine SMAD 2 qui fait partie de la voie de signalisation du TGF-β. Le mdv1-miR-M4-5P, 
fortement exprimé dans l’ensemble des banques, possède une séquence « seed » (nucléotides 2-8), 
identique à celle d’un miARN cellulaire, le miR-155 (Figure 35). Ce dernier, que l’on peut qualifier 
d’oncomiR, possède un rôle clef dans de nombreux processus physiologique et pathologique de la 
biologie des lymphocytes. Ainsi, de par leur homologie de séquence, mdv1-miR-M4 et Gallus gallus 
gga-miR-155 ciblent et dérégulent un même ensemble de gènes cellulaires (PU.1, CEBPβ, HIVEP2, 
BCL2L13, PDCD6) (Zhao et al., 2009b). De plus, il est intéressant de noter que le gammaherpesvirus 
de Kaposi HHV-8 code également pour un orthologue de miR-155, le kshv-mir-K12-11-3P (Figure 
35) (Gottwein et al., 2007; Skalsky et al., 2007). Comme son homologue humain hsa-miR-155, ce 
miARN viral cible et dérégule les gènes cellulaires BACH1 (Skalsky et al., 2007), c-MAF (Hansen et 
al., 2010; Rodriguez et al., 2007), FOS, MAP3K10, AGTRAP, BIRC4BP, IKBKE, TWF1, PIK3CA, 
RFK, RPS6KA3, SAMHD et SLA (Gottwein et al., 2007). De plus, kshv-mir-K12-11 en association 
avec d’autres miARN de HHV-8 et notamment kshv-mir-K12-6, diminue l’expression du suppresseur 
de tumeur THBS1 (Samols et al., 2007) et du facteur de transcription c-MAF (Hansen et al., 2010). 
Cependant, à l’instar de mdv1-miR-M4, aucun rôle dans la régulation directe de gènes viraux n’a été 
mis en évidence. 
 Des miARN ont également été retrouvés chez les autres Mardivirus. En effet, 17 pré-miR ont 
été identifiés chez GaHV-3 (HPRS-24) (Yao et al., 2007), et 18 pré-miR chez MeHV-1 (HVT) 
(Waidner et al., 2009; Yao et al., 2009b). Cependant, bien qu’ils soient également localisés dans les 
régions répétées du génome, aucune homologie n’a été mise en évidence entre les miARN des 
différents sérotypes. Il faut noter que pour la première fois chez un virus, le virus HVT, il a été montré 
une évolution des miARN à partir d’un évènement de duplication (Yao et al., 2009b). 
 Enfin, comme pour tous les virus, la comparaison des banques de miARN cellulaires de tissus 
sains ou infectés, fait apparaître que l’infection de cellules ou de poulets par GaHV-2 induit une 
dérégulation de nombreux miARN cellulaires. (Burnside et al., 2008; Yao et al., 2009a). De plus, les 
miARN dont les taux varient lors de la phase lytique sont différents de ceux variant lors des phases de 
latence/oncogenèse. Ainsi, lors d’une infection lytique de CEF par GaHV-2, gga-miR-10b, miR-29b, 
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miR-30d, miR-133a et miR-196 sont surexprimés tandis que l’expression de gga-miR-1a, miR-130a, 
let-7a, let-7b, let-7f est réprimée (Burnside et al., 2008), alors que dans les lignées MSB-1, les miR 
gga-miR-7b, miR-18a, miR-29a, miR-34a, miR-133a, miR-146b, miR-454 et let-7d sont retrouvés 
surexprimés et les miR gga-miR-26a, miR-126, miR-150, miR-155, miR-223 et miR-451 sous-
exprimés (Yao et al., 2009a).  
 
3.2.5.2.2. Transcriptome, protéome de IRS/TRS 
  
 Seulement deux ARN sont transcrits à partir de cette région IRS/TRS, le messager d’ICP4 sur 
un brin et le transcrit LAT (Latency Associated Transcript) dans l’autre brin. L’analyse comparative 
du profil d’expression des transcrits LAT et d’ICP4 indique une transcription importante du gène ICP4 
lors de l’infection cytolytique en CEF alors que les ARN du LAT seraient majoritairement détectés 
dans les lignées cellulaires transformées par GaHV-2 et dans les cellules tumorales. Le rôle de la 
protéine ICP4 ayant été détaillé précédemment, je ne présenterai ici que la famille des transcrits LAT. 
 La présence d’ARN non codants tels que les LAT chez HHV-1, les EBER chez HHV-4 ou 
encore l’ARN β2.7 chez HHV-5 (Sullivan, 2008) a été rapportée pour plusieurs herpesvirus. Chez 
GaHV-2, une famille de transcrits associés à la latence (LAT) a été identifiée sur le brin anti-sens du 
gène codant la protéine ICP4 (Cantello et al., 1994). Cette famille de transcrits a été retrouvée in vivo 
dans des lymphomes induits par GaHV-2,  dans les différentes lignées lymphoblastoïdes établies à 
partir de lymphomes induits par GaHV-2 et in vitro lors d’infections cytolytiques de CEF par GaHV-2 
(Cantello et al., 1994; Cantello et al., 1997; Li et al., 1998; Li et al., 1994). Elle comprend de 
nombreux transcrits alternatifs polyadénylés ou non, dont un grand ARN de 11 kb non épissé, 
polyadénylé recouvrant la presque totalité de l’IRS ou TRS, ainsi que trois grandes familles de 
transcrits alternatifs (Figure 36), parmi lesquels ont été décrits des petits ARN nucléaires épissés non 
polyadénylés de 0,75 et 0,9 kb appelés MSR (MDV Small RNA), ainsi que de nombreux ARN 
hautement épissés et polyadénylés (Cantello et al., 1994; Cantello et al., 1997; Li et al., 1998; Li et al., 
1994) ; communication personnelle. S. Laurent). 
 A ce jour, aucune protéine n’a été associée à ces différents transcrits LAT composés de 15 
exons alternatifs dont 9 possèdent des bornes variables (communication personnelle. S. Laurent) et 
seul le cluster 8-10 de miARN a été identifié dans la partie 5’ du LAT (Burnside et al., 2006). Plus 
précisément, ce cluster de miARN est présent dans le premier intron des trois groupes de transcrits 
alternatifs LAT qui s’initient dans ou juste en aval de la dernière des répétitions de 60 pb (Figure 36 ; 
communication personnelle. S. Laurent) (Stik et al., 2010). Par ailleurs, des transcrits analogues ont 
été retrouvés chez HHV-1, sur le brin complémentaire du gène ICP0, recouvrant la totalité de ce 
dernier. De plus, des miARN et deux petits ARN (sRNA : small RNA) permettant, entre autres, 
l’inhibition de l’expression du gène ICP0 et ou ICP4, ont également été identifiés dans cette région
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Figure 36 : Représentation schématique des trois familles de transcrits alternatifs issus du gène LAT.
Les familles de transcrits sont définies par leur épissage : exon1-exon2, exon1-exon8 et exon1-exon14. Les microARN
du cluster 2 sont représentés en rouge, les exons du gène LAT sont représentés en gris s’ils possèdent des bornes
d’épissage variables et en noir s’ils possèdent des bornes d’épissage fixes. Les répétitions de 60 pb, présentes en nombre
variable en fonction de la souche sont représentées en gris hachuré.
Figure 37 : Structure et localisation des différents domaines de la protéine Meq du virus GaHV-2.
La fonctionnalité des domaines nécessaires pour les interactions protéines/protéines et protéines/acides nucléiques,
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 (Shen et al., 2009; Umbach et al., 2008). Ces résultats laissent à penser que les LAT de GaHV-2 
pourraient réguler négativement la transcription du gène ICP4 par une régulation par ARN anti-sens. 
Mais surtout, au travers des miARN du cluster 8-10, l’expression du transcrit LAT pourrait réguler 
l’expression de différents gènes cellulaires et viraux permettant d’une part l’installation ainsi que le 
maintien de la latence et conduisant d’autre part au développement des tumeurs. 
 
3.2.5.2.3. Transcriptome, protéome de IRL/TRL 
 
3.2.5.2.3.1. Le gène meq (Marek EcoQ) 
 Le gène meq (Marek’s disease EcoRI-fragment Q ou RLORF-7), considéré comme l’oncogène 
majeur de GaHV-2, reste le gène de ce virus le plus étudié à ce jour. Il code pour une phosphoprotéine 
nucléaire de 339 aa impliquée dans de nombreux processus de transformation cellulaire. Cette protéine 
est plus fortement exprimée dans les cellules tumorales induites par GaHV-2 et dans les lignées 
cellulaires transformées que pendant le cycle lytique (Liu et al., 1998; Ross et al., 1997). L’expression 
du gène meq dans les leucocytes sanguins de poulet est détectable in vivo dès le début de l’infection et 
augmente pour être maximale au moment de l’apparition et du développement des lymphomes 
(Debba-Pavard et al., 2008a). La protéine Meq possède de nombreux domaines caractéristiques de 
liaison à l’ADN, à l’ARN, un domaine de type Leucine-Zipper (domaine bZIP) et des séquences de 
ciblage vers le noyau et les nucléoles (Figure 37). La région C-terminale riche en proline (Figure 37), 
homologue à la protéine suppresseur de tumeur WT-1 (Wilms Tumor-1), comporte un motif de liaison 
à l’ARN ainsi qu’un domaine transactivateur (Qian et al., 1995). Le domaine bZIP localisé dans la 
région N-terminale de la protéine est homologue à celui des oncogènes de la famille Fos/Jun (Jones et 
al., 1992). Ce domaine permet à Meq de se lier à l’ADN, de s’homodimériser, ou de se dimériser avec 
d’autres protéines possédant généralement un domaine bZIP. Ainsi, Meq semble pouvoir former des 
hétérodimères avec de nombreux facteurs cellulaires, dont c-Jun (Qian et al., 1995), junB, Fos, CREB, 
ATF1, ATF2, ATF3 (Levy et al., 2003b), ICP4, p53, RB (Liu & Kung, 2000), CtBP, c-Myc 
(Osterrieder et al., 2006) et Hsp70 (Zhao et al., 2009a), avec cependant une affinité supérieure pour c-
Jun (Levy et al., 2003b). Par ailleurs, les hétérodimères Meq/Jun et les homodimères Meq/Meq se 
fixent sur des séquences nucléotidiques appelées MERE I et MERE II (Meq Responsive Elements). Le 
site MERE I (GAGTGATGACGTCATC) est un site de type AP-1 plutôt spécifique de l’hétérodimère 
Meq/Jun. Il est retrouvé au niveau des promoteurs des gènes viraux meq et ICP4 ou cellulaires IL-2 et 
CD30 avec un effet cis-activateur associé (Burgess et al., 2004; Levy et al., 2003b). Le site MERE II 
(RACACACAY) spécifique de l’homodimère Meq/Meq, identifié près de l’origine de réplication de 
GaHV-2 conduit à l’inhibition de la transcription des gènes de la famille des 1,8 kb et codant pour 
pp38 (Levy et al., 2003b). Ainsi, Meq pourrait réguler sa propre expression et inhiber celle des gènes 
intervenant dans la réplication virale, suggérant un rôle de ce gène dans l’établissement de la latence 
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ainsi que dans la transformation cellulaire et la lymphomagenèse. Enfin, des études récentes utilisant 
des virus recombinants a permis de montrer que l’homodimérisation de la protéine était nécessaire à 
l’induction de lymphomes (Brown et al., 2009), mais qu’elle n’était pas suffisante pour induire la 
transformation à elle seule (Suchodolski et al., 2009). 
 Plusieurs études ont été conduites pour rechercher l’impact de Meq sur le cycle cellulaire et 
sur les voies de régulation de l’apoptose. En premier lieu, il a été montré que lors d’expressions 
ectopiques dans les lignées hétérologues Rat-2, Meq co-localisait avec CDK2 (Cyclin Dependant 
Kinase 2) pendant les phases G1/S et S du cycle cellulaire, à la périphérie des nucléoles et dans les 
corps de Cajal (Liu et al., 1999b). Il faut noter qu’un impact sur  la formation du complexe RB/E2F et 
donc sur le cycle cellulaire n’a pas été mis en évidence à ce jour, mais il semblerait plutôt que CDK2 
en phosphorylant Meq réduirait son activité de liaison à l’ADN et favoriserait son exportation vers le 
cytoplasme (Liu et al., 1999b). Par ailleurs, Meq semble présenter un effet anti-apoptotique évident. 
En effet, lors d’expression ectopique dans la lignée aviaire DF1, Meq augmenterait la transcription de 
gènes tels que Bcl-2, c-jun et c-ski et diminuerait celle des gènes pro-apoptotiques Fas et DAP5 (Levy 
et al., 2005). De plus, Meq aurait également un effet anti-apoptotique par blocage du facteur TNFα 
(Tumor Necrosis Factor α) (Liu et al., 1998). Enfin, un motif PLDLS (Pro-Leu-Asp-Leu-Ser) localisé 
dans la partie N-Terminale de la protéine Meq a été montré fonctionnel par établissement d’un lien 
direct entre la mutagenèse de ce motif et la perte du pouvoir oncogène du virus mutant correspondant 
(Brown et al., 2006). Ce motif de type PXDLS est spécifique de l’interaction avec la protéine CtBP 
(C-terminal Binding Protein), qui est un co-répresseur transcriptionnel impliqué dans la régulation de 
la prolifération cellulaire ainsi que dans l’apoptose, mais dont le mécanisme d’action précis est encore 
peu connu. Il faut noter que des motifs PXDLS fonctionnels ont également  été caractérisés chez 
d’autres oncogènes viraux essentiels, tels que E1A d’adénovirus ou l’antigène EBNA3C (Epstein Barr 
Nuclear Antigen 3C) (Brown et al., 2006). Suite à ces résultats, il a été montré que des mutants de 
GaHV2 invalidés pour le gène meq étaient capables de se répliquer in vivo et in vitro mais 
n’exprimaient plus de pouvoir pathogène chez l’animal, faisant de ces mutants des candidats efficaces 
pour la vaccination en conditions expérimentales (Lee et al., 2010; Lee et al., 2008). 
 Un polymorphisme de meq, consistant en la présence d’un nombre variable de séquences 
répétées riches en proline (PRR, Proline-Rich Repeats) a été mis en évidence suite au séquençage du 
gène de diverses souches de GaHV-2 (Chang et al., 2002a; Chang et al., 2002b). Ainsi, quatre formes 
alléliques du gène meq ont été mises en évidence après analyse de l’ADN extrait de CEF infectés in 
vitro, la forme longue L-meq (Long-meq ; insertion de 180pb), la forme classique meq, la forme courte 
S-meq, (Short-meq ; délétion de 123pb) et la forme très courte VS-meq (Very Short-meq ; délétion de 
276 pb) (Chang et al., 2002b). Cependant, les auteurs ont seulement retrouvé les formes L-meq et meq 
in vivo (Chang et al., 2002a), avec une majorité de la forme L-meq possédant neuf copies de PRR dans 
le génome des souches faiblement oncogénique (JM) ou non oncogénique (CVI988) durant toutes les 
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Figure 38 : Représentation schématique de l’ensemble des transcrits connus codés par le brin
portant l’oncogène meq de l’IRL/TRL du virus GaHV-2 Md5.
Les exons sont représentés par des traits noirs plein et les introns par des traits gris en pointillés.
Les bornes des transcrits sont schématisées par des losanges noirs et les bornes d’épissages par des
losanges gris. Les transcrits dont la queue polyA a été clonée sont présentés avec un AAA à leur
extrémité C-terminale. (A) transcrits de la famille des 1,8kb. (B) transcrits issus du gène meq. (C)
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phases virales, et une majorité de l’isoforme meq (6 copies de PRR) durant les phases cytolytiques et 
tumorales des souches virulente Md5 et RB-1B (Chang et al., 2002a).  
 L’activité transactivatrice de L-Meq est moins importante que celle de Meq, suggérant un lien 
potentiel entre l’accroissement du nombre de PRR et une atténuation du pouvoir transactivateur de 
Meq (Chang et al., 2002c). De plus, L-Meq semble inhiber la transactivation induite par Meq et 
réduire la réplication in vitro de la souche vvMd5 (Chang et al., 2002c). Ainsi, L-Meq, qui est 
majoritaire durant la phase de latence des souches oncogéniques (Chang et al., 2002a) ainsi que dans 
les cellules MSB1 (Chang et al., 2002b), pourrait être impliquée dans le maintien de la latence des 
souches virulentes de GaHV-2.  
 L’analyse comparative des séquences de Meq a également permis d’identifier des mutations 
dans les motifs PRR des souches de GaHV-2 et une corrélation a été établie entre la présence de ces 
mutations sur les sites de transactivation ou de transrépression et la virulence de ces souches 
(Shamblin et al., 2004). Il faut noter que le gène meq de la souche CVI988 présente également une 
délétion des trois nt du codon 193 (Kang et al., 2007).  
 Par ailleurs, différentes études montrent qu’il existe plusieurs transcrits alternatifs de meq 
parmi lesquels, Meq/vIL-8 dont la région 3’ est remplacée par les 2ème et le 3ème exons de vIL-8 (Peng 
et al., 1995), ∆Meq issu d’un épissage interne à meq (Okada et al., 2007), Meq/RLORF5a, et un 
dernier transcrit dont le second exon commence entre meq et RLORF5a (Jarosinski & Schat, 2006) 
(Figure 38B), aboutissant à la production de différentes isoformes de Meq dont le rôle n’est pas encore 
clairement établi. Cependant il semblerait que certaines formes alternatives de la protéine Meq 
correspondant à ces épissages différentiels pourraient jouer un rôle dans la régulation négative de la 
latence et de la transformation induite par Meq. En effet la protéine Meq/vIl-8 qui a perdu la région 
transactivatrice terminale au profit de vIL8, a été observée à la fois pendant la phase lytique et la 
latence (Peng & Shirazi, 1996a). Elle se localise dans les mêmes compartiments nucléaires que Meq et 
semble se dimériser également avec c-Jun et se fixer au niveau des sites AP-1 (Anobile et al., 2006; 
Peng & Shirazi, 1996a). Aussi, il est possible de lui supposer un rôle d’inhibiteur de la transactivation 
par Meq, par simple compétition avec la protéine native lors de l’assemblage des dimères 
transactivateurs. Par ailleurs, Okada et ses collaborateurs ont montré une forte expression du transcrit 
∆Meq durant l’apoptose des lignées cellulaires transformées par GaHV-2 (Okada et al., 2007). La 
protéine ∆Meq correspondante qui ne présente que les 100 premiers aa de la protéine Meq native, 
semblerait également avoir un effet négatif sur la transactivation induite par Meq et L-Meq (Okada et 
al., 2007).  
 
3.2.5.2.3.2. pp38/pp24 
 Les gènes précoces pp38 (R-LORF14a) et pp24 (R-LORF14), spécifiques de GaHV-2, sont 
localisés respectivement au niveau des jonctions entre l’UL et l’IRL ou l’UL et le TRL. De par leur 
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localisation, ces protéines présentent une région NH2 terminale identique puisque codée par les 
régions répétées et elles différent dans leur partie COOH terminale codée par les 2 extrémités 
différentes de l’UL. De ce fait, ces deux polypeptides possèdent un promoteur identique qui est 
caractérisé par la présence de l’origine de réplication lytique (Figure 28) (Katsumata et al., 1998). 
Comme évoqué précédemment, ce promoteur bidirectionnel régulé négativement par l’homodimère 
Meq/Meq (Levy et al., 2003b) et positivement par l’hétéropolymère pp38/pp24 (Ding et al., 2008; 
Ding et al., 2007) montre une expression plus importante des gènes de la famille des 1,8 kb en 
comparaison des gènes pp38/pp24 (Chen et al., 2009; Shigekane et al., 1999). Des homologues de ces 
gènes ont été retrouvés chez GaHV-1 (Izumiya et al., 2001; Ono et al., 1994), et seul un homologue 
tronqué de pp38 a été identifié chez HVT (Afonso et al., 2001; Smith et al., 1995).  
 L’expression des phosphoprotéines pp24 et pp38 peut être augmentée par un traitement à 
l’iododéoxyuridine (IUdR) ou par transfection du gène ICP4 (Pratt et al., 1994) conduisant plutôt à 
attribuer un rôle pour ces protéines dans la réactivation et le cycle lytique. Bien que le rôle de pp24 n’a 
pas été étudié, l’implication de pp38 durant l’infection cytolytique précoce mais également durant la 
transformation a été observée. 
 La phosphoprotéine de 290 aa pp38, a été initialement identifiée comme un antigène associé à 
la transformation, exprimé dans le cytoplasme des cellules tumorales et des lignées lymphoblastoïdes 
(Cui et al., 1990; Nakajima et al., 1987). De plus, l’inhibition de la prolifération de lignées cellulaires 
lymphoblastoides transformées par des oligonucléotides « anti-sens » complémentaires de la région 
d'initiation de la traduction du gène pp38 semble également suggérer un rôle de cette protéine dans le 
maintien du phénotype transformé (Xie et al., 1996). L’utilisation d’un cosmide recombinant délété de 
pp38 a permis de confirmer se rôle mais également de mettre en évidence le rôle prépondérant de pp38 
lors de l’infection cytolytique précoce des lymphocytes B (Gimeno et al., 2005; Reddy et al., 2002). 
De plus, il a été observé que l’utilisation de ce virus recombinant n’affecte pas la dissémination 
horizontale du virus, ni la réplication au sein des follicules plumeux et in vitro en DEF (Duck Embryo 
Fibroblasts) (Gimeno et al., 2005; Reddy et al., 2002). 
 Cependant, le lien entre ces rôles et la forme longue de la protéine pp38 est remis en cause par 
la découverte de deux formes épissées de la protéine pp38 in vivo et dans différentes lignées cellulaires 
(Li et al., 2006; Piepenbrink et al., 2009). Enfin,  seul un rôle spécifique à la forme longue de pp38 a 
pu être identifié, conduisant à la surexpression de la succinate déhydrogénase mitochondriale, une 
enzyme pouvant potentiellement interférer avec la voie apoptotique mitochondriale (Piepenbrink et al., 
2009). 
 
3.2.5.2.3.3. La famille des gènes de 1,8 kd 
 La famille des gènes 1,8 kb regroupe plusieurs transcrits très précoces spécifiques à GaHV-2 
(Bradley et al., 1989a; Peng et al., 1992), au sein desquels deux protéines (14kDa ou 14kDb) ont été 
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identifiées (Figure 38A) dans le cytoplasme des cellules infectées par les souches oncogéniques et 
atténuées et dans les lignées transformées par GaHV-2 (Hong et al., 1995). Elles proviennent de 
transcrits épissés, constitués de deux exons. Un premier exon, spécifique de chaque protéine 14kDa ou 
14kDb, et un second commun aux deux messagers le 14kDend (Hong & Coussens, 1994). Le transcrit 
14kDa, qui s’initie au niveau du promoteur bi-directionnel, encode pour une protéine de 85 aa (Hong 
& Coussens, 1994), tandis que le transcrit 14kDb, qui s’initierait en amont des répétitions de 132 pb, 
encode pour une protéine de 93 aa (Hong & Coussens, 1994; Tahiri-Alaoui et al., 2009a). Ces deux 
phosphoprotéines, possédant un poids moléculaire respectif de 9,3 et 8,4 kDa, contiennent de 
nombreux sites potentiels de phosphorylation et de glycosylation aboutissant à la masse moléculaire 
apparente d’environ 14kDa (pp14).  
 De plus, deux IRES (Internal Ribosome Entry Site) ont été recensés sur le ARNm de 14 kDb. 
Le premier, situé en amont du premier exon de 14kDb (Tahiri-Alaoui et al., 2009a), et le second, 
intersitronique, entre 14kDend et R-LORF9 (Tahiri-Alaoui et al., 2009b). Ces deux IRES sont 
indépendamment fonctionnels, mais semblent pouvoir agir en synergie afin de permettre la traduction 
des deux protéines 14kDb et pp12 (Tahiri-Alaoui et al., 2009a). Il faut noter que cette protéine pp12 
de 107 aa et de masse moléculaire apparente de 12kDa peut être également traduite par le même 
mécanisme à partir du messager de 14kDa.  
 Le rôle de ces trois protéines n’est pas clairement établi, néanmoins, une inhibition de la 
réplication de l'ADN et de la prolifération de cellules lymphoblastoïdes transformées par le GaHV-2 a 
été observée suite à l’utilisation d’oligonucléotides « anti-sens » complémentaires de cette famille 
d’ARN (Hayashi et al., 1999; Kawamura et al., 1991). Plus précisément, elles interagiraient avec le 
cycle cellulaire en favorisant le passage de la phase G1 à la phase S, ou en ayant un rôle positif lors 
des premières étapes de la réplication de l’ADN (Hayashi et al., 1999). 
 
3.2.5.2.3.4. Le gène R-LORF5a 
 Le gène R-LORF5a correspond à une ORF située entre meq et R-LORF4 qui coderait pour une 
protéine potentielle de 107 aa  (Figure 38) (Ohashi et al., 1994), ainsi qu’un des miARN de GaHV-2, 
mdv1-miR-M1 (Figure 33) (Burnside et al., 2006). Le transcrit de 0,6kb recouvrant cette ORF semble 
être modérément exprimé lors d’infection lytique de CEF par la souche vvRB-1B et très fortement 
dans des cellules lymphoblastoïdes transformées CU41 (Figure 38C) (Ohashi et al., 1994). De plus, à 
l’instar de meq et de R-LORF4, des transcrits alternatifs issus de R-LORF5a montrent un épissage avec 
les exons 2 et 3 de vIL-8 (Figure 38C) (Jarosinski & Schat, 2006). Cependant, des infections in vitro et 
in vivo avec un virus CVI988 ou RB-1B délété pour R-LORF5a montre un pouvoir infectieux 
comparable à celui des souches sauvages (Jarosinski et al., 2005; Schat et al., 1998), ce qui semblerait 
montrer que mdv1-miR-M1 ainsi que la protéine potentielle R-LORF5a ne seraient pas essentiels pour 
la réplication de GaHV-2. 
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3.2.5.2.3.5. Le gène R-LORF4 
 Un transcrit propre à R-LORF4 a été identifié durant la latence dans les lignées cellulaires 
MSB-1 issues de tumeurs et durant les cycles réplicatifs dans les CEF infectées par des souches 
caractéristiques de chaque niveau de virulence (Jarosinski et al., 2003). R-LORF4 coderait 
potentiellement pour une protéine de 142 aa, qui n’a jamais été visualisée. Cependant deux peptides 
codés par R-LORF4 ont été retrouvés lors d’une étude protéomique par spectrométrie de masse 
tendant à valider l’expression réelle d’une protéine correspondant à cet ORF (Liu et al., 2006). De 
plus, de nombreux transcrits alternatifs comprenant des phénomènes d’épissage interne à R-LORF4 
ainsi qu’avec les exons 2 et 3 de vIL-8 (Jarosinski et al., 2003; Jarosinski & Schat, 2006) ayant été 
retrouvés (Figure 38D), il est difficile de connaître par prédiction uniquement quelle est la protéine 
réellement produite à partir de R-LORF4. Par contre, R-LORF4 est important pour GaHV-2, puisque 
la délétion des deux copies du gène R-LORF4 d’un virus vvRB-1B mène à une atténuation de la 
souche in vitro et in vivo (Jarosinski et al., 2005) et que l’atténuation d’une souche vv+ (648a) après 
cent passages en CEF entraine la délétion de tout ou partie de R-LORF4 (Spatz, 2010). 
 
3.2.5.2.3.6. Le gène vIL-8 
 Le gène vIL-8, codé par R-LORF2, a initialement été identifié suite à l’étude des produits 
épissés de meq (Figure 38) (Peng & Shirazi, 1996a). Le gène vIL-8 s’exprime durant la phase lytique 
et est composé de trois exons codant pour une chemokine virale de type CXC homologue de l’IL-8 
aviaire (Liu et al., 1999a; Parcells et al., 2001). Le premier exon de vIL-8 code pour le peptide signal 
tandis que les exons 2 et 3 composent la protéine mature qui possède toutes les grandes 
caractéristiques d’une chemokine (Liu et al., 1999a). La seule différence consiste dans le 
remplacement de la séquence ELR (Glu-Leu-Arg) très conservée dans toutes les molécules IL-8-like 
cellulaires (Liu et al., 1999a) par un motif DKR (Asp-Lys-Arg) qui cependant, semble aussi 
fonctionnel que le motif ELR lors de  la pathogenèse de GaHV-2 (Cui et al., 2004).    
 Le rôle de vIL-8 dans la pathogenèse de GaHV-2 a été mis en évidence par l’observation d’une 
diminution significative de la réplication virale in vivo et d’une baisse de l’incidence tumorale induite 
par la délétion du gène vIL-8 de la souche virale vvRB-1B (Parcells et al., 2001). Plus précisément, 
vIL-8 n’est pas nécessaire à l’établissement de la latence et sa délétion n’influe pas sur la réplication au 
niveau des follicules plumeux (Cui et al., 2004). De plus, une expression plus importante de vIL-8 a 
été observée lors d’infection in vivo par des souches vv et vv+ en comparaison des souches 
moyennement virulentes et avirulentes (Jarosinski et al., 2003). Ainsi la protéine vIL-8 semble 
impliquée dans la phase précoce d’infection lytique et particulièrement dans le recrutement des 
lymphocytes T, à la suite de l’expression des récepteurs à cette chemokine activés par l’interféron γ. 
Cette caractéristique pourrait permettre à vIL-8 de jouer un rôle clef dans l’infection secondaire des 
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lymphocytes T par GaHV-2, suite à l’infection initiale des lymphocytes B (Schat & Xing, 2000). De 
plus, vIL-8 est capable d’être attractive pour les monocytes du sang circulant, et de ce fait, cette 
protéine pourrait participer à un mécanisme d’échappement de GaHV-2 à la réponse immune, tel que 
cela a déjà été décrit pour d’autres herpesvirus (Alcami & Koszinowski, 2000).  
 Comme cela a été décrit dans les paragraphes précédents un épissage différentiel a été mis en 
évidence pour vIL-8 (Figure 38), et différents résultats contradictoires posent question quant à la 
nécessité de ce peptide signal codé par l’exon 1. En effet, de multiples transcrits s’épissant avec l’exon 
2 et l’exon 3 de vIL-8, excluant le premier exon de vIL-8 ont été identifiés (Figure 38B 38C 38D) 
(Jarosinski & Schat, 2006). De plus, à l’instar de ceux de vIL-8, les transcrits R-LORF5a/vIL-8 et R-
LORF4/vIL-8 semblent être exprimés durant la phase précoce de réplication (Jarosinski & Schat, 
2006). Par contre, la délétion du premier exon de vIL-8 chez un virus vvRB-1B entraîne une 
diminution de l’infection lytique précoce (Jarosinski & Schat, 2006). Cependant, il est difficile de 
conclure car avec ce virus délété de l’exon 1 de vIL-8 les transcrits R-LORF5a/vIL-8 et R-




 Le premier ARN fonctionnel découvert chez GaHV-2 correspond à une sous-unité ARN de la 
télomérase vTR, qui est le seul homologue viral de TR (Telomerase RNA) identifié à se jour (Figure 
39) (Fragnet et al., 2003). La télomérase est un complexe ribonucléoprotéique qui permet l’élongation 
des télomères localisés à l’extrémité des chromosomes dont ils assurent l’intégrité lors des divisions 
cellulaires. Le complexe télomérasique est composé d’une protéine nommé TERT (Telomerase 
Reverse Transcriptase) qui possède une activité transcriptase inverse et un ARN (TR) comportant une 
séquence matricielle (CUAACC) complémentaire des motifs télomériques (GGTTAG), retrotranscrite 
par TERT. La télomérase semble impliquée dans environ 85 % des cancers humains et l’activité de 
cette enzyme semble essentielle à la prolifération des cellules tumorales et à leur immortalisation. 
 vTR est spécifique de GaHV-2, il est codé à l’extrémité des répétitions TRL et IRL, sur le brin 
opposé à l’oncogène meq, proche de la région comportant des séquences télomériques caractéristique 
de la jonction IRL/IRS ou TRL/TRS (Figure 27). vTR présente une forte homologie de séquence (88%) 
avec son homologue aviaire, chTR (Figure 39), tout en étant plus efficace que ce dernier pour 
reconstituer une activité télomérase avec chTERT en cellule (Fragnet et al., 2005). Par ailleurs, 
contrairement au promoteur de chTR, le promoteur de vTR semblerait essentiellement piloté par le 
proto-oncogène cellulaire c-Myc, qui lui conférerait une efficacité de transcription quatre fois 
supérieure à celle de son homologue cellulaire dans les cellules transformées MSB-1 (Shkreli et al., 
2007). De plus, l’importance de c-Myc dans la régulation de vTR et dans l’oncogenèse de GaHV-2 a 
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Figure 39 : Structure secondaire de vTR (d’après Fragnet et al., 2003)
Les régions appariées en hélice (P1 à P8) sont numérotées à partir de l’extrémité 5’ de vTR. Les régions jonctionnelles
(J) entre 2 hélices sont indiquées en orange et identifiées par rapport aux régions d’appariement bordantes. Les 4
domaines conservés dans les TR de vertébrés sont encadrés. La région matricielle (CR1) et les boîtes H et ACA sont
délimitées par des rectangles noirs. Les mutations et les appariements additionnels dans la séquence de vTR par rapport
à chTR sont indiqués en rouge. Les nucléotides additionnels dans la séquence de vTR sont indiqués en bleu et les








été confirmée in vivo suite au remplacement  du promoteur de vTR par celui de chTR dans la souche 
virale RB-1B (Chbab et al., 2010).  
 Au vu du rôle prépondérant de la télomérase dans les processus d’immortalisation, la 
dérégulation de cette dernière par la présence de la sous-unité vTR semble être un facteur déterminant 
dans les processus de tumorigenèse viro-induite par GaHV-2. En effet, une forte activité télomérase a 
été détectée dans la lignée transformée MSB-1 (Djeraba-AitLounis et al., 2004), et une augmentation 
d’activité télomérase a été mise en évidence in vivo dans les PBL de poulets infectés par une souche 
vvRB-1B, parallèlement à une forte expression de vTR observée à partir du 7ème jour post infection et 
perdurant jusqu’à la mort des animaux (Shkreli et al., 2007). De plus, la délétion des deux copies de 
vTR dans le génome de la souche pathogène vvRB-1B réduit de 50% l’incidence tumorale et diminue 
la dissémination des lymphomes, en comparaison du virus parental (Trapp et al., 2006). Il est 
également intéressant de noter que la seule mutation qui semble influencer l’efficacité de vTR a été 
identifiée dans certains isolats de la souche vaccinale CVI988 (Debba-Pavard et al., 2008b; Fragnet et 
al., 2005; Spatz & Silva, 2007a). Cette mutation A en G touche les boîtes H/ACA qui sont impliqués 
dans la localisation nucléaire (nucléoles, corps de cajal) et induisent une diminution de l’efficacité de 
vTR. 
 
3.2.5.2.3.8. Autres ORF présentes dans l’IRL/TRL. 
 L’expression de la plupart des ORF présentes sur le brin complémentaire de l’oncogène meq 
au sein des régions répétées IRL et TRL n’a pas été validée pour le moment. Parmi ces ORF, seuls des 
peptides issus de R-LORF10, R-LORF11 ainsi que la protéine 23kD ont été détectées (Figure 40) (Liu 
et al., 2006; Peng & Shirazi, 1996b). Bien que les protéines de R-LORF8, R-LORF12 et R-LORF13 
n’aient pas été retrouvées dans un contexte d’infection par GaHV-2, des interactions in vitro avec la 
protéine cellulaire C1QBP (C1q Binding Protein) (Niikura et al., 2004), également appelée SF2P32 
(p32 subunit of splicing factor ASF/SF2), ont été décrites pour les protéines codées par R-LORF8 et R-
LORF13. C1QBP est impliquée dans la régulation de  l’épissage par inhibition de la liaison à l’ARN et 
par phosphorylation de la protéine SR ASF/SF2 (Petersen-Mahrt et al., 1999). Il est intéressant de 
noter que la protéine ICP27 d’HHV-1 se lie également à la protéine C1QBP (Bryant et al., 2000).  
 La protéine potentielle codée par R-LORF12 semble interagir avec la protéine cellulaire p23 
(Niikura et al., 2004), également appelée TCTP (Translationally Controled Tumor Protein) encodée 
par le gène TPT1 (Tumor Protein Translationnally controled 1). Cette protéine ubiquitaire est très 
conservée chez l’ensemble des eucaryotes. TPT1 possède de nombreuses fonctions dont des rôles dans 
la croissance cellulaire, le cycle cellulaire, la transformation, l’apoptose mais également un rôle dans 
l’activation de PKR (Protein Kinase R ou double strand RNA Dependent Protein Kinase) 
généralement impliquée dans la défense antivirale. 
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Figure 40 : Représentation schématique des deux brins codants de l’IRL du génome de GaHV-2 Md5.
Les ORF dont les protéines associées ont été retrouvées sont représentés en gris. Les ORF dont aucune protéine n’a été
identifiée à ce jour sont représentés en blanc. Les ARN fonctionnels (microARN et vTR) sont représentés en rouge.
L’origine de réplication lytique du virus (Ori lyt) est également positionnée (losange noir). Les positions correspondent
au génome GaHV-2 md5.
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 La protéine 23kD, localisée sur le brin complémentaire de l’oncogène meq (Figure 40), a été 
détectée dans les fractions nucléaires de cellules infectées par GaHV-2 (Peng & Shirazi, 1996b). Cette 
protéine interagit avec l’α-enolase (ENO1) (Niikura et al., 2004), qui est retrouvée à la surface des 
lymphocytes B et T, et dont l’expression semble corrélé à la progression des tumeurs.  
 La protéine codée par R-LORF10 interagit in vitro avec la chaine invariante Ii du CMH de 
classe II (CMH II) (Niikura et al., 2004). Contrairement aux autres herpesvirus qui ont tendance à 
diminuer l’expression du CMH II, une surexpression de ce complexe à été identifié in vitro et in vivo 
par GaHV-2 (Niikura et al., 2007). De plus, un virus délété de R-LORF10 montre une virulence 
atténué in vivo, tandis qu’aucune différence n’est détectée in vitro bien qu’une diminution du CMH II 













4. Objectifs de travail  
 
 Les miARN apparaissent comme les régulateurs principaux de l’expression génique pour 
l’ensemble des eucaryotes. Ils sont également essentiels lors des infections virales quelque soit le type 
de virus et surtout pour les virus encodant des miARN tels que les herpesvirus. Bien que tous les 
herpesvirus n’encodent pas des miARN, ils représentent la famille de virus encodant la majorité des 
miARN viraux identifié. Les miARN des herpesvirus semblent impliqués dans de nombreux 
processus, tels que la régulation du cycle viral, la dérégulation de la réponse immunitaire cellulaire 
et/ou l’oncogenèse. Chez GaHV-2, 25 miARN matures ont été identifiés (Burnside et al., 2006; 
Burnside et al., 2008; Morgan et al., 2008). Ils sont répartis au sein des régions répétés TRL/IRL et 
TRS/IRS du virus, contennant les gènes spécifiques de GaHV-2. 
 Suite à l’établissement de banques de miARN de GaHV-2 RB-1B in vivo, le laboratoire TLVI 
(Transcription Lymphome Viro-Induit) s’est interressé aux mécanismes de régulation de ces derniers 
ainsi qu’à leurs rôles dans la lymphomagenèse induite par GaHV-2. Une partie de l’équipe s’est 
intéressée aux miARN des régions RS et j’ai eu en charge l’étude des miARN des régions RL. Ainsi, 
mon travail de thèse a consisté en l’étude des différents mécanismes transcriptionnels et post-
transcriptionnels liés aux régions IRL/TRL. De plus, suite aux données des banques de miARN 
montrant une grande variation d’expression des miARN viraux entre eux et au sein d’un même cluster 
nous nous sommes demandé quels facteurs pouvaient influencer leur régulation et plus 
particulièrement leur transcription. Pour répondre à cette problématique, différentes approches ont été 
suivies. Tout d’abord, une recherche et analyse du promoteur responsable de leur transcription, mais 
également, au vu de la complexité de transcription de la région TRL/IRL, une recherche plus globale 
des transcrits pouvant permettre leur transcription notamment lors de la phase de latence/oncogenèse 
du virus. Par ailleurs, suite à la découverte de l’homologie de séquence de la région « seed » entre 
mdv1-miR-M4-5P et le miARN cellulaire miR-155, au vu du rôle primordial de ce dernier dans la 
régulation des lymphocytes, la régulation de la réponse immunitaire et son impact dans l’oncogenèse, 
ainsi que de la prévalence de mdv1-miR-M4-5P au sein des différentes banques de miARN, nous 
avons comparé leurs actions sur différentes cibles cellulaires et virales, montrant un rôle potentiel dans 




































1. Lignées cellulaires et souches virales 
1.1. Lignées cellulaires 
 
  Six lignées cellulaires de poulet ont été utilisées lors des différentes études. La lignée LMH 
établie à partir de cellules épithéliales de carcinome hépatique (Kawaguchi et al., 1987) est cultivée en 
milieu DMEM : F12 (Lonza). Afin d’optimiser l’adhérence de ces cellules, les boîtes de culture sont 
pré-incubées 15 minutes (min) à 4°C avec de la gélatine (0,5%). La lignée DF-1 établie à partir de 
cellules épithéliales de poulet est cultivée en milieu DMEM (Lonza).  
 La lignée lymphocytaire T-CD4+ MSB-1 obtenue à partir de lymphomes de rate induits par la 
souche GaHV-2 BC-1 est également co-infecté par la souche GaHV-3 HPRS-24 (Akiyama & Kato, 
1974), la lignée lymphocytaire T-CD4+ PA-9 obtenue à partir de lymphomes induits par la souche 
GaHV-2 HPRS-16 (Le Rouzic & Perbal, 1996), ainsi que la lignée lymphocytaire 54-O établie à partir 
de tumeurs ovariennes d’un poulet infecté par la souche GaHV2 RB1B reconstituée à partir d’un 
bacmide bac-RB1B (Muylkens et al., 2010), possèdent le génome de GaHV-2 intégré au génome 
cellulaire. Ces lignées sont cultivées en milieu RPMI-1640 (Lonza), additionné de pyruvate de sodium 
(1mM). La lignée lymphoblastoïde B DT-40 (Baba et al., 1985) dérive d’une tumeur induite par le 
virus leucosique aviaire RAV-1 (Rous-Associated Virus). Elle est cultivée en milieu DMEM (Lonza) 
additionné de pyruvate de sodium (1mM) ainsi que de tryptose broth phosphate (TBP ; 1,475 g/L).  
 Ces cellules sont cultivées en présence de 10% de sérum de veau foetal (SVF) et de 5% de 
sérum de poulet (SP) dans une atmosphère contenant 5% de CO2. L’ensemble des lignées cellulaires 
sont incubées à 41°C. 
 
1.2. Souches virales  
 
La souche hypervirulente GaHV-2 RB-1B (vvRB-1B) maintenue sous forme d’une suspension 
de PBL récoltés à partir de poulets B13/B13 atteints de maladie de Marek 42 jours pi est conservée à 
raison de 108 cellules par ml sous forme congelée dans l’azote liquide. 
 
1.3. Préparation des CEF et infections virales  
 
Les CEF primaires sont obtenus par trypsination d’embryons de poulet B
13/B13 de 10 jours 
(Parker & Schierman, 1983) et sont mis en culture en milieu DMEM supplémenté de pyruvate de 
sodium (1mM), de TBP (1,475 g/L), de SVF (2,5%) et de SP (1,25%) à raison de 7.106 cellules par 
flasque de 75cm2. Ces cellules sont incubées à 41°C dans une atmosphère contenant 5% de CO2. 
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Six heures avant l’infection, 4.10
5 de CEF secondaires sont mis en culture en plaque de 6 
puits, puis infectées à raison de 1,5.106 PBL par puits. Trois infections successives sont réalisées à 
partir d’un tiers des cellules du passage précédent, puis les cellules de chaque puits sont récupérées 
afin d’en extraire les ARN. 
2. Les vecteurs de clonages et d’expression 
 
 Le plasmide pGEM-T Easy (Promega) permet le clonage direct de produits de PCR. Linéarisé 
par l’endonucléase EcoRV, il présente à ses extrémités une thymine capable de s’apparier à l’adénine 
ajoutée aux amplicons par certaines Taq polymérase. Ce plasmide de 3015 pb code pour la beta-
lactamase et comporte le gène de la sous-unité alpha de la beta-galactosidase (cassette LacZ), dans 
lequel est localisé le site de clonage multiple encadré des promoteurs T7 et SP6, ce qui permet un 
criblage blanc-bleu des colonies possédant le plasmide recombinant (Figure 41A). 
 Le plasmide pcDNA3 (Invitrogen) permet l’expression de gènes clonés au niveau du site de 
clonage multiple en systèmes eucaryotes sous contrôle du promoteur du cytomégalovirus (Figure 
41B).  
 Le plasmide pCDNAMluc possède le gène codant la luciférase Firefly sous contrôle du 
promoteur du cytomégalovirus, permet l’expression de ce gène rapporteur en cellules eucaryotes. 
 Le plasmide pRL-TK (Promega), possédant le gène codant la luciférase Renilla sous contrôle 
du promoteur de la Thymidine Kinase (TK) du virus HHV-1, permet l’expression de ce gène 
rapporteur en cellules eucaryotes (Figure 41C). 
 Le vecteur d’expression pGL3 Basic (Promega) a été utilisé afin de tester l’efficacité de 
séquences promotrices clonées au niveau du site de clonage multiple situé en amont du gène 
rapporteur codant la luciférase Firefly (Figure 41D). 
 Le vecteur d’expression pcDNA3.1-V5-His-TOPO (Invitrogen) permet l’expression sous 
contrôle du promoteur du cytomégalovirus de protéines taguées par l’épitope V5 dérivé des protéines 
P et V du paramyxovirus SV5 (Figure 41E). De plus, ce vecteur linéarisé par l’exonucléase EcoRV, 
permet le clonage direct des produits de PCR.  
 Ces cinq plasmides codent pour la beta-lactamase, ce qui permet la sélection des bactéries 
transformées en milieu gélosé additionné d’ampicilline de concentration finale de 40 mg/L.  
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3. Techniques générales de biologie moléculaire 
3.1. Amplification génique 
 
 Les amplifications géniques sont effectuées dans un volume final de 50 μl, contenant 2,5 
unités de Taq DNA polymérase (Promega), 100 µM de chaque amorce (Eurogentec), 200 μM de 
chaque désoxy-ribonucléotide, 10 mM de Tris-HCl pH 9, 50mM de KCl, 1,5 mM de MgCl2, 0,1% de 
Triton X-100 et de 500 ng d'ADN matriciel.  
 Trente cycles d’amplification sont réalisés : 1 min à 94°C pour la dénaturation, 1 min à une 
température inférieure de 5°C à la température de fusion de l'amorce de plus faible Tm pour 
l’hybridation, et 1 min à 72°C pour la polymérisation. Un cycle supplémentaire de 10 min à 72°C est 
effectué afin de terminer la synthèse des brins. 
 
3.2. Electrophorèse d’ADN 
 
 Les fragments d’ADN sont séparés par électrophorèse sur gel d’agarose (0,8%) en Tris-borate-
EDTA (TBE) pour les gels analytique ou en Tris-acétate-EDTA (TAE) pour les gels préparatifs. La 
présence de 0,1 μg/ml de bromure d’éthidium dans les gels permet la visualisation de l'ADN sous 
rayonnement ultraviolet. Pour faciliter le dépôt, 1/5ème de tampon de charge (0,3 % de bleu de 
bromophénol dans une solution de glycérol à 50 %, TBE 5X) est ajouté aux échantillons à analyser. La 
migration est effectuée sous un courant de 100V (TBE) ou 50V (TAE) avec le SmartLadder 
(Eurogentec) comme marqueur de taille. 
 
3.3. Purification des acides nucléiques 
 
 Les fragments d'ADN sont purifiés à l'aide du kit NucleoSpin Extract II (Macherey-Nagel), 
fondé sur l'affinité de l'ADN pour la silice en présence de fortes concentrations en sel. Selon les 
recommandations du fournisseur, deux volumes de solution de solubilisation (NT) contenant des sels 
chaotropiques sont ajoutés pour un volume d'agarose excisé. Après incubation 5 min à 55°C, l'agarose 
solubilisé contenant le fragment d'ADN d'intérêt est déposé sur une colonne de silice et centrifugé 1 
min à 11000g. Un lavage est ensuite réalisé par 700 μl de solution NT3 (composé de 4/5 d’éthanol 
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100%), suivie de deux centrifugations à 11000g pendant 1 et 2 min. L'ADN retenu dans la colonne est 
enfin élué par 18 μl d’eau ultra pure MilliQ lors d’une centrifugation de 1 min à 11000g. 
3.4. Digestion enzymatique d’ADN 
 
 Les digestions d’ADN plasmidique ou des produits issus de PCR par les endonucléases de 
restriction (Promega) sont réalisées en utilisant 2 à 5 unités d’enzyme par μg d’ADN. Les réactions 
sont effectuées en présence du tampon de digestion spécifique des différentes enzymes utilisées. Les 
réactions sont incubées 1 heure à 37°C. 
 
3.5. Déphosphorylation des vecteurs de clonages 
 
 Dix microgrammes de vecteur linéarisé sont ajoutés à un mélange réactionnel contenant 
500mM de Tris-HCl, 1mM d’EDTA pH 8,5 et 10 unités de phosphatase alcaline (Promega). Après 20 
min d’incubation à 37°C, l’enzyme est dénaturée par la chaleur pendant 20 min à 56°C. Après 5 
minutes dans la glace, un second cycle est réalisé pendant 20 min à 37°C, puis 20 min à 65°C après 
ajout de 5 unités de phosphatase alcaline. Le vecteur déphosphorylé est purifié et concentré avant 
ligation soit en utilisant les colonnes Micropure et les membranes Microcon 100 (Millipore) soit par 
extraction par un volume d’un mélange phénol-chloroforme-alcool isoamylique (50-49-1) et 
précipitation par 3 volumes d’alcool à 100% en présence de 0,3 M d’acétate de Na. 
 
3.6. Ligature vecteur/insert 
 
 Les réactions de ligature sont réalisées suivant un rapport molaire vecteur/insert de 1/3. Les 
réactions, réalisées dans un volume final de 10 μl contenant 3 unités de T4 DNA Ligase (Promega), 
10mM d’ATP, 300mM de Tris-HCl, 100mM de MgCl2, 100mM de DTT et 50 ng de vecteur, sont 
incubées 16 heures à 12°C. Lors des clonages dans le vecteur d'expression pGL3basic, les promoteurs 
sont insérés en amont du gène codant la luciférase Firefly, au niveau des sites de restriction KpnI 
/HindIII déphosphorylés en 5’. Pour les clonages dans le vecteur pRLTK, les inserts sont insérés en 
aval du gène codant la luciférase Renilla, au niveau des sites de restriction XbaI /SpeI ou NotI 




3.7. Préparation des bactéries électro-compétentes 
 
Une pré-culture en milieu LB est réalisée à 37°C pendant une nuit sous agitation. Dix 
millilitres de cette pré-culture sont ensuite utilisés pour ensemencer 1L de milieu LB et incubés à 37°C 
jusqu’à obtention d’une DO600nm=0,5. La croissance est alors arrêtée en plaçant la culture à 4°C. Après 
10 min de centrifugation à 7000g à 4°C, cinq lavages sont effectué par 500 ml d’eau ultra pure à 4°C. 
Après un dernier lavage par 10 ml de glycérol 10% le culot bactérien resuspendu en glycérol 10%, 
puis réparti en fractions aliquotes de 50µl et conservé à -80°C.  
 
3.8. Transformation bactérienne 
 
 Les bactéries Escherichia coli TG1 de génotype SupE hsdΔ5 thi Δ(lac-proAB)/F’ [traD36 
proAB+ lacIq lacZΔM15] sont classiquement utilisées, car elles permettent l’α-complémentation du 
gène de la β-galactosidase. Un microlitre de produit de ligation est ajouté à 50 μl de bactéries TG1 
rendues "compétentes". L'entrée du plasmide dans les bactéries se fait par électroporation avec 
l’appareil Easyject (EquiBio), dans les conditions standardisées pour E.coli (2500 V pendant 5 ms 
avec une impédance de 25 μF). Immédiatement après électroporation, 150 μl de milieu de culture LB 
sont ajoutés aux bactéries. Après 30 min d’incubation à 37°C, celles-ci sont alors étalées sur du milieu 
LB/agar/ampicilline (0,1 g/L) lors d'un clonage dans les vecteurs pGL3, pcDNA3.1 et pRL-TK ou sur 
du milieu LB/agar/ampicilline (0,1 g/L) contenant 60 g/L de X-gal et 40 g/L d’IPTG lors des clonages 
dans le vecteur pGEM-T Easy, permettant un criblage blanc/bleu. Les boîtes de Pétri correspondantes 
sont finalement incubées 16 à 18 heures à 37°C. 
 
3.9. Criblage des bactéries contenant le plasmide recombinant 
 
 Afin de sélectionner les clones bactériens comportant le plasmide recombinant, les colonies 
blanches sont repiquées sur LB/agar/ampicilline (0,1 g/L) contenant 60 g/L de X-gal et 40 g/L d’IPTG 
pour le stockage et mises en suspension dans le mélange de PCR pour le criblage des colonies 
renfermant un insert d’intérêt. Pour ce faire, chaque colonie bactérienne est directement ajoutée à 20 μl 
de mélange de PCR, contenant une unité de Taq DNA polymérase (Promega), 100 μM de chaque 
amorce de criblage (Eurogentec), 150 μM de chaque désoxy-ribonucléotide, 10 mM de Tris-HCl pH 9, 
50 mM de KCl, 1,5 mM de MgCl2 et 0,1 % de Triton X-100. Trente cycles d’amplification sont 
réalisés (94°C-1min, 55°C-1min, 72°C-1min). L’analyse des produits d’amplification est effectuée par 
électrophorèse en gel d’agarose/TBE. 
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3.10. Midi-préparation d’ADN plasmidique 
 
 Les clones d'intérêt sont mis en culture sous agitation dans 200 ml de milieu LB pendant 16h à 
37°C. L’extraction de l’ADN s’effectue à l’aide du kit NucleoBond XTra Midi (Macherey-Nagel) par 
la méthode de lyse alcaline suivie d’une purification sur colonne de silice dans les conditions décrites 
par le fournisseur. La quantité d’ADN plasmidique extrait est estimée par mesure de l’absorbance à 
260 nm sachant qu’une unité de densité optique correspond à 50 μg/ml d’ADN. Plusieurs digestions 
enzymatiques sont systématiquement réalisées afin de s’assurer de la qualité et de la spécificité de 
l’ADN plasmidique extrait. 
 Le séquençage des plasmides extraits (MWG) est systématiquement réalisé en utilisant les 
amorces adaptées au vecteur de clonage et des amorces internes si nécessaire (Tableau 5). 
4. Elaboration des différentes constructions  
4.1. Clonage des microARN 
 
 Les pré-miARN gga-pré-miR-155 et gga-pré-miR-21 ont été amplifiés par PCR à partir 
d’ADNg de la lignée cellulaire de poulet PA-12 au moyen des couples d’amorces ss-gga-pré-miR-
155/rev-gga-pré-miR-155 et ss-gga-pré-miR-21/rev-gga-pré-miR-21 (Tableau 6). Les pré-miARN 
mdv1-pré-miR-M4 et mdv1-pré-miR-M7 ont été amplifiés à partir d’ADNg de GaHV-2 RB-1B avec 
les couples d’oligonucléotides ss-mdv1-pré-miR-M4/rev-mdv1-pré-miR-M4 et ss-mdv1-pré-miR-
M7/rev-mdv1-pré-miR-M7 (Tableau 6). L’ensemble de ces pré-miARN ont été amplifiés avec des 
oligonucléotides contenant des extensions NheI et HindIII. Le produit de PCR digéré est ensuite inséré 
entre les sites NheI et HindIII du vecteur pcDNA3.1(+) afin de former les constructions pcDNA-gga-
miR-155, pcDNA-gga-miR-21, pcDNA-mdv1-miR-M4 et pcDNA-mdv1-miR-M7. 
 
4.2. Clonage des cibles virales et cellulaires des microARN 
 
Un large fragment de la 3’UTR des gènes cellulaires GPM6B, MAP3K7IP2, CEBPβ, RREB1, 
c-Myb et PU.1 contenant des miRE potentiels de mdv1-miR-M4-5P ont été amplifiés par PCR à l’aide 
des amorces « sens » (ss) et « anti-sens » (rev) correspondantes (Tableau 7). Ces amplicons ont été 
obtenus à partir d’ADNg de la lignée cellulaire PA-12 issue d’un poulet domestique de race Leghorn 
blanche. Les 500 nucléotides entourant les miRE des cibles virales UL-28 et UL-32 ont été amplifiées 
par PCR à partir d’ADNg de la souche GaHV-2 RB-1B avec respectivement les amorces « sens » (ss-




Séquence 5' → 3'
ss-pRL-TK GCAAGAAGATGCACCTGATG
rev-pRL-TK TCACTGCATTCTAGTTGTGG
M13 sens (-21) GTAAAACGACGGCCAGT





Tableau 5 : Oligonucléotides utilisés pour le séquençage des banques et des différentes constructions.
* Oligonucléotides internes aux ORF UL-28 et UL-32.









Tableau 6 : Oligonucléotides utilisés pour l’élaboration des vecteurs d’expression des microARN.
Les sites de restriction servant au clonage des amplicons sont soulignés au sein de la séquence.
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Tableau 7 : Oligonucléotides utilisés pour le clonage des cibles sauvages et mutantes des microARN.
* Les sites de restriction servant au clonage des amplicons sont soulignés
§ les substitutions pour la construction des cibles mutantes sont indiquées en gras 
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Tableau  8 : Elaboration des constructions comportant des mutations internes par mutagenèse dirigée.
Les séquences nucléotidiques des oligonucléotides utilisés sont décrites dans le tableau 7. 
1ère PCR 2ème PCR




















































enzymes XbaI et SpeI, ou dans le cas de c-Myb par l’enzyme NotI, les amplicons ont été insérés dans 
le vecteur pRL-TK afin de générer les vecteurs pRL-TK-CEBPβ-wt, pRL-TK-GPM6B-wt, pRL-TK-
MAP3K7IP2-wt, pRL-TK-RREB1-wt, pRL-TK-c-Myb-wt, pRL-TK-PU.1-wt, pRL-TK-UL-28-wt et 
pRL-TK-UL-32-wt. 
 Les mutations des miRE présents au sein des 3’UTR ou des ORF ont été réalisées par 
mutagenèse dirigée (Figure 42). Deux fragments ont été initialement produits par PCR par l’emploi de 
deux couples d’amorces spécifiques. Chaque couple est composé d’un oligonucléotide bordant l’insert 
et d’un oligonucléotide comportant la mutation interne. L’amplification de la séquence mutante 
complète est ensuite réalisée à l’aide des oligonucléotides terminaux en utilisant comme matrice les 
deux fragments précédemment amplifiés. Les oligonucléotides et les matrices utilisées pour générer 
les constructions des 3’UTR possédant les cibles mutées sont présentés dans les tableaux 7 et 8. 
Tous les constructions des 3’UTR et ORF mutantes ont été insérés dans le plasmide rapporteur 
au niveau des sites de restriction XbaI/SpeI ou NotI pour c-Myb, afin de générer les plasmides pRL-
TK-RREB1-M1, pRL-TK-RREB1-M2, pRL-TK-RREB1-M1M2, pRL-TK-c-Myb-M1, pRL-TK-c-
Myb-M2, pRL-TK-c-Myb-M1M2, pRL-TK-PU.1-M1, pRL-TK-PU.1-M2, pRL-TK-PU.1-M1M2, 
pRL-TK-UL-28-mut et pRL-TK-UL-32-mut. 
 
4.3. Clonage des protéines UL-28 et UL-32 taguées 
 
La séquence codante des protéines UL-28 et UL-32 a été amplifiée par PCR à partir d’ADNg 
de la souche GaHV-2 RB-1B au moyen des oligonucléotides « sens » commençant au niveau du codon 
initiateur des protéines et des oligonucléotides « anti-sens » se terminant juste en amont du codon stop 
(Tableau 9). Après purification, le produit de PCR a directement été inséré au sein du vecteur 
pcDNA3.1-V5-His-TOPO (Invitrogen) afin de générer les plasmides pcDNA-UL-28-V5 et pcDNA-
UL-32-V5. 
 
4.4. Clonages des constructions promoteurs du cluster1 de 
microARN 
 
La région promotrice du cluster 1 de microARN de GaHV-2 se situant en position 132013 à 
133627 au niveau de l’IRL de GaHV-2 a été amplifiée par PCR à partir d’ADNg de la souche GaHV-2 
RB-1B au moyen des nucléotides M415 et M431 (Tableau 10). Après digestion enzymatique, cette 
séquence promotrice a été insérée en orientation sens au niveau des sites KpnI/HindIII du plasmide 
rapporteur pGL3basic afin de générer le plasmide pGL3-p-miR-M9-M4. 
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Tableau 10 : Oligonucléotides utilisés pour le clonage des construction promotrices de la région p-miR-
M9-M4.
* les sites de restriction sont soulignés
# l’orientation est donné en fonction du brin codant les miARN de l’IRL de GaHV-2
§ la position est donné en fonction du génome GaHV-2 Md5
Nom Séquence 5' → 3' Orientation# Site de restriction Position§
M415 GGTACC*AACGATTGCGGAAGTACGGC sens KpnI 132013-132032
M442 GGTACCTGTTCTGTGCGCTTCTCAAC sens KpnI 132307-132326
M443 GGTACCAAGTCGCTGTTCCCATGAGA sens KpnI 132626-132645
A78 GGTACCGTGCTGATTTATCATCTCATTAC sens KpnI 132768-132790
M444 GGTACCTATGTCGAGAGGCCCTGTAA sens KpnI 132886-132905
M445 GGTACCCCGGAGTTCACTGTATCGTA sens KpnI 133388-134407
M431 AAGCTTGTCAATGTGATCGCATACGG anti-sens HindIII 133626-133607
M542 AAGCTTTACGATACAGTGAACTCCGG anti-sens HindIII 133407-133388
M476 AAGCTTAAGCTAAAATTCCGGGCATC anti-sens HindIII 132699-132680
Tableau 9 : Oligonucléotides utilisés pour le clonage des protéine taguées UL-28-V5 et UL-32-V5.
* les codons d’initiations des protéines UL-28 et UL-323 sont soulignés
§ la position est donné en fonction du génome GaHV-2 Md5






Neuf promoteurs tronqués de p-miR-M9-M4 ont été obtenus par PCR à partir du plasmide pGL3-p-
miR-M9-M4. Les cinq promoteurs tronqués dans la partie 5’ de p-miR-M9-M4 nommés Trq-1, Trq-2, 
Trq-3, Trq-4 et Trq-5 ont été respectivement amplifié avec les amorces « sens »  M442, M443, A78, 
M444 et M445 et de l’amorce « anti-sens » M431 (Tableau 10). Les deux promoteurs tronqués dans la 
partie 3’ de p-miR-M9-M4 nommés p-court1 et p-court2 ont été respectivement amplifié avec 
l’amorce « sens » M415 et des amorces « anti-sens » M542 et M476 (Tableau 10). Pour finir, les deux 
promoteurs tronqués dans les parties 5’ et 3’ Trq-3-court et Trq-4 court ont été respectivement 
amplifiés à l’aide des amorces « sens » A78 et M444 et de l’amorce « anti-sens » M542.  
L’ensemble de ces séquences promotrices ont été digérés par les enzymes KpnI et HindIII et 
ont été insérées dans le vecteur pGL3-basic afin de générer les vecteurs pGL3-Trq-1, pGL3-Trq-2, 
pGL3-Trq-3, pGL3-Trq-4, pGL3-Trq-5, pGL3-p-court-1, pGL3-p-court-1, pGL3-Trq-3-court, pGL3-
p-Trq-4-court, et pGL3-Trq-4.5-court. 
 
5. Expression des plasmides en système cellulaire 
eucaryote 
 
 Le kit Dual-Luciferase Reporter Assay System (Promega) a été utilisé afin de tester l’efficacité 
transcriptionnelle des différents promoteurs ainsi que l’effet des miARN sur les cibles potentielles. 
Dans le cas de l’étude de l’efficacité transcriptionnelle des différents promoteurs, le plasmide pRL-TK 
codant pour la luciférase Renilla sous le promoteur de la thymidine kinase de HHV-1 est cotransfecté 
afin de standardiser l’efficacité de transfection. Le plasmide pcDNA-MLuc, codant la luciférase 
Firefly en aval du promoteur CMV, et le plasmide pGL3-Basic ont été transfectés lors de chaque essai 
afin de servir respectivement de témoins positifs et négatifs. A l’inverse, lors de l’étude de l’effet des 
miARN sur les cibles cellulaires et virales, la standardisation de l’efficacité de transfection est réalisée 
en rapportant l’activité luciférase Renilla à l’activité luciférase Firefly correspondant au plasmide 
pcDNA-MLuc cotransfecté dans chaque essai. 
 
5.1. Lipofection des cellules adhérentes 
 
 Vingt-quatre heures avant transfection, les cellules DF-1 sont mises en culture en plaque de 24 
puits à une densité de 6.104 cellules par puits. La lipofection étant optimale en milieu dépourvu de 
sérum, les tapis cellulaires sont lavés 2 fois en milieu OptiMEM (Invitrogen), puis recouverts par 200 
μl d’OptiMEM. Les plasmides (1,2 µg des vecteurs d’expression des miARN, 60 ng des différentes 
constructions contenant les cibles sauvages ou mutantes et 15 ng de plasmide pCDNA-MLuc) sont 
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dilués dans 100 μl de milieu OptiMEM. En parallèle, 4 μl d’agent de transfection Lipofectamine 2000 
(Invitrogen) sont dilués également dans 100 μl d’OptiMEM. Après 20 min d’incubation à température 
ambiante, les deux solutions sont mélangées et incubées 20 min à température ambiante. Cette 
suspension de liposomes associés aux plasmides est alors déposée sur les cellules. Après 6 heures 
d’incubation à 41°C, la suspension est remplacée par 1 ml de milieu de culture DMEM (Lonza) 
additionné de 10% de SVF et 5% de SP. Les cellules sont alors incubées à 41°C durant 24 heures 
avant la mesure de l’activité luciférase. Il faut noter que lors de chaque essai, chaque combinaison de 
plasmide est systématiquement transfectée dans 3 puits distincts de P24.  
 
5.2. Electroporation des cellules en suspension 
 
5.2.1. Electroporateur EasyjecT Plus 
 
 Les cellules PA.9, MSB-1 et 54-O sont transfectées à l’aide de l’électroporateur EasyjecT Plus 
(Equibio). Après 2 lavages en milieu sans sérum, 8 millions de cellules sont diluées dans 800 μl de 
milieu RPMI 1640 puis placées dans une cuvette d’électroporation de 4 mm à électrodes en aluminium 
(Eurogentec). Quarante microgrammes de plasmide rapporteur et 500 ng de plasmide contrôle (pRL-
TK : PA-9 et pcDNA-MLuc : MSB-1 et 54-O)  sont ajoutés aux cellules qui sont alors soumises à une 
impulsion électrique simple de 400V et 1500 μF. Après électroporation, les cellules sont mises en 
culture en plaque 6 puits contenant 2,5 ml de milieu RPMI 1640 additionné de 10% de SVF et 5% de 
SP, puis incubées à 41°C. 
 
5.2.2. Electroporateur Amaxa  
 
 Les cellules MSB-1 et DT-40 sont électroporées à l’aide de l’électroporateur Amaxa (Amaxa 
Biosystems). Dans le cas de l’étude de l’efficacité transcriptionnelle des promoteurs, deux millions de 
cellules MSB-1 sont mélangées avec 100 µL de la solution de nucléofection T contenant 1µg de 
plasmide rapporteur et 50ng de plasmide contrôle pRT-TK. Lors de l’étude de l’effet des miARN sur 
les cibles cellulaires et virales, deux millions de cellules DT-40 sont mélangées avec 100 µL de la 
solution de nucléofection T contenant 4µg de plasmide d’expression des miARN, 200ng du vecteur 
rapporteur et 50ng de plasmide contrôle pcDNA-MLuc. Après électroporation les cellules MSB-1 et 
DT-40 sont immédiatement reprisent dans 500µL de milieu RPMI1640 puis déposées dans un puits 
d’une plaque de type P12 contenant 2mL de milieu RPMI1640 additionné de 10% de SVF et 5% de 





5.3. Mesure de l’activité luciférase 
 
 Vingt-quatre heures après transfection les tapis cellulaires sont lavés 2 fois en PBS 1X. Les 
cellules DF-1 sont lysées par dépôt de 100 μl de tampon de lyse (Passive Lysis Buffer 1X) directement 
sur le tapis cellulaire alors que les cellules MSB-1, 54-O et DT-40 sont lysées après 5 min de 
centrifugation à 300g, par reprise du culot cellulaire dans 50 μl de ce même tampon de lyse. Les lysats 
cellulaires sont alors incubés 15 min sous agitation douce à température ambiante. Après clarification 
du lysat par 30 secondes de centrifugation à 16000g, 10 μl de surnageant est transféré dans une plaque 
P96 pour « luminométrie » (Berthold Technologies).  
 L’activité des luciférases Firefly et Renilla contenues dans chaque extrait cellulaire est alors 
mesurée à l’aide d’un luminomètre Mithras LB940 (Berthold Technologies), selon le principe du kit 
Dual luciferase (Promega). Ainsi, après injection de 50 μl du substrat de la luciférase Firefly (LAR II), 
l’automate mesure l’activité luminescente associée au vecteur pGL3 ou pcDNA-MLuc puis injecte 50 
μl du substrat de la luciférase Renilla (Stop & Glo) bloquant la luciférase Firefly et activant la 
luciférase Renilla associée au vecteur pRL-TK.  
6. Analyse des ARN totaux 
6.1. Extraction des ARN totaux 
 
 Les ARN totaux sont extraits à l'aide du réactif TRIzol selon les conditions décrites par le 
fournisseur (Invitrogen). Cinq millions de cellules sont lavées 2 fois par 1 ml de PBS 1X, puis lysées 
par 1 ml de TRIzol. Après incubation pendant 5 min à 30°C, 200µl de chloroforme est additionné, puis 
les extraits sont « vortexés » et incubés 2-3 min à 30°C. Après 15 min de centrifugation à 12000g à 
4°C, la phase supérieure contenant les ARN est prélevée. Les ARN sont alors précipités par 500µl 
d’isopropanol. Après 10 min d’incubation à 30°C et une centrifugation de 10 min à 12000g à 4°C, le 
culot d’ARN est lavé avec 1 ml d’éthanol 75 % et séché à température ambiante. Il est ensuite repris 
dans 30 μl d’eau et incubé 5 min à 60°C afin d’optimiser la remise en suspension. Les ARN ainsi 
extraits sont soit conservés à -80°C, soit directement traités à la DNAse.  
Afin d’éliminer toute trace d’ADN génomique résiduelle, un traitement à la DNAse est 
nécessaire. La réaction est réalisée dans un volume final de 100 μl comprenant 40 unités de RNAsin 
(Promega), 4 unités de RQ1 DNase RNase-Free (Promega), 40 mM de Tris-HCl pH 8, 6 mM de 
MgCl2, 10 mM de MgSO4, 10 mM de CaCl2 et 85 μl d’ARN totaux. Après une incubation d’une heure 
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Nom Orientation* Séquence 5' → 3' position§
A13 sens CATACAGGATCTGGCTGCGCGCCAG 133055-133079
A14 sens GTAGCGGGGACGTTCATTGTCTTTG 132057-132081
Tableau 11 : Oligonucléotides utilisés pour l’amplification du brin inverse aux miARN lors de la reverse 
transcription. 
* l’orientation est donné en fonction du brin codant les miARN de l’IRL de GaHV-2
§ la position est donné en fonction du génome GaHV-2 Md5
Nom Orientation# Séquence 5' → 3' position ‡
M854 sens ATGCTCTCTCAGAATGGCACGGC 128473-128495
M835 sens GTCTACTTCCACAAGGGGGTG 129194-129214
M855 sens CGGCAGAAAGAAACCCTTCTCAG 129812-129834
A230 sens GACTGCGGACCCACTTTCCATC 130915-130936
M830 sens GAAAGTTTGCCGTCCGCCTG 131616-131635
M774 sens AACGATTGCGGAAGTACGGC 132013-132032
M852 sens GCCCTGTTCGGCCAATCGAATTTC 133017-133040
M849 sens CTTTTCGCCCGATCCCTCTACCAG 133117-133140
M445 sens GGTACCCCGGAGTTCACTGTATCGTA 133388-133407
M421§ sens GTCTTCGTGACACCGCGTAT 134158-134177
A50§ sens CGTGAAAGTCACTAATCGGC 138347-138366
M829 anti-sens GACCGATTTACAGGATGAGGCTG 132138-132116
M479 anti-sens CAGGGCCTCTCGACATAAAG 132902-132883
A72 anti-sens CGCACTTTGGTTCTAAATGTC 133177-133157
M478 anti-sens GTATGTGAGTCGGGGCACTT 133452-133433
M416* anti-sens GTCAATGTGATCGCATACGG 133627-133608
A64 anti-sens CATTTTCCCATCCTGCTCAC 133839-133820
A65 anti-sens GGCCACAGTAAGTCTGGCTC 134015-133996
M853 anti-sens ATACGCGGTGTCACGAAGACCGA 134177-134155
A66 anti-sens ATTCAAAACAAGCCCAGAGC 134353-134334
M790 anti-sens CGATGGTTTTCCAGCGATCA 134458-134439
A376 anti-sens GGAGCAATTAGTTTATTTAAGAGG 134655-134633
M419 anti-sens CTAGGAATCAGTGTGCGGAA 134806-134787
A15* anti-sens GTGCCCGCCTTCTCCCTGGTATAC 134849-134826
M420* anti-sens CTCCTCAGATAGGCCGTCAG 135031-135012
770 anti-sens AACCGGAGCAATGTGGAGCGTTAGG 135368-135344
657 anti-sens GGGTACACGGCTCGGTAACAG 135665-135645
636 anti-sens TGCTGCTGAGAGTCACAATGC 135913-135893
M825 anti-sens TGCCACATCGTAGAGAAAGC 137028-137009
M826 anti-sens CGCAGATACACTCCACCGTAC 137489-137469
M827 anti-sens GACCCCTGCATAGCAGAAAAC 137764-137744
M04* anti-sens TCAGTCCTCCTGCAGTGTATACCCGG 138433-138408
Tableau 12 : Oligonucléotides utilisés pour l’amplification des banques d’ADNc de la région IRL de GaHV-2.
* Oligonucléotides utilisés lors des 5’RACE PCR
§ oligonucléotides utilisés lors des 3’RACE PCR
# l’orientation est donné en fonction du brin codant les miARN de l’IRL de GaHV-2
‡ la position est donné en fonction du génome GaHV-2 Md5.
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à 37°C, la DNAse est inactivée par une incubation de 10 min à 65°C. Après 10 min dans la glace, 
l’ARN est extrait par un volume de  phénol-chloroforme-alcool isoamylique (50-49-1) puis précipité 
par 3 volumes d’alcool à 100% en présence de 0,3 M d’acétate de sodium. Après centrifugation le 
culot d’ARN est soit conservés à -80°C en alcool à 80%, soit repris en eau RNase free avant d’être 
transcrit en cDNA.   
 
6.2. Transcriptase inverse 
 
 Les ADNc sont synthétisés à partir d'un microgramme d'ARN (estimé par mesure de la D.O à 
260 nm) dilué dans un volume final de 20μl. Les ARN totaux sont dénaturés par chauffage 10 min à 
50°C en présence d’un mélange de 50 pmol d'oligonucléotide dT et de 50 pmol d’hexamères aléatoires 
ou d’amorces spécifiques (Tableau 11), puis placés 5 min dans la glace. Le mélange réactionnel 
composé de 400 unités de la reverse transcriptase superscript III (Invitrogen), 100 μM de chaque 
désoxy-ribonucléotide, 50mM de Tris-HCl pH 8,3, 75 mM de KCl, 3 mM de MgCl2, 10 mM de DTT, 
est ensuite ajouté et les échantillons sont incubés 1 heure à 37°C. La réaction est arrêtée par 5 min 
d'incubation à 85°C. Les ADNc ainsi obtenus sont conservés à -20°C. 
 
6.3. Amplification génique sur ADNc 
 
 Les amplifications géniques sur ADNc sont effectuées au moyen d’oligonucléotides 
spécifiques (Tableau 12, 13). Les mélanges réactionnels spécifiques de chaque gène d’intérêt, d’un 
volume final de 50 μl, sont soumis à 25 cycles d'amplification (1 minute, 94°C; 1 minute, 55°C; 1 
minute, 72°C) suivis d’une étape de 10 min à 72°C permettant de terminer la synthèse des brins.  
 La PCR nichée a été réalisé en utilisant 1/50ème du produit de PCR précédent comme matrice 
des différentes amplifications, au moyen d’un couple d’oligonucléotides spécifiques. Les mélanges 
réactionnels spécifiques de chaque gène d’intérêt, d’un volume final de 50 μl, sont soumis à 25 cycles 
d'amplification (1 minute, 94°C; 1 minute, 55°C; 1 minute, 72°C) suivis d’une étape de 10 min à 72°C 
permettant de terminer la synthèse des brins. 
 
6.4. RACE PCR 
 
Les RACE-PCR (Rapid Amplification of cDNA Ends) 3’ et 5’ sont réalisées à l’aide du kit 
GeneRacer(Invitrogen). 
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Nom Orientation* Séquence 5' → 3' position #
A5 sens édité GCCTTTCGATCGTGGTATCC§ 133144-133163
A6 anti-sens édité AGTGAGAGTTGTCTCGTGCG 133346-133327
A7 anti-sens édité TGCGGAGATGTGTGTGGGTG 133317-133298
A8 sens édité GCGCGGGCAAGGCAATCACC 133173-133192
A9 sens non édité GCTTTTCGATCGTGACATTT 133144-133163
A10 anti-sens non édité AATGAGAATTATCTCGTGCA 133346-133327
A11 anti-sens non édité TACGGAAATGTATATGAGTA 133317-133298
A12 sens non édité GTGCGGGTAAGGTAATCATT 133173-133192
Tableau 13 : Séquence et position des oligonucléotides utilisés pour lors de la recherche des transcrits
édités.
* l’orientation est donné en fonction du brin codant les miARN de l’IRL de GaHV-2
§ les nucléotides en rouge correspondent aux bases éditées
# la position est donné en fonction du génome GaHV-2 Md5
Figure 43 : Séquence des oligonucléotides ARN utilisés lors des RACE-PCR.
Les oligonucléotide GeneRacer RNA Oligo et GeneRacer Oligo dT sont utilisés respectivement lors des
5’ et 3’ RACE-PCR.
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Pour la 3’ RACE, aucun traitement préalable à la synthèse des ADNc n’est nécessaire. Par 
contre, en vue de  la 5’ RACE, 5 µg d’ARN total sont tout d’abord traités par la CIP (Calf Intestinal 
Phosphatase) afin de déphosphoryler les ARN non cappés (ARNm tronqués et les non messagers). Les 
ARNm ne sont pas affectés car les phosphates sont protégés par la coiffe en 5’. Les ARN sont ensuite 
extraits par addition d’un volume de phénol-chloroforme-alcool isoamylique (50-49-1). Après 
homogénéisation et centrifugation 5 min à 13000g, la phase aqueuse est récupérée, additionnée 
d’acétate de sodium (0,3M final), de 20µg de mussel glycogène et 2,5 volumes d’éthanol 95% puis 
incubée dans de la carboglace pendant 10 min. Après 20 min de centrifugation à 13000g à 4°C le culot 
d’ARN est lavé à l’éthanol 75 % à nouveau centrifugé avant d’être repris dans de l’eau. Il faut noter 
que cette étape d’extraction et de purification de l’ARN est réalisée systématiquement entre chaque 
étape du protocole de RACE PCR (Invitrogen). 
La coiffe est ensuite enlevée de l’extrémité 5’ des ARNm par un traitement à la TAP (Tobacco 
Acid Pyrophosphatase), qui coupe entre le phosphate alpha et béta, maintenant ainsi le phosphate 
alpha en 5’ nécessaire pour l’étape de ligation suivante. L’oligonucléotide ARN 5’ GeneRacer (figure 
43) est alors ligué sur les ARNm « dépourvus de coiffe » grâce à l’action d’une T4 RNA ligase, afin 
de positionner sur l’extrémité 5’ une  séquence connue en amont de la région d’intérêt utilisable dans 
les PCR ultérieures.  
Les ADNc en vue de la 5’ ou de la 3’ RACE PCR sont ensuite synthétisés selon le même 
protocole, l’unique différence résidant dans les amorces utilisées pour initier leur synthèse : un 
mélange d’amorces hexanucléotidiques (50ng) et d’oligonucléotide dT (450ng) pour la 5’RACE ou 
l’oligonucléotide dT (900ng) du kit GeneRacer pour la 3’RACE. Les structures secondaires des ARN 
sont dénaturées par incubation à 65°C pendant 5 min puis 2 min dans la glace. Dans un premier temps, 
les amorces ainsi que le mélange de 200 µM chaque désoxy-ribonucléotide sont ajoutés à l’ARNm. 
Après complétion du reste du mélange réactionnel  de composition finale : 5mM de dithiothreitol 
(DTT), de 40 unités de RNasin (Promega), de 200 unités de SuperScript III Reverse Transcriptase 
(Invitrogen) et de son tampon spécifique (250mM tris-HCl, 375 mM KCl, 15mM MgCl2), le mélange 
réactionnel est incubé une heure à 52°C. La réaction est stoppée par 15 min d’incubation à 70°C. La 
matrice d’ARN est ensuite dégradée par l’action de la RNase H pendant 20 min à 37°C. Les ADNc 
obtenus sont alors stockés à -20°C ou directement utilisés pour une réaction de PCR. 
L’amplification est effectuée sur les cDNA préparés pour la 3’ et la 5’ RACE-PCR à l’aide du 
kit GeneRacer (Invitrogen) avec des couples d’amorces composés d’une amorce spécifique (Tableau 
12) et d’une amorce GeneRacer 5’ ou 3’ (Tableau 14). Les mélanges réactionnels sont élaborés dans 
un volume final de 50µl contenant 1,25 unité de GoTaq Flexi DNA polymérase (Promega), 150µM de 
chaque désoxy-ribonucléotide, 10 mM de Tris-Hcl pH 9, 50mM de KCl, 0,5 mM de MgCl2, 0,1 % de 
Triton X-100, 400 µM d’amorce GeneRacer 5’ ou 3’, 300 µM d’amorces spécifiques et 1 µl d’ADNc 
matriciel. Une dénaturation de 3 min à 94°C suivie de 25 cycles d’amplification sont ensuite effectués 
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Tableau 15 : Séquence des oligonucléotides utilisés pour la détection des miARN par Northern blot.
Tableau 14 : Amorces du kit GeneRacer (Invitrogen) utilisées lors des RACE-PCR. 
Nom Séquence 5' → 3' Tm
GeneRacer 5’Primer CGACTGGAGCACGAGGACACTGA 74°C
GeneRacer 5’Nested Primer GGACACTGACATGGACTGAAGGAGTA 78°C
GeneRacer 3’Primer GCTGTCAACGATACGCTACGTAACG 76°C
GeneRacer 3’Nested Primer CGCTACGTAACGGCATGACAGTG 72°C
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 (30sec : 94°C / 30sec : 62°C / 2min : 72°C). Une dernière étape d’élongation de 7 min à 72°C termine 
la réaction de PCR. Des PCR pseudo-nichées, avec la même amorce qu’en 1ère PCR et l’amorce 
5’nichée du kit GeneRacer (Tableau 14), sont effectuées à partir de 1/50ème de la première PCR. Après 
une dénaturation à 94°C pendant 3 min, 25 cycles sont réalisés (30sec : 94°C / 30sec : 62°C / 2min : 
72°C) avant une dernière élongation de 7 min à 72°C. 
 
 
6.5. Northern -blot 
 
Après extraction, 15µg d’ARN total ont été déposés par puits d’un gel 
d’acrylamide/bisacrylamide (19:1) contenant 7M d’urée dans un tampon TBE. Après migration de 1 
heure à 50mA le gel est plongé dans un bain contenant du bromure d’ethidium afin de vérifier la 
présence des ARN, puis les ARN sont transférés par electrotransfert sur une membrane Nylon Plus 
(Amersham) pendant 90 min à 350mA en présence de TBE 0,5X. Après séchage les ARN sont fixés à 
la membrane par exposition aux UV dans un « crosslinker » (Stratalinker, Stratagene). Parallèlement, 
les sondes sont marquées à l’aide de la T4 PNK (T4 Polinucléotide Kinase ; Promega) au sein d’un 
mélange réactionnel de 20µL contenant 10 unitée de PNK, 20mM d’oligonucléotide à marqué, en 
présence de 25µCi de γATP puis incubé pendant 30min à 37°C. La réaction est ensuite stoppée par 
ajout de 30µL d’EDTA à 30mM à pH 8. La membrane est ensuite incubée dans un tampon de 
préhybridation pendant une heure à 50°C puis dans du tampon Perfect Hyb TM Plus (Sigma) pendant 
12 heures à 50°C en présence de 20nM oligonucléotides ADN complémentaires des miARN et 
marqués à leur extrémité 5’ par un 
32P (Table 15). La membrane est alors rinçée à l’aide de 10 ml de 
tampon wash1 (SSC 5X, 0,1% SDS), puis deux lavages de 10 min sont effectués à l’aide du tampon 
wash1, suivi de deux lavages de 10 min avec le tampon wash2 (SSC 1X, 0,1% SDS permettant 
d’éliminer les hybridations non parfaitement complémentaires. Les membranes sont ensuite révélées à 
l’aide d’un phosphoimager Storm 840.  
 
7. Western-Blot  
 
Deux jours après les transfections, les cellules sont lysées à l’aide de 20µL de tampon de lyse 
(15mM Tris, 15mM NaCl, 20mM EDTA, 1%SDS, 5% beta-mercaptoethanol, 20% glycerol et de bleu 
de bromophénol). Après avoir été portées à ébullition, les protéines sont séparées par migration 
électrophorètique en gel de polyacrylamide dénaturant (SDS-PAGE : Sodium Dodecyl Sulfate-
Polyacrylamide Gel Electrophoresis). Le gel de séparation à 7,5% de polyacrylamide est composé de 
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1,25ml de tampon Tris 4X (tampon Lower : Tris 181,7 g/L, SDS 4 g/L, pH 8,8), 1 ml 
d’acrylamide:bisacrylamide 37,5:1 à 40% (BioRad), 15 μl d’ammonium persulfate à 10%, 5 μl de 
TEMED (N, N, N’, N’-Tetramethylethylenediamine ; Sigma) et 2,75 ml d’eau. Le gel de concentration 
est composé de 500 μl de tampon Tris 4X (tampon Upper : Tris 60,6 g/L, SDS 4 g/L, pH 6,8), 270 μl 
d’acrylamide:bisacrylamide 37,5:1 à 40% (BioRad), 10 μl d’ammonium persulfate à 10%, 2,5 μl de 
TEMED et 1,25 ml d’eau. Les extraits protéiques, préalablement portés à ébullition pendant 5 min 
avec du tampon de dissociation 5X (25% β-mercaptoéthanol, 50% glycérol, SDS 100 g/l, 25% tampon 
Upper 4X, bleu de bromophénol), sont soumis à migration dans du tampon Tris-Glycine 1X (Tris 
3,027 g/l, Glycine 14,41 g/l) à 80 V dans le gel de concentration puis à 200 V dans le gel de 
séparation. Après séparation des protéines par SDS-PAGE le gel est immergé 45 min dans une 
solution d’urée 4,5 M. Les protéines sont alors transférées sur membrane de nitrocellulose par transfert 
passif dans un tampon de transfert 1X (Tris 0,01 M-pH 7, NaCl 0,05 M, EDTA 2 mM) pendant une 
nuit. La membrane est ensuite saturée pendant au moins 3h en tampon Tris-NaCl Tween (TNT ; Tris 
20 mM-pH 7,4, NaCl 140 mM, Tween 0,05%) contenant 3% de lait écrémé (Régilait). La première 
incubation est réalisée avec l’anticorps primaire dilué au 1/5000ème dans du tampon TNT contenant 3% 
de lait écrémé durant 1 h sous agitation douce à température ambiante. La membrane est ensuite lavée 
3 fois avec du tampon TNT contenant 1% de lait écrémé. L‘incubation avec l’anticorps secondaire 
couplé à la peroxydase (Pierce) dilué au 1/2500ème dans du tampon TNT contenant 3% de lait écrémé 
est effectuée durant une heure sous agitation douce à température ambiante. La membrane est alors 
lavée 3 fois avec du tampon TNT contenant 1% de lait écrémé puis 2 fois avec du tampon TNT 
dépourvu de lait. Les protéines sont alors révélées par ajout du substrat de la peroxydase (Super Signal 
West Femto Maximum Sensitivity Substrate, Pierce) et capture de l’image à l’aide d’un lecteur de 
chimioluminescence (Vilber Lourmat). La masse moléculaire approximative des protéines est 
déterminée à l’aide du marqueur de taille Precision Plus Protein Standard Dual Color (250, 150, 100, 








































1. Etude fonctionnelle de mdv1-miR-M4. 
 
1.1. Comparaison des séquences de mdv1-miR-M4 et gga-miR-
155. 
 
 L’alignement des pré-miARN de gga-miR-155 et de mdv1-miR-M4 fait apparaître un faible 
taux de similitude globale de l’ordre de 50% entre les 2 pré-miARN (Figure 44).  Deux régions sont 
particulièrement conservées au sein des miARN-5P, l’intégralité des séquences « seed » et une courte 
région de six nucléotides dans la partie 3’ des miARN matures gga-miR-155-5P et mdv1-miR-M4-5P 
(nucléotides 10-13 et 15-16 chez gga-miR-155 et nucléotides 11-16 chez mdv1-miR-M4-5P). 
L’alignement des régions 3’ des deux pré-miARN fait ressortir une région conservée entre la boucle 
du pré-miARN cellulaire et une partie de la séquence « seed » de son orthologue viral. Il faut 
remarquer que les séquences « seed » sont différentes entre les deux miARN-3P. Cependant, comme 
nous avons localisé le brin passager de gga-pré-miR-155 (gga-miR-155-3P) uniquement par analogie 
avec les modèles humains et murins, sa localisation précise demeure incertaine. En effet, il n’a jamais 
été identifié dans les différentes banques de miARN chez le poulet, notamment au sein des six 
banques plus exhaustives récemment réalisées au laboratoire par séquençage Solexa. De même, le brin 
passager de gga-pré-miR-155 n’a été identifié qu’à un taux très faible dans les modèles humain et 
murin (environ 180 fois moins présents que le miARN-5P). A ce jour, il semblerait donc que la 
différence majeure entre le gga-pré-miR-155 et le mdv1-pré-miR-M4 résiderait dans le fait que le 
miARN-3P de l’orthologue viral serait exprimé contrairement à son équivalent cellulaire.  
 
1.2. Comparaison du profil d’expression de mdv1-miR-M4 et 
gga-miR-155. 
 
 Plusieurs approches ont été conduites au sein du laboratoire pour évaluer le taux d’expression 
des miARN au cours de la lymphomagenèse induite par GaHV-2. Dans un premier temps, des banques 
ont été réalisées suite au clonage des petits ARN extraits de PBL de poulet infectés par la souche 
hyper-virulente GaHV-2 RB-1B. Entre autres, ces banques de miARN ont révélé un fort taux 
d’expression du mdv1-miR-M4-5P dans les PBL des poulets infectés, le classant comme le premier ou 
deuxième miARN viral le plus exprimé. Plus précisément, à j21 et à j31 p.i il représentait 
respectivement 6,3% et 7,6% des miARN viraux, ces miARN viraux représentant respectivement 10% 
et 15% de l’ensemble des miARN séquencés. Parallèlement, le mdv1-miR-M4-3P représentait 
respectivement 0,6% et 0,4% des miARN viraux et gga-miR-155 moins de 0,1% des miARN 
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Figure 45 : Détection de mdv1-miR-M4-5P, mdv1-miR-M4-3P, gga-miR-155 et gga-miR-21 par la technique de
Northern blot.
L’analyse a été réalisée à partir de l’ARN total (15µg/puits) extrait des lignées cellulaires MSB-1, 54-O et DT40
ainsi que de PBL de poulets non infectés (PBL n.i) et infectés (PBL infectées) par la souche GaHV-2 RB-1B. Les
membranes sont hybridées à l’aide de sonde marquées au 32P spécifiques de chaque miARN mature. La bande
correspondant à l’ARN ribosomal 5S (ARNr-5S) visualisée sur le gel d’agarose ayant servi au transfert est
reportée en bas de la figure.
Figure 44 : Alignement des séquences du gga-pré-miR-155 de gallus gallus et de son orthologue viral
mdv1-pré-miR-M4 de GaHV-2.
La séquence des quatre miARN matures est soulignée et les séquences « seed » sont représentées en bleu.
Le brin passager gga-miR-155-3P, qui n’a jamais été isolé chez le poulet, est prédit par homologie de
séquence avec les miR-155-3P humain et murin.
gga-miR-155-5P                                                                    gga-miR-155-3P            
’   UGUUAAUGCUA-AUCGUGAUAGGGGUUUUU----ACCUCUGAAUGACUCCUACAUGUUAGCAUUAAC 3’ gga-pré-miR-155
||||||||  |||| ||    ||     ||| | |||||  ||  |||   |  | ||
’ AGUUUAAUGCUGUAUCG-GAACCCUUCGUUCGGUGACCAC-GAAUGGUUCUGACAGCAUGACCUUU   3’ mdv1-pré-miR-M4
































cellulaires extraits. Par ailleurs, les banques de miARN établies à partir des petits ARN extraits des 
lignées  lymphoblastoïdes MSB-1 et 54-O ont confirmé les observations précédentes réalisées pour les 
temps tardifs de l’infection des poulets, correspondant à la lymphomagenèse. En effet, dans ces 
lignées cellulaires établies à partir de tumeurs induites par GaHV-2, le miARN mdv1-miR-M4-5P 
représentait 15% et mdv1-miR-M4-3P 1 à 2% des miARN viraux (représentant 40% des miARN 
totaux) alors que le miARN gga-miR-155 n’était pas détecté. Enfin, il faut noter que ce faible taux 
d’expression de gga-miR-155 a été confirmé suite au séquençage exhaustif de six banques de miARN 
correspondant à des poulets non infectés ou au 29ème jour d’infection par la souche vaccinale non-
oncogène GaHV-2-CVI988 ou par la souche hyper-virulente GaHV-2-RB-1B, à l’aide de la technique 
Solexa. En effet, par cette technique qui a permis le séquençage de 5 à 15 millions de miARN par 
banque, le taux de gga-miR-155 a été estimé à 0,4% des miARN séquencés. 
 Afin de valider les résultats obtenus dans ces banques, le taux d’expression des trois miARN a 
été évalué par Northern Blot à partir d’ARN totaux extraits de différentes cellules aviaires : a) non 
infectées par GaHV-2 (DT40 et PBL non infectés), b) PBL prélevés à J31 sur des poulets infectés par 
la souche GaHV-2 RB-1B et c) deux lignées lymphoblastoïdes MSB-1 et 54-O (Figure 45). Le 
miARN gga-miR-21, que nous savions fortement exprimé dans les cellules lymphoïdes infectées et 
non infectées suite à l’analyse des différentes banques, a été retrouvé dans l’ensemble des extraits 
d’ARN, tandis que les miARN mdv1-miR-M4 et gga-miR-155 présentaient des profils différents 
(Figure 45). En effet, mdv1-miR-M4-5P est retrouvé dans les PBL de poulets infectés par la souche 
GaHV-2 RB-1B et dans les deux lignées tumorales, tandis que gga-miR-155 est exclusivement détecté 
dans les PBL non infectés. Enfin, le miARN mdv1-miR-M4-3P, ne semble détecté que dans les 
lignées cellulaires MSB-1 et 54-O, présentant un fort taux d’expression des miARN viraux. 
 
1.3. Recherche de gènes cellulaires ciblés par mdv1-miR-M4-5P 
et gga-miR-155.  
 
 La recherche de cibles potentielles dans les 3’UTR des gènes de poulet, effectuée à l’aide du 
logiciel TargetScan custom 4.0 (http://www.targetscan.org/) (Lewis et al., 2005) a fait ressortir 75 
cibles potentielles pour les séquences « seed » des miARN mdv1-miR-M4-5P et gga-miR-155 (Figure 
46). Parmi les 75 cibles prédites, six ont été sélectionnées en fonction de leurs implications dans la 
régulation de la différenciation des lymphocytes, la réponse immunitaire et l’oncogenèse (Figure 46 et 
47). Ainsi, six 3’UTR de gènes ont été sélectionnés, trois possédant un seul site de fixation potentiel 
(miRE : miARN responsive element), (MAP3K7IP2 (mitogen-activated protein kinase kinase kinase 7 
interacting protein 2), CEBPβ (CCAAT/enhancer binding protein beta) et GPM6B (glycoprotein 
M6B)), et trois possédant deux miRE (PU.1 (Ets-family member PU.1), c-Myb (v-myb myeloblastosis 
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Figure 46 : Prédiction des cibles de gga-miR-155 et de son orthologue viral mdv1-miR-M4-5P au sein des 3’UTR de
gallus gallus par le logiciel TargetScan custom.
Les cibles soulignées en bleu ont été validées pour le miARN humain hsa-miR-155, les cibles soulignées en vert ont
été validées pour le miARN gga-miR-155 et son orthologue mdv1-miR-M4-5P et les cibles choisies pour notre étude
sont soulignées en rouge.






Figure 47 : Localisation schématique des miRE au sein de la région 3’UTR de six gènes cellulaires cibles.
Pour chaque construction, la taille de la fraction 3’UTR clonée en aval de la luciférase Renilla (luc), ainsi que la
position de chaque miRE sont indiquées en haut à gauche. En dessous, sont reportées les séquences de chaque
miRE sauvage ainsi que de leur forme mutée, la séquence seed correspondante est soulignée, les bases
complémentaires à mdv1-miR-M4 sont représentées en gras et les bases complémentaires à gga-miR-155 sont
surlignées en gris. L’alignement entre chaque miRE et les miARN mdv1-miR-M4-5P et gga-miR-155 est
présenté dans la partie droite de chaque cartouche.
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viral oncogène homologue) et RREB1 (ras responsive element binding protein 1)). Au sein de ces 
cibles, CEBPβ et PU.1 avaient été validées auparavant pour mdv1-miR-M4 et gga-miR-155 (Zhao et 
al., 2009b), tandis que le miRE de MAP3K7IP2 avait uniquement été validé dans le modèle humain 
(Ceppi et al., 2009). 
 
1.3.1. Evaluation de la fonctionnalité des miRE lors d’expression 
ectopique de mdv1-pré-miR-M4 et gga-pré-miR-155.  
 
Un large segment des 3’UTR de chacun des gènes cibles potentiels renfermant les miRE a été 
inséré en aval du gène rapporteur luciférase Renilla au sein du vecteur pRL-TK pour donner les 
constructions pRL-TK-CEBPβ-wt, pRL-TK-GPM6B-wt, pRL-TK-MAP3K7IP2-wt, pRL-TK-
RREB1-wt, pRL-TK-c-Myb-wt et pRL-TK-PU.1-wt. Puis, la séquence des miRE complémentaire des 
séquences « seed » des miARN a été modifiée spécifiquement par mutagenèse dirigée (Figure 47), 
aboutissant aux constructions pRL-TK-CEBPβ-mut, pRL-TK-GPM6B-mut et pRL-TK-MAP3K7IP2-
mut pour les 3’UTR ne renfermant qu’un seul miRE potentiel. Enfin, pour les 3’ UTR renfermant 
deux miRE potentiels, trois constructions mutantes ont été effectuées systématiquement correspondant 
aux miRE mutées séparément ou à la double mutation (pRL-TK-RREB1-M1, pRL-TK-RREB1-M2 et 
pRL-TK-RREB1-M1M2 ; pRL-TK-c-Myb-M1, pRL-TK-c-Myb-M2 et pRL-TK-c-Myb-M1M2 ; 
pRL-TK-PU.1-M1, pRL-TK-PU.1-M2 et pRL-TK-PU.1-M1M2). 
Afin d‘évaluer l’effet des deux miARN sur les différentes 3’UTR, l’ensemble des 
constructions PRL-TK natives et mutées ont été co-transfectées dans des cellules DF-1 avec les 
vecteurs pcDNA3.1 sans insert, pcDNA-miR-M4, pcDNA-miR-155, pcDNA-miR-M7 et pcDNA-
miR-21 exprimant respectivement mdv1-pré-miR-M4, gga-pré-miR-155 ou les témoins mdv1-pré-
miR-M7 et gga-pré-miR-21, ainsi qu’un vecteur pcDNA-Mluc exprimant la luciférase firefly dans le 
but de normaliser chaque transfection. Afin de pouvoir comparer les différents essais, les valeurs 
d’activité luciférase correspondant à chaque construction de cibles ont été standardisées en les 
rapportant aux activités mesurées pour le vecteur pcDNA3.1 sans insert. Ainsi, il est apparu que les 
miRE des trois gènes CEBPβ, GPM6B et MAP3K7IP2 possédant un miRE unique pour mdv1-miR-
M4 et gga-miR-155 étaient fonctionnels aussi bien avec mdv1-miR-M4-5P qu’avec gga-miR-155 
(Figure 48). En effet, l’expression des miARN mdv1-miR-M4 et gga-miR-155 entraînait une 
diminution significative d’environ 40% d’activité luciférase pour les constructions (PRL-TK-CEBPβ-
wt, PRL-TK-GPM6B-wt, PRL-TK-MAP3K7IP2-wt) en comparaison des activités correspondant aux 
miRE mutés (PRL-TK-CEBPβ-mut, PRL-TK-GPM6B-mut, PRL-TK-MAP3K7IP2-mut; Figure 48). 
A l’inverse, aucune différence significative n’a été observée dans les mêmes conditions lors de la co-
transfection avec les vecteurs pcDNA-miR-M7 ou pcDNA-miR-21 (Figure 48). Par ailleurs, une 
diminution significative a été observée pour les deux constructions sauvages et mutées contenant la 
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Figure 48: Etude comparative de l’effet des microARN mdv1-miR-M4 (miR-4) et gga-miR-155 (miR-155) sur les cibles
cellulaires possédant un seul miRE.
Le détail des constructions présenté dans la figure 47 est reporté dans la partie gauche de la figure. L’effet des microARN
mdv1-miR-M4 (miR-4), gga-miR-155 (miR-155), ainsi que des 2 miARN témoins mdv1-miR-M7 (miR-7), et gga-miR-21
(miR-21), sur les cibles cellulaires possédant un miRE CEBPβ (A), GPM6B (B) et MAP3K7IP2 (C) et leurs mutants
respectifs est présenté sous la forme d’histogrammes. Les valeurs luciférase obtenues lors des co-transfections de cellules
DF-1 par les constructions sauvages (pRL-TK-CEBPβ-wt, pRL-TK-GPM6B-wt, pRL-TK-MAP3K7IP2-wt) et mutées
(pRL-TK-CEBPβ-mut, pRL-TK-GPM6B-mut, pRL-TK-MAP3K7IP2-mut) avec les vecteurs d’expression pcDNA-mdv1-
miR-M4, pcDNA-gga-miR-155, pcDNA-mdv1-miR-M7 et pcDNA-gga-miR-21 ont été relativisées en fonction de la valeur
correspondant au pcDNA3.1 sans insert (pc). Les barres d’erreur indiquent la déviation standard correspondant à trois essais
réalisés en triplicate. La significativité de chaque essai en comparaison du témoin pcDNA3.1 sans insert (pc) a été évaluée
par un test de student, où * et ** correspondent à une valeur de p respectivement <0,05 et <0,001.
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Figure 49: Etude comparative de l’effet des microARN mdv1-miR-M4 (miR-4) et gga-miR-155 (miR-155) sur les
cibles possédant deux miRE.
Le détail des constructions présenté dans la figure 47 est reporté dans la partie gauche de la figure. L’effet des
microARN mdv1-miR-M4 (miR-4), gga-miR-155 (miR-155), ainsi que des 2 miARN témoins mdv1-miR-M7 (miR-7),
et gga-miR-21 (miR-21), sur les cibles cellulaires possédant deux miRE et leurs mutants respectifs (A) RREB1, (B) c-
Myb et (C) PU.1 est présenté sous la forme d’histogrammes. Les valeurs luciférase obtenues lors des co-transfections de
cellules DF-1 par les constructions sauvages (pRL-TK-RREB1-wt, pRL-TK-c-Myb-wt, pRL-TK-PU.1-wt) et mutées
(pRL-TK-RREB1-M1, pRL-TK-RREB1-M2, pRL-TK-RREB1-M1M2, pRL-TK-c-Myb-M1, pRL-TK-c-Myb-M2,
pRL-TK-c-Myb-M1M2, pRL-TK-PU.1-M1, pRL-TK-PU.1-M2, pRL-TK-PU.1-M1M2) avec les vecteurs d’expression
pcDNA-mdv1-miR-M4, pcDNA-gga-miR-155, pcDNA-mdv1-miR-M7 et pcDNA-gga-miR-21 ont été relativisées en
fonction de la valeur correspondant au pcDNA3.1 sans insert (pc). Les barres d’erreurs indiquent la déviation standard
correspondant à 3 essais réalisés en triplicate. La significativité de chaque essai en comparaison de la co-transfection
avec le pcDNA3.1 sans insert (pc) a été évaluée par un test de student, où * et ** correspondent à une valeur de p
respectivement <0,05 et <0,001.
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3’UTR de GPM6B lors de l’expression ectopique de gga-pré-miR-21 (Figure 48B). Cette diminution 
équivalente que le miRE correspondant à mdv1-miR-M4 ou gga-miR-155 ait été mutée ou non semble 
indiquer la présence dans cette 3’ UTR d’un miRE pour gga-miR-21 non chevauchant directement 
avec le miRE de gga-miR-155 et mdv1-miR-M4. 
 Par ailleurs, les deux pré-miARN (mdv1-pré-miR-M4 et gga-pré-miR-155) entraînaient une 
répression forte également sur les trois gènes possédant deux miRE (RREB1, c-Myb et PU.1). En effet, 
la comparaison des activités luciférase correspondant à la construction sauvage avec celles 
correspondant aux doubles mutants a fait apparaître une forte diminution d’activité luciférase lors de 
l’expression ectopique des deux miARN orthologues (Figure 49). Alors que l’effet des deux miARN 
semblait être équivalent sur la construction véhiculant la 3’UTR du gène RREB1 avec une diminution 
de l’activité luciférase de l’ordre de 70% (Figure 49A), le miARN mdv1-M4-5P avait un impact plus 
important que le gga-mir-155 sur celles des deux autres gènes c-Myb et PU.1 (Figure 49B et C). Plus 
précisément la diminution liée au mdv1-miR-M4 se situait respectivement autour de 70% et de 60% 
alors que celle correspondant au gga-miR-155 autour de 40% et 45%. 
D’autre part, l’analyse des résultats au regard de la fonctionnalité des deux miRE, a montré que 
seul le miRE2 était fonctionnel au sein de la 3’ UTR de PU.1, puisque la mutation du miRE1 
n’influençait pas l’activité luciférase, contrairement à la mutation du miRE2 qui restaurait l’intégralité 
de l’activité luciférase (Figure 49C). Par contre, pour les gènes RREB1 et c-Myb (Figure 49A et B), les 
deux miRE semblaient être fonctionnels indépendamment du fait que l’activité luciférase n’ait pas été 
restaurée lors de la mutation d’une seul des deux miRE. De plus, l’analyse fine des activités luciférase 
résultantes semblait mettre en évidence un effet coopératif des deux miRE au sein de la 3’ UTR de c-
Myb (Figure 49B) pour le mdv1-miR-M4-5P et au sein de la 3’ UTR de RREB1 pour gga-miR-155 
(Figure 49A). Enfin, la comparaison de l’effet entre mdv1-miR-M4-5P et gga-miR-155 sur le site 
miRE1 de la 3’ UTR de c-Myb semblait montrer une répression légèrement plus faible pour le miARN 
cellulaire en comparaison de son orthologue viral (Figure 49B, mutation miRE2).  
 
1.3.2. Evaluation de la fonctionnalité des miRE pour mdv1-miR-M4-5P 
en système endogène.  
 
 Afin d’évaluer la fonctionnalité et l’effet du mdv1-miR-M4-5P endogène sur les différentes 
cibles cellulaires, les constructions possédant les 3’UTR des différents gènes cellulaires cibles ont été 
co-transfectées avec le plasmide rapporteur de transfection pcDNA-Mluc, dans des cellules MSB-1 et 
54-O qui expriment constitutivement mdv1-miR-M4-5P et dans lesquelles gga-miR-155 n’est pas 
détectable (Figure 45). Un effet similaire à celui de l’expression ectopique a été observé au sein de ces 
deux lignées lymphoblastoïdes issues de tumeurs induites par GaHV-2, et ceci pour l’ensemble des 
3’UTR contenant un miRE (CEBPβ, GPM6B et MAP3K7IP2, Figure 50A) ou deux miRE (RREB1, c-
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Figure 50 : Effet du microARN mdv1-miR-M4-5P endogène sur les 3’UTR des cibles cellulaires présentant un
ou deux miRE.
L’effet du microARN mdv1-miR-M4 sur les cibles cellulaires possédant un miRE et leurs mutants respectifs
CEBPβ, GPM6B et MAP3K7IP2 (A) et sur les cibles possédant deux miRE et leurs mutants respectifs RREB1,
c-Myb et PU.1 (B) est présenté sous la forme d’histogrammes. Les valeurs luciférase obtenues lors des
transfections de cellules 54-O et MSB-1 par les constructions sauvages (pRL-TK-CEBPβ-wt, pRL-TK-
GPM6B-wt, pRL-TK-MAP3K7IP2-wt, pRL-TK-RREB1-wt, pRL-TK-c-Myb-wt, pRL-TK-PU.1-wt) et mutées
(pRL-TK-RREB1-M1, pRL-TK-RREB1-M2, pRL-TK-c-Myb-M1, pRL-TK-c-Myb-M2, pRL-TK-PU.1-M1,
pRL-TK-PU.1-M2) ont été relativisées en fonction de la valeur correspondant à la construction 3’UTR mutante
(mut ou M1M2). Les barres d’erreur indiquent la déviation standard correspondant à trois essais réalisés en
triplicate. La significativité de chaque essai en comparaison de la co-transfection avec la construction 3’UTR
mutante (mut ou M1M2) a été évaluée par un test de student, où * et ** correspondent à une valeur de p
respectivement <0,05 et <0,001.
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Myb et PU.1, Figure 50B). En effet, à l’exception de la construction PRL-TK-RREB1 pour laquelle 
les taux d’inhibition semblent plus importants lors du test dans les lignées lymphoblastoïdes 
transformées par GaHV-2, avec un taux d’inhibition de 80% en 54-O et de 90% en MSB1 (Figure 
50B) versus 40% en expression ectopique (Figure 49A), les taux d’inhibition observés avec mdv1-
miR-M4-5P endogène sont similaires à ceux mesurés lors des tests par expression ectopique de mdv1-
pré-miR-M4. De même, il faut noter qu’à l’instar des essais lors des expressions ectopiques, dans ces 
essais, seul le site miRE2 de la 3’UTR de PU.1 apparaît fonctionnel. Par ailleurs, la comparaison plus 
fine de l’impact des miRE présents dans la région 3’UTR de RREB1 dans les cellules 54-O et MSB-1 
montre que le site miRE2 induirait une inhibition plus importante que le miRE1 (Figure 50B), alors 
que les deux miRE semblaient présenter un impact équivalent lors d’expression ectopique du mdv1-
miR-M4.  
 
1.4. Analyse de l’effet des deux brins du mdv1-pré-miR-M4 et 
du gga-pré-mir-155 sur des gènes viraux impliqués dans le clivage 
et l’encapsidation de l’ADN viral. 
 
1.4.1. Recherche bioinformatique de cibles virales potentielles 
 
 Compte tenu que les deux miARN mdv1-miR-M4-5P et gga-miR-155 semblaient agir de 
manière équivalente sur l’expression des six gènes cellulaires, nous avons testé leurs effets sur de 
potentielles cibles virales. En premier lieu, à l’aide du logiciel BLAST 
(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi), nous avons effectué une recherche de séquences partiellement 
complémentaires des miARN mdv1-miR-M4-5P et mdv1-miR-M4-3P au sein du génome de GaHV-2. 
Nous avons ainsi défini une cible potentielle au sein de la région codante de UL-28 pour mdv1-miR-
M4-5P et au sein de la région codante de UL-32 pour mdv1-miR-M4-3P (Figure 51). Ces deux sites 
présentent des interactions supplémentaires à la séquence « seed » avec les nucléotides 2-12 de mdv1-
miR-M4-5P ciblant une séquence continue de 11 nucléotides de la partie 3’ de la région codante de 
UL-28, et les nucléotides 1-12 de mdv1-miR-M4-3P ciblant une séquence continue de 12 nucléotides 
de la partie 3’ de la région codante de UL-32 (Figure 51).  
1.4.2. Impact du mdv1-pré-mir-M4 endogène sur les 2 cibles virales 
 
 Afin de tester l’effet des deux brins de mdv1-pré-miR-M4 sur les cibles virales UL-28 et UL-
32, les 500 nucléotides entourant les miRE ont été insérés en aval du gène rapporteur luciférase 
Renilla au sein du vecteur pRL-TK sous la forme native ou mutée (Figure 51). Ainsi, quatre 
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Figure 51: Localisation schématique des miRE de mdv1-miR-M4 présents au sein des régions codantes des
gènes viraux UL-28 et UL-32.
(A) Localisation des gènes UL-28 et UL-32 et les miRE de mdv1-pré-miR-M4 présents au sein de leurs
séquences codantes sur le génome de GaHV-2 Md5. Les 500 pb entourant les miRE sauvages ou mutés des
cibles virales UL-28 (B) et UL-32 (C) ont été insérées en aval de la luciférase Renilla (luc) pour former les
vecteurs pRL-TK-UL-28-wt, pRL-TK-UL-28-mut, pRL-TK-UL-32-wt et pRL-TK-UL-32-mut. La séquence de
chaque miRE sauvage ainsi que de sa forme mutée est indiquée en dessous ; la séquence complémentaire à la
séquence « seed » est soulignée, les bases complémentaires à mdv1-miR-M4 sont représentées en gras et les
bases complémentaires à gga-miR-155 sont surlignées en gris. L’alignement entre le miRE de UL-28 et les
miARN mdv1-miR-M4-5P, gga-miR-155 ainsi que l’alignement entre le miRE d’UL-32 et le miARN mdv1-
miR-M4-3P sont présentés dans la partie droite des 2 cartouches.
UL US
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UL-28   UL-32
UL-28 : 2382 pb 66108
63727 64221-45
miRE







constructions ont été réalisées, les deux vecteurs sauvages pRL-TK-UL-28-wt et pRL-TK-UL-32-wt et 
les deux vecteurs mutants correspondants (pRL-TK-UL-28-mut et pRL-TK-UL-32-mut).  
 Dans un premier temps, l’effet des deux miARN mdv1-miR-M4-3P et 5P sur ces cibles 
potentielles a été évalué lors de co-transfection de pcDNA-Mluc avec les différentes constructions 
sauvages et mutées dans les lignées lymphoblastoïdes MSB-1 et 54-O exprimant de manière 
constitutive les deux brins du mdv1-pré-miR-M4. Ainsi il est apparu que les deux miARN endogènes 
exerçaient un effet sur les cibles des deux gènes viraux testés (Figure 52A). Plus précisément, il est 
apparu que le miRE de la cible UL28 était particulièrement bien reconnu par mdv1-miR-M4-5P, 
puisque ce dernier induisait une réduction de l’activité luciférase de l’ordre de 80% et 90% 
respectivement dans les deux lignées MSB-1 et 54-O. Cependant, pour la cible virale UL-32, bien que 
la complémentarité entre son miRE et le mdv1-miR-M4-3P soit équivalente à celle de la cible UL-28 
avec le mdv1-miR-M4-5P, la diminution d’activité luciférase n’est que de l’ordre de 50% (Figure 
52A). Cette diminution moins importante peut s’expliquer par la plus faible proportion de l’expression 
de mdv1-miR-M4-3P par rapport à celle de mdv1-miR-M4-5P observée au sein des cellules MSB-1 et 
54-O en northern blot (Figure 45) et lors des différentes banques réalisées au laboratoire. 
 
1.4.3. Impact du mdv1-pré-mir-M4 et du gga-pré-mir-155 sur les 2 
cibles virales lors d’expressions ectopiques. 
 
L’interaction entre les deux brins des mdv1-pré-miR-M4 et gga-pré-miR-155 et les cibles 
virales UL-28 et UL-32 a ensuite été testée lors de co-transfections tripartites dans la lignée cellulaire 
fibroblastique DF-1 et dans la lignée lymphoblastoïde DT40 des vecteurs pcDNA3.1 sans insert, 
pcDNA-miR-M4, pcDNA-miR-155 et pcDNA-miR-21 exprimant respectivement mdv1-pré-miR-M4, 
gga-pré-miR-155 ou le témoin gga-pré-miR-21, avec chaque construction pRL-TK-UL-28-wt, pRL-
TK-UL-32-wt, pRL-TK-UL-28-mut et pRL-TK-UL-32-mut, ainsi que le vecteur pcDNAM-luc 
exprimant la luciférase firefly permettant de normaliser chaque transfection. Les résultats obtenus 
montraient une baisse d’activité luciférase de 60% dans la lignée DF-1 et d’environ 40 % dans la 
lignée DT-40, pouvant être reliée à la présence du miRE de mdv1-miR-M4-5P au sein d’UL28 (Figure 
52B). Par contre dans ces conditions d’expression ectopique, avec un taux de transfection de l’ordre de 
50 et 20% respectivement dans les cellules DF-1 et DT-40, ainsi qu’une expression potentiellement 
faible du brin 3P à partir du pré-miARN, l’effet de mdv1-miR-M4-3P sur UL32 n’a pu être mis en 
évidence puisqu’il n’y a pas eu de réduction d’activité luciférase en cellules DT40 et que celle 
observée en cellules DF-1 de 30% était non significative.  
Enfin, à l’image du témoin négatif gga-miR-21, l’expression ectopique du gga-pré-miR-155 ne 
semblait pas avoir d’effet sur l’expression des deux gènes viraux UL-28 et UL-32 (Figure 52B). 
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Figure 52 : Effet du pré-miARN mdv1-miR-M4 sur les miRE des cibles virales UL-28 et UL-32.
(A) Effet du pré-miARN mdv1-pré-miR-M4 endogène sur les miRE des cibles virales UL-28 et UL-32. L’effet du
microARN mdv1-miR-M4 sur les cibles virales UL-28 et UL-32 et leurs mutants respectifs UL-28mut et UL-32mut
est présenté sous la forme d’histogrammes. Les valeurs luciférase obtenues lors des transfections de cellules 54-O et
MSB1 par les constructions sauvages (pRL-TK-UL28-wt et pRL-UL32-wt) ont été relativisées en fonction de la valeur
correspondant à la construction 3’UTR mutante (pRL-TK-UL28-mut, pRL-TK-UL32-mut).
(B) Effet de la surexpression en cellules DF-1, des microARN mdv1-miR-M4 (miR-4), gga-miR-155 (miR-155) sur les
cibles virales UL-28 et UL-32 et leurs mutants respectifs. Le détail des constructions présenté dans la figure 51 est
reporté dans la partie gauche de la figure. L’effet des microARN mdv1-miR-M4 (miR-4), gga-miR-155 (miR-155),
ainsi que du miARN témoin gga-miR-21 (miR-21) sur les cibles virales UL-28 et UL-32 et leurs mutants respectifs
UL-28mut et UL-32mut est présenté sous la forme d’histogrammes. Les valeurs luciférase obtenues lors des co-
transfections de cellules DF-1 par les constructions sauvages et mutées avec les vecteurs d’expression pcDNA-mdv1-
miR-M4, pcDNA-gga-miR-155 et pcDNA-mdv1-miR-M7 ont été relativisées en fonction de la valeur correspondant
au pcDNA3.1 sans insert (pc). Les barres d’erreurs indiquent la déviation standard correspondant à trois essais réalisés
en triplicate. La significativité de chaque essai en comparaison de la transfection avec la construction 3’UTR mutante
(A) ou du témoin pcDNA3.1 sans insert (B) a été évaluée par un test de student, où * et ** correspondent à une valeur
de p respectivement <0,05 et <0,001.
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Figure 53 : Evaluation par Western blot de l’effet du mdv1-pré-miR-M4 sur la production des protéines
UL-28 et UL-32.
Les lysats de cellules LMH co-transfectées par les constructions pcDNA-UL-28/V5 ou pcDNA-UL-32/V5
et les vecteurs d’expression pcDNA3.1 sans insert, pcDNA-mdv1-miR-M4, pcDNA-gga-miR-21 ou
pcDNA-gga-miR-155, ont été déposées sur un gel SDS-PAGE (7,5%). L’immunoblot a été réalisé avec
un anticorps monoclonal de souris dirigé contre l’épitope V5 et un anticorps monoclonal de souris anti-
GAPDH, puis avec des anticorps secondaires de lapin anti souris couplés à la peroxydase. L’intensité de
signal observée pour les protéines UL-28-V5 et UL-32-V5 ont été rapportées à l’intensité du signal obtenu
pour GAPDH à l’aide du logiciel Image J (Wayne Rasband, NIH image, USA). Les valeurs obtenues ont
été relativisées par celles de la co-transfection avec le vecteur pcDNA3.1 sans insert (pc) et sont indiquées
en dessous de chaque dépôt. Des résultats similaires ont été obtenus lors de trois essais de co-transfection





1.4.4. Effet des mdv1-pré-mir-M4 et du gga-pré-mir-155 sur 
l’expression des protéines UL 28 et UL-32 
 
Comme tous les essais précédents avaient été réalisés sur la base de systèmes rapporteurs 
luciférase dans lesquels la région miRE naturellement située à l’intérieur du cadre de lecture avaient 
été clonée au sein de la 3’UTR du gène de la luciferase, nous avons voulu visualiser par immunoblot 
l’impact des pré-miARN mdv1-pré-miR-M4 et gga-pré-miR-155 sur l’expression des protéines UL-28 
et UL-32. Comme nous ne disposions pas d’anticorps contre les protéines UL-28 et UL-32 de GaHV-
2, les gènes de ces deux protéines ont été clonés dans le vecteur pcDNA3.1/V5&His. Ainsi, les 
constructions résultantes pcDNA3.1-UL-28-V5 et pcDNA3.1-UL-32-V5 permettaient l’expression des 
protéines UL-28-V5 de 95 KDa et UL-32-V5 de 76 KDa, correspondant respectivement aux protéines 
UL-28 et UL-32 taguées avec l’épitope V5 à leur extrémité C-terminale. L’expression des protéines a 
été évaluée par immunoblot en comparaison de l’expression de GAPDH, réalisé à partir d’extraits 
protéiques de cellules LMH préalablement co-transfectées d’une part avec les vecteurs pcDNA3.1-
UL-28-V5 ou pcDNA3.1-UL-32-V5 et avec les vecteurs d’expression des pré-miARN (pcDNA-pré-
miR-M4, pcDNA-pré-miR-155 ou pcDNA-pré-miR-21) ou le vecteur pcDNA3.1 sans insert, d’autre 
part. Ces essais avec les miRE dans leur contexte natif ont parfaitement confirmé les résultats 
précédents. En effet, dans ces conditions expérimentales, il s’est avéré que le mdv1-pré-miR-M4 
diminuait fortement l’expression des deux protéines taguées avec une inhibition de 65% de 
l’expression de la protéine UL-28-V5 et de 80% de celle de la protéine UL-32-V5 (Figure 53). De 
même, à l’instar de l’effet de l’expression ectopique des miARN en système rapporteur luciférase dans 
les cellules DF-1 et DT-40, aucune différence d’expression de la protéine UL-28-V5 n’a été observée 
lors de la co-transfection avec les vecteurs pcDNA-miR-155, pcDNA-miR-21 et pcDNA3.1 sans insert 
(Figure 53).  
 
2. Etude transcriptionnelle du brin codant les miARN 
présent sur l’IRL de GaHV-2. 
 
2.1. Recherche des transcrits codant les miARN présents au sein 
de l’IRL de GaHV-2 en latence dans la lignée lymphoïde MSB1. 
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 Quelle que soit la phase du cycle viral, réplication lytique ou latence, les miARN de GaHV-2 
présentent des taux d’expression différents les uns des autres, même s’ils sont localisés au sein d’un 
même cluster. Notamment, notre équipe a récemment montré qu’au sein du cluster1, les miARN 
mdv1-miR-M4-5P et M3-5P sont retrouvés les plus exprimés dans l’ensemble des quatre banques de 
miARN réalisées par séquençage Solexa, à partir d’ARN extraits de pulpes de plumes ou de PBL 
prélevés à 4 semaines pi sur des poulets infectés par GaHV-2 RB-1B ou GaHV-2 CVI988 (Tableau 
16). Plus précisément, mdv1-miR-M4-5P représentait 70 à 85% des miARN du cluster 1 et mdv1-
miR-M3-5P entre 7 et 16%. Les miARN mdv1-miR-M12-3P, M2-3P et M1-5P représentaient chacun 
entre 1 et 5% des miARN de ce cluster tandis que le taux relatif des autres miARN du cluster1 qui ont 
tous été détectés par cette approche était inférieur à 0,1%. Il est intéressant de noter qu’à ce stade tardif 
de l’infection, les taux d’expression des miARN au sein de ce cluster dans les cellules de pulpe de 
plumes, siège d’une réplication productive de GaHV-2, étaient équivalents à ceux trouvés dans les 
PBL correspondant essentiellement à des cellules tumorales dans lesquelles le virus est en latence. Par 
ailleurs, une différence de taux d’expression de certains miARN du cluster1 lors d’une infection de 
CEF in vitro par la souche GaHV-2 RB-1B avait également été décrite précédemment (Burnside et al., 
2006 ; Burnside et al., 2008). Cependant le profil d’expression des miARN était différent de celui que 
notre laboratoire a obtenu in vivo. En effet, même si lors de l’infection réplicative dans ce système, le 
mdv1-miR-M4-5P était toujours fortement exprimé, les miARN mdv1-miR-M2-5P et M1-5P 
apparaissaient également fortement exprimés, avec un taux relatif compris entre 22 et 37% des 
miARN du cluster1 (Tableau 16). Par contre, le taux d’expression des autres miARN de ce cluster était 
identique à celui que notre équipe a observé lors de l’analyse des quatre banques, notamment le 
miARN mdv1-miR-M5-3P représentant 7 à 10% des miARN du cluster et les autres miARN 
représentant moins de 3% des miARN viraux. 
 Aussi, sachant que des profils d’épissage complexes avaient été décrits dans la partie 5’ de la 
région IRL/TRL, j’ai caractérisé en premier lieu, la carte des transcrits alternatifs de toute la région et 
surtout de la région recouvrant le cluster1 de miARN dans le but de rechercher si l’épissage alternatif 
et/ou l’utilisation de promoteurs alternatifs pouvaient être impliqués dans l’expression différentielle 
des miARN de ce cluster. Pour cette étude, j’ai utilisé deux approches complémentaires, la RACE-
PCR et la génération de banques de fragments de RT-PCR. Afin d’établir ces dernières, les cDNA 
correspondant aux ARN totaux extraits de la lignée lymphoblastoïde MSB-1 ont été synthétisés à 
partir d’un mélange d’amorces (oligonucléotide dT et hexamères aléatoires). Après 25 cycles de PCR, 
les produits d’amplification obtenus à partir de différents couples d’amorce ont été clonés dans le 
vecteur pGEMT-easy directement à partir du mélange de PCR, afin d’assurer un maximum 
d’exhaustivité et d’éviter la sélection d’amplicons particuliers. Enfin, le séquençage d’au moins 20 
clones a été effectué pour chaque PCR. 
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mdv1-miR-M5-5P # 0 * 0 0 0 0 1,5
mdv1-miR-M5-3P 1,6 0,5 0,3 1,0 9,7 7,5
mdv1-miR-M12-3P 5,4 ᶿ 1,2 1,5 3,3 0 0,4
mdv1-miR-M3-5P 16,0 14,8 6,7 8,2 3,2 1,6
mdv1-miR-M2-3P 5,2 3,9 1,1 3,3 4 1,9
mdv1-miR-M2-5P 0,9 0,5 1,9 0,7 22,6 23,1
mdv1-miR-M4-5P 68,3 75,5 85,1 78,6 32,3 24,9
mdv1-miR-M4-3P 0,6 0,3 0,7 1,1 2,4 0,7
mdv1-miR-M11-5p 0,1 0,6 0,1 0,0 0 0
mdv1-miR-M11-3p 0 0 0 0 0 1,2
mdv1-miR-M1-5P 1,6 2,0 2,2 3,3 25,8 36,7
Tableau 16 : Taux d’expression des microARN du cluster 1 de GaHV-2.
§ Quatre banques de miARN réalisées au laboratoire par séquençage Solexa,
‡,† deux banques de miARN de CEF infectées par la souche RB-1B réalisées par Burnside et ses
collaborateurs (‡ Burnside et al., 2006 ; † Burnside et al., 2008).
# miARN du cluster 1 dont le taux de détection représentait plus de 0,1% de la totalité des miARN de ce
cluster, dans l’une des banques présentées
* le pourcentage indiqué pour chaque miARN correspond au taux de représentativité de ce miARN au
sein du cluster1,
ᶿ les miARN dont le taux était supérieur à 5% sont indiqués en rouge.
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Figure 54: Représentation schématique du transcrit non épissé encodant les miARN mdv1-miR-M9-M4 du
cluster 1 de miARN de GaHV-2 en cellules MSB-1.
La région comprise entre les bases 133000 et 139000 de GaHV-2 Md5 est représentée dans la partie supérieure
du schéma. Les ORF sont indiquées par des rectangles gris et les miARN par des tiges boucles. Les bornes
d’épissage accepteuses sont schématisées par des triangles noirs inversés et les bornes d’épissage donneuses par
des triangles noirs.
La localisation des fragments obtenus par RACE-PCR 5’ et 3’ ainsi que de la PCR spécifique de l’ARNm des
miARN sont indiquées en dessous. Les extrémités 5’ et 3’ du transcrit non épissé ont été identifiées par 5’ et 3’
RACE PCR respectivement à l’aide des oligonucléotides M416 et M421. Le transcrit non épissé a été amplifié
par RT-PCR à l’aide du couple d’amorce M849/A376. Les amorces utilisées pour chaque amplification sont
représentées, l’étoile (*) correspond à l’extrémité 5’ identifiée par 5’RACE PCR et la queue polyadénylée
identifiée par 3’RACE PCR est symbolisée par AAA.
Figure 55: Localisation de l’extrémité 3’ polyadénylée du transcrit recouvrant les miARN mdv1-miR-M9-
M4.
Une banque de cDNA correspondant à la 3’ RACE-PCR initiée par l’amorce M421 à partir des ARN totaux
de cellules MSB-1 a été obtenue par clonage des amplicons (sans purification) dans le vecteur pGEM-T-
easy. Les barres localisent les 3 extrémités d’ARNm rencontrées au sein des banques sur la séquence
comprise entre les bases 134630 et 134676 de la souche GaHV-2 Md5 (donnée en abscisse) et donnent le
pourcentage relatif de chacune de ces extrémités. Le signal de polyadénylation est représenté en caractère
gras et est souligné.
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2.1.1. Recherche d’un ARNm spécifique des mdv1-miR-M9 à mdv1-
miR-M4. 
 
 La recherche des extrémités 5’ et 3’ du transcrit codant les miARN a été réalisée par RACE-
PCR respectivement à l’aide de l’oligonucléotide réverse M416 situé au niveau du miARN mdv1-
miR-M5 et de l’oligonucléotide M421 situé entre mdv1-miR-M3 et mdv1-miR-M2 (Figure 54). Ainsi, 
un site d’initiation de la transcription (TSS : Transcriptional Start Site) unique en position 133117 du 
génome de GaHV-2 Md5 a été identifié. Par contre  trois extrémités polyadénylées ont été recensées 
en position 134659, 134664 et 134667 soit respectivement 15, 20 et 23 nucléotides après la fin du 
signal de polyadénylation AATAAA (Figure 55). Ensuite, une RT-PCR avec les amorces 
oligonucléotidiques « sens » M849 et « anti-sens » A376, situées respectivement au niveau du TSS 
précédemment identifié et juste en aval du signal de polyadénylation a permis l’amplification d’un 
transcrit unique d’une longueur de 1359 pb, dont la séquence a confirmé l’existence d’un ARNm 
spécifique recouvrant les pré-miR-M9, M5, M12, M3, M2 et M4 (figure 54). 
 
2.1.2. Recherche de transcrits recouvrant l’ensemble des miARN du 
cluster 1. 
 
Suite à l’identification d’un ARNm renfermant le cluster de pré-miR-M9-M4 et connaissant la 
complexité de l’épissage alternatif dans cette région du génome viral, nous avons recherché l’existence 
de transcrits alternatifs renfermant potentiellement les trois autres pré-miR-M1, M11 et M31 situés 
plus en aval entre le gène meq et R-LORF4.  
Ainsi, une série de RT-PCR a été réalisée en utilisant l’oligonucléotide « sens » M849 localisé 
au niveau du TSS précédemment identifié et différents oligonucléotides « anti-sens », localisés au 
niveau du promoteur du gène meq (M419), à l’intérieur du cadre de lecture de ce dernier (M420), à 
l’intérieur du cadre de lecture de R-LORF5a (M825), et de R-LORF4 (M826 ; M827) ou dans l’exon2 
de vIL-8 (M04) (Figure 56A).  
Tout d’abord, afin de confirmer l’extrémité 3’ du messager précédent, j’ai réalisé des RT-PCR 
avec les couples d’amorces M849/M419 et M849/M420. Celles-ci ont permis de mettre en évidence 
des transcrits alternatifs correspondant à des événements d’épissage situés en aval du signal de 
polyadénylation précédemment identifié. En effet, de petits transcrits ARNa de 198 pb (avec M419) et 
ARNb1 à b4 de 270pb, 283pb, 287pb ou 316pb (avec M420) selon l’épissage alternatif ont été  
 167 
Figure 56: Représentation schématique des transcrits s’initiant en amont de mdv1-miR-M9-M4.
La région comprise entre les bases 133000 et 139000 de GaHV-2 Md5 est représentée dans la partie supérieure du
schéma. Les ORF sont indiquées par des rectangles gris et les miARN par des tiges boucles. Les bornes d’épissage
accepteuses sont schématisées par des triangles noirs inversés et les bornes d’épissage donneuses par des triangles
noirs.
(A) Représentation des fragments obtenus par RT-PCR à l’aide de l’oligonucléotide « sens » M849 et de quatre
oligonucléotides « anti-sens » différents (M419, M420, M825 et M04). (B) Représentation des RT-PCR n’ayant pas
permis d’amplification spécifique de la région. (C) Représentation des transcrits obtenus par 5’RACE PCR à l’aide
des oligonucléotides A15 et M420. (D) Représentation des fragments obtenus par 3’RACE PCR à l’aide de
l’oligonucléotide A50, correspondant à l’extrémité 3’ du gène v-IL8. Les exons sont représentés par des traits pleins
noirs et les introns de type U2 par des pointillés noirs. Les pointillés bleus correspondent aux RT-PCR ne permettant
pas d’amplification spécifique de la région. Les amorces utilisées pour chaque amplification sont représentées au
dessus du premier transcrit de chaque amplification, l’étoile (*) correspond à l’extrémité 5’ identifiée par 5’RACE
PCR et la queue polyadénylée identifiée par 3’RACE PCR est symbolisée par AAA. Seuls les transcrits identifiés à
plusieurs reprises au sein d’une même PCR sont représentés. De plus, les transcrits possédant les mêmes exons mais
possédant une borne d’épissage alternative proche ne sont figurés que sous la forme d’un seul transcrit.
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Tableau 17: Transcrits identifiés en cellules MSB-1 débutant en amont de mdv1-miR-M9-M4 et
permettant d’encoder les miARN du cluster1 de GaHV-2.
* Amorces « sens » et « inverse » utilisées
§ nom des transcrits obtenus pour chaque RT-PCR,
† pourcentage de chaque transcrit identifié au sein d’une même RT-PCR,











M849-M419 ARN a 100 198 D9-A5#
M849-M420 ARN b1 2 316 D9-A5 D10-A8
ARN b2 2 287 D9-A6
ARN b3 20 283 D9-A7
ARN b4 76 270 D9-A8
M849-M825 ARN c1 18 2267 D9-A8
ARN c2 18 1077 D9-A7 D11-A9
ARN c3 36 1090 D9-A8 D11-A9
ARN c4 9 725 D9-A7 D11-A10
ARN c5 5 712 D9-A8 D11-A10
ARN c6 5 371 D9-A10
ARN c7 9 407 D9-A11
M849-M04 ARN d1 10 509 D9-A7 D11-A14
ARN d2 62 532 D9-A8 D11-A14








Tableau 18: Séquence des bornes donneuses de type U2 présentes sur le brin codant les miARN de l’IRL de
GaHV-2.
* nom des bornes D1 à D18 donné en fonction de leur position par rapport au début de l’IRL (jonction UL/IRL),
# bornes nouvellement identifiées dans le cadre de notre étude,
† séquence des 20 nucléotides encadrant la borne exon/intron,
‡ position des bornes donnée en fonction du génome de GaHV-2 Md5.
Tableau 19: Séquence des bornes accepteuses de type U2 présentes sur le brin codant les miARN de l’IRL de
GaHV-2.
* nom des bornes A1 à A16 donné en fonction de leur position par rapport au début de l’IRL (jonction UL/IRL),
# bornes nouvellement identifiées dans le cadre de notre étude,
† séquence des 20 nucléotides encadrant la borne exon/intron,
‡ position des bornes donnée en fonction du génome de GaHV-2 Md5.





































identifiés (Tableau 17). Ils conduiraient à la localisation des miARN mdv1-miR-M9-M4 au sein d’un 
intron bordé par les bornes D9 et A5 (Figure 56A, tableaux 17, 18 et 19). Toutes ces bornes d’épissage 
présentent une séquence de type U2 (tableaux 18 et 19), la plus fréquemment rencontrée dans les 
phénomènes d’épissage. De plus, cette nouvelle borne d’épissage donneuse D9 située en amont du 
mdv1-miR-M9 semble pouvoir s’épisser avec les quatre bornes accepteuses identifiées en amont de 
meq (A5, A6, A7 et A8). Les deux bornes A7 et A8 correspondant aux transcrits alternatifs ARNb3 et 
ARNb4 ont été retrouvées majoritairement, dans respectivement 25% et 70% des transcrits (Figure 56, 
Tableaux 18, 19). Enfin, il faut noter l’existence du transcrit minoritaire ARNb1, qui présentait deux 
introns dans cette région, le grand intron recouvrant les miARN (bornes D9-A5) et un petit intron 
bordé par les bornes D10 et A8. 
L’utilisation de l’oligonucléotide M825 situé au sein du gène R-LORF5a a permis 
l’identification de sept transcrits alternatifs ARNc1 à c7 de longueur comprise entre 371 et 2267 
nucléotides (Figure 56 ; Tableau 17). Le transcrit le plus long ARNc1 (2267pb), représentant 18% des 
transcrits obtenus avec le couple d’amorce M849-M825 permettrait la transcription du gène meq sous 
la forme d’un grand exon non épissé recouvrant également les trois miARN M11, M31 et M1. Quatre 
transcrits ARNc2, ARNc3, ARNc4 et ARNc5 (18, 36, 9 et 5 % des clones séquencés) sont composés 
de trois exons : a) le premier exon se terminant à la borne D9, commun à tous les transcrits des 
différentes banques, b) un exon intermédiaire  recouvrant l’extrémité 5’ du cadre de lecture de meq 
(exon-meq) compris entre les bornes A7-D11 (ARNc2 et ARNc4) ou A8-D11 (ARNc3 et ARNc5), c) 
un exon 3’ débutant à la borne A9 (ARNc2 et ARNc3) ou A10 (ARNc4 et ARNc5). Les deux 
transcrits les plus présents (ARNc2 et ARNc3) localiseraient les miARN mdv1-miR-M31 et M1 à 
l’intérieur d’un exon et le reste des miARN du cluster1 (M9 à M4 et M11) dans deux introns 
différents, alors que les deux transcrits (ARNc4 et ARNc5) localiseraient uniquement le mdv1-miR-
M1 à l’intérieur d’un exon. Les transcrits ARNc6 et ARNc7 correspondent à l’excision d’un grand 
intron (D9 à A10 ou A11) comprenant tous les miARN du cluster1 à l’exclusion du miR-M1 lequel, à 
l’instar de la situation observée pour les transcrits ARNc4 et ARNc5 serait contenu dans un petit exon 
débutant aux bornes A10 (ARNc6) ou A11 (ARNc7).  
La recherche de transcrits potentiels comprenant les régions plus en 3’ de l’IRL/TRL a été 
effectuée par RT-PCR à l’aide du couple d’amorces M849-M04. Cette dernière a permis 
l’identification de trois transcrits (ARNd1, ARNd2 et ARNd3) recouvrant 5,5 kpb de la région IRL et 
situant l’ensemble des miARN du cluster1 à l’intérieur d’introns. Comme précédemment pour les 
transcrits ARNc, deux types de transcrits coexistent : deux transcrits ARN d1 et ARNd2  renfermant 
l’exon-meq (bornes A7 ou A8–D11) localisant les miARN dans deux introns distincts, et un transcrit 
ARNd3 résultant de l’excision d’un grand intron (bornes D9-A14) renfermant la totalité des miARN 
du cluster1. 
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Figure 57: Représentation schématique de l’ensemble des TSS identifiés par 5’RACE PCR dans la région p-
miR-M9-M4 en cellules MSB-1.
Le pourcentage des TSS obtenus lors des 5’RACE PCR réalisées avec les amorces M416, A15 et M420 sont
représentés par des barres au dessus de chaque base correspondant au moins à une initiation. La séquence
comprise entre les bases 133020 et 133130 du génome de GaHV-2 Md5 est représentée en dessous. Les INR
potentielles (YYANWYY) présents sur la séquence sont soulignés.
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 Enfin, les RT-PCR réalisées avec deux oligonucléotides localisés dans le gène R-LORF4 se 
sont révélées infructueuses, semblant indiquer que R-LORF4 n’est pas détectable sous la forme d’un 
exon dans les transcrits obtenus avec les couples d’amorces M849-M826 et M849-M827 (Tableau 17 ; 
figure 56B). De même, aucun amplicon n’a été détecté en utilisant une amorce « sens » localisée entre 
mdv1-miR-M3 et M2 ainsi que des oligonucléotides « anti-sens » situés dans l’intron en aval de 
l’exon-meq (Tableau 17; figure 56B). Ainsi, ces résultats sembleraient faire ressortir l’absence 
d’épissage alternatif en aval de mdv1-miR-M3 et surtout souligneraient l’importance de la borne 
donneuse D9 lors des mécanismes d’épissage différentiels dans cette région (Tableau 17 ; figure 56B). 
Pour confirmer les résultats précédents, afin de déterminer l’initiation de ces transcrits, deux 
5’RACE PCR ont été réalisées à l’aide d’oligonucléotides localisés au sein du promoteur de meq 
(A15), ou au sein de la région codante de meq (M420) (Figure 56C). Toutes ces 5’RACE PCR 
réalisées à partir d’ARN totaux extraits de cellules MSB-1 s’initiaient en amont du miARN mdv1-
miR-M9 permettant de valider la présence d’une région promotrice en amont des miARN. Cependant, 
en plus de l’initiation majoritaire (position 133117 du génome de GaHV-2 Md5), il a été observé 
différentes initiations minoritaires en amont de l’initiation dominante (Figure 57). En effet, 65% des 
transcrits s’initiaient en position 133117 mais des initiations dispersées ne représentant pas plus de 7% 
par TSS et s’étendant sur environ 90pb ont également été retrouvées (Figure 57). Enfin, il faut noter 
que 15% de ces TSS sont situés au niveau d’une INR (133080-YYANWYY-133086) (Figure 57). 
Pour terminer, les profils d’épissage obtenus lors de ces RACE-PCR ont parfaitement confirmé les 
événements décrits lors des RT-PCR ciblées, c’est à dire l’importance de la borne D9 et l’existence de 
transcrits alternatifs mettant également en jeu les bornes A5, A6, A7, A8 et D10 (Figure 56C). 
Pour confirmer dans notre modèle les résultats décrits dans la littérature, une 3’RACE PCR 
sur le gène vIL-8 a été réalisée en cellules MSB-1 afin d’identifier l’extrémité 3’ des transcrits de vIL-8 
et potentiellement des transcrits s’épissant avec l’exon2 de vIL-8 (Figure 56D). Pour cela, l’utilisation 
de l’oligonucléotide « sens » A50 situé au début de l’exon2 a permis de retrouver l’extrémité 3’ de 
vIL-8 localisée en position 138788 du génome de GaHV-2 Md5 soit à 31 pb en aval de la fin du signal 
de polyadénylation AATTAAA (Figure 56D), précédemment décrite par Parcells et ses collaborateurs 
(Parcells et al., 2001).  
 
2.1.3. Recherche de longs transcrits recouvrant la région IRL/TRL de 
GaHV-2. 
 
Après l’identification de transcrits permettant l’expression des miARN du cluster 1 sous la 
forme d’un exon ou d’introns et pouvant recouvrir la région IRL de mdv1-miR-M9 jusqu’à vIL-8, j’ai 
recherché, si parmi les transcrits s’initiant plus en amont, certains pouvaient permettre également la 
transcription du cluster1 des miARN. 
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Figure 58 : Recherche des transcrits spécifiques des gènes des protéines 14kD.
La région comprise entre les bases 127000 et 139000 de GaHV-2 Md5 est représentée dans la partie supérieure, les gènes sont représentés par des rectangles gris et
les miARN par des tiges boucles. Les bornes d’épissage accepteuses sont schématisées par des triangles noirs inversés et les bornes d’épissage donneuses par des
triangles noirs. Les transcrits précédemment identifiés dans le cadre de notre étude sont figurés à droite.
Les transcrits ont été amplifiés à l’aide des amorces « sens » M854 et M855 et de l’amorce « inverse » M820. Les exons sont représentés par des traits pleins noirs
et les introns de type U2 par des pointillés noirs. Seuls les transcrits identifiés à plusieurs reprises au sein d’une même PCR sont représentés. De plus, les transcrits
possédant les mêmes exons mais avec une borne d’épissage alternative proche ne sont figurés que sous la forme d’un seul transcrit.
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 En préambule à la recherche de longs transcrits couvrant la totalité de la région IRL/TRL, j’ai 
vérifié la présence des transcrits codant les gènes de la famille des 14kD précédemment décrits par 
Hong et ses collaborateurs (Hong & Coussens, 1994). Pour cela, deux RT-PCR ont été réalisées à 
l’aide des oligonucléotides « sens » M854 et M855 localisées respectivement au sein des exons 14kDa 
et 14kDb et de l’oligonucléotide « anti-sens » M829 situé en aval de 14kDc (Figure 58). En plus des 
trois transcrits ARNe1, ARNe4 et ARNf identifiés auparavant (Hong & Coussens, 1994), deux 
nouveaux transcrits (ARNe2 et ARNe3) ont été observés. Ils présentaient une nouvelle borne 
donneuse D2 au sein de l’intron entre 14kDa et 14kDend conduisant à un exon1 différent des deux 
décrits dans la littérature (Figure 58), gommant le codon stop de l’ORF R-LORF12 mais sans le mettre 
en phase avec 14kDend. De plus, le transcrit ARNe2 présentait également un second intron délimité 
par les bornes D6-A3 localisées au niveau des gènes 14kDend et 14kDc. 
Suite à l’identification de nouveaux transcrits alternatifs pour la famille des gènes 14kD et 
sachant qu’un long transcrit de 11kb non codant (LAT) avait été identifié au sein des régions IRS/TRS, 
j’ai recherché l’existence potentielle de longs transcrits couvrant la région TRL/IRL par RT-PCR à 
l’aide d’amorces localisées dans le début de 14 kDa (M854) et dans le second exon de vIL-8 (M04). 
Ainsi, neuf longs transcrits fortement épissés ARNg1 à ARNg9 recouvrant une région longue 
d’environ 10kpb ont été mis en évidence (Figure 59A). Parmi ces transcrits, les ARNg1 et ARNg2 
présentaient un épissage classique de type U2 avec cinq exons potentiels localisés au niveau des 
différentes ORF déjà décrites, l’exon 14kDa, l’exon 14kDb, l’exon 14kDend, ainsi que l’exon-meq et 
l’exon 2 de vIL-8 (Figure 59A). Il est intéressant de noter la présence d’un épissage entre l’exon 
14kDa et l’exon 14kDb au sein d’un de ces transcrits, l’ARNg1 (Figure 59A), qui contraste fortement 
avec les résultats de la littérature pour lesquels 14kDb n’était transcrit que lors d’une initiation propre 
mais jamais en association avec 14kDa (Hong & Coussens, 1994). Par ailleurs, 14 des 16 transcrits 
séquencés présentaient des bornes non canoniques pour un épissage de type U2. En effet, les bornes de 
ces introns présentaient une séquence de type AT/AC, spécifique des introns de type U12 au lieu de 
bornes GT/AG spécifiques des introns de type U2 (Tableau 20). De plus, ces transcrits présentaient un 
profil différent des grands transcrits présentés précédemment avec des bornes accepteuses et 
donneuses relativement variables (Figure 59A). Effectivement, six bornes donneuses potentielles de 
type U12 ont été identifiées en aval de 14kDa (d1-d6 ; Tableau 20) et quatre bornes accepteuses 
potentielles de type U12 (a3 à a6) ont été retrouvées au sein de l’exon 2 de vIL-8 (Figure 59A). Il est 
intéressant de remarquer pour les ARNg3, ARNg4 et ARNg5, la présence d’une borne accepteuse a1 
(U12) au sein même de l’exon 1 de vIL-8 suivi d’un épissage classique de type U2 entre l’exon 1 et 
l’exon 2 de vIL-8, ce qui n’avait jamais été identifié dans la littérature ou dans les transcrits 
précédemment décrits dans ce manuscrit (Figure 59A). Pour finir, l’ensemble de ces transcrits 
fortement épissés, par un mécanisme de type U2 ou U12, permettrait la transcription de tous les 
miARN de l’IRL au sein d’un grand intron unique ou de deux introns quand l’exon-meq est présent. 
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Figure 59: Représentation schématique de l’ensemble des transcrits encodant les miARN du cluster 1 de GaHV-2 en cellule MSB-1.
Les transcrits obtenus dans le cadre de mon étude ainsi que la région comprise entre les bases 127000 et 139000 de GaHV-2 Md5 sont schématisés en haut de la
figure. Les ORF sont schématisées par des rectangles gris et les miARN par des tiges boucles. Les bornes d’épissage accepteuses de type U2 sont schématisées par des
triangles noirs inversés et les bornes d’épissage donneuses de type U2 par des triangles noirs. Les exons sont représentés par des traits pleins noirs, les introns de type
U2 par des pointillés noirs et les introns de type U12 par des pointillés rouges. Les amorces utilisées pour les différentes amplifications sont représentées au dessus des
transcrits. (A) Représentation des transcrits obtenus par RT-PCR à l’aide du couple d’amorces M854/M04. (B) Représentation des transcrits obtenus par RT-PCR à
l’aide des l’oligonucléotides « sens » M855, A230 et M774 et de l’oligonucléotide « anti-sens » M04. Les bornes d’épissages des introns de type U12 (d1 à d8 et a1 à
a6) sont directement représentées sur les transcrits présentant un épissage de type U12. (C) Représentation des transcrits obtenus par RT-PCR à l’aide des amorces
« sens » M855 et M774 et « inverse » A64 et M420. Seuls les transcrits identifiés à plusieurs reprises au sein d’une même PCR sont représentés. De plus, les transcrits
possédant les mêmes exons mais possédant une borne d’épissage alternative proche ne sont figurés que sous la forme d’un seul transcrit.
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Tableau 20: Séquences nucléotidiques des bornes d’épissage des neuf introns potentiellement de type U12
présent dans l’IRL de GaHV-2.
* Séquences présentant un intron potentiel de type U12,
†, ‡ nom des bornes d1 à d8 (†) et a1 à a5 (‡) donné en fonction de leur position par rapport au début de l’IRL
(jonction UL/IRL),
ᶿ séquence des 20 nucléotides encadrant la borne exon/intron
§ position des bornes donnée en fonction du génome de GaHV-2 md5.


























Afin de conforter les résultats précédents, une série de RT-PCR a été réalisée en utilisant les 
oligonucléotides « sens » localisés à l’intérieur des ORF de 14kDb (M855) et de 14kDend  (A230) ou 
en aval de 14kDc (M774) et l’oligonucléotide « anti-sens» M04 situé dans l’exon 2 de vIL-8 (Figure 
59B). A l’instar des transcrits de type U12 observés entre 14kDa et vIL-8, les deux types de transcrits 
ARNh1 et ARNh2 obtenus avec le couple M855/M04 présentaient également des introns 
potentiellement de type U12 avec une séquence de type AT/AC. De plus, tout comme les ARNg3 à g9, 
ces deux transcrits présentaient des événements d’épissage alternatif avec les exons 1 ou 2 de vIL-8 
(Figure 59B). A l’inverse, l’utilisation des oligonucléotides A230 et M774 a permis l’amplification de 
transcrits de type ARNi et ARNj. Les événements d’épissage correspondants de type U2, raccordaient 
les exons spécifiques 14kDend et 14kDc à l’exon 2 de vIL-8 soit directement pour l’ARNi, soit par 
l’intermédiaire de l’exon-meq pour l’ARNj (Figure 59B).  
En parallèle de l’identification des longs transcrits s’épissant avec l’exon 2 de vIL-8, nous 
avons recherché des transcrits s’épissant avec le gène meq. Ainsi, à l’aide de l’oligonucléotide « anti-
sens » M420 et des oligonucléotides « sens » M855 et M774, quatre transcrits ARNk1, ARNk2, 
ARNl1 et ARNl2 ont été identifiés. A l’exception de l’ARNl1 qui présentait un petit exon situé juste 
en amont des miARN et possédant les bornes A4-D9, ces transcrits ont permis de confirmer les exons 
précédemment décrits dans ce manuscrit et la transcription du gène meq par épissage à partir des gènes 
14kD que nous avons mise en évidence (Figure 59C).  
Enfin, comme les différents transcrits de longue taille (Figure 59B et C) s’initiant au niveau 
des gènes 14kD présentaient des profils se recoupant totalement avec ceux des transcrits plus 
spécifiques de la région 3’ (ARNa à ARNd), j’ai recherché l’existence d’un exon potentiel encodant 
les miARN mdv1-miR-M9 à M4. Ainsi, des RT-PCR ont été réalisées avec l’oligonucléotide « sens » 
M774 ainsi que les oligonucléotides A64, A65, M853, A66 et M790 situés entre les différents miARN 
en aval de mdv1-miR-M5. L’utilisation de l’oligonucléotide « anti-sens » A64 situé entre mdv1-pré-
miR-M5 et M12 a permis l’amplification du transcrit ARNm de 867pb contenant les deux miARN 
mdv1-miR-M9 et M5 au sein d’un exon (Figure 59C). Ainsi, l’utilisation de la borne accepteuse A4 
retrouvée fonctionnelle au sein du transcrit ARNl1 semblerait pouvoir permettre la formation d’un 
exon contenant tout ou une partie des miARN mdv1-miR-M9 à M4. Des essais complémentaires 
visant à augmenter le nombre de séquences des transcrits de cette région sont en cours pour évaluer 
complètement cette hypothèse. En effet, tous les transcrits obtenus avec les différentes amorces situées 
en aval du mdv1-pré-miR-M5 correspondaient à des amplifications de transcrits du brin 
complémentaire du génome viral. De plus, ce nombre était trop faible pour pouvoir conclure à une 
absence réelle de transcrit couvrant la totalité des mdv1-pré-miR-M9 à M4.  
Pour conclure, si l’on considère uniquement les transcrits épissés, excepté la formation 
potentielle d’un exon contenant les miARN mdv1-miR-M9 à M4, qui reste à être confirmée, les 
miARN du cluster1 sont constamment présents au sein d’introns  selon deux cas de figure. Tout 
d’abord, un épissage entre les bornes D5, D6, D7 ou D9 et les bornes accepteuses présentes en amont 
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de meq (A7-A8) répartit les miARN du cluster1 en deux introns distincts. Ensuite, un second profil, 
présentant un intron délimité par les bornes donneuses D5, D6 et D7 et la borne accepteuse A14 
localise l’ensemble des miARN au sein d’un intron unique (Figure 59A).  
 
2.2. Etude comparative de transcrits encodant les miARN de la 
région IRL/TRL entre les phases de latence et de réplication de 
GaHV-2. 
 
Afin de comparer les initiations et les profils des transcrits précédemment identifiés à partir 
des cellules MSB-1 représentatives de la phase de latence, avec ceux observés lors d’une infection 
lytique de GaHV-2, trois 5’RACE PCR ont été initiées au sein des gènes meq et vIL-8 à partir des 
ARN totaux extraits de CEF infectés par la souche GaHV-2 RB-1B. 
Tout d’abord, comme précédemment pour les cellules MSB-1, deux 5’RACE PCR ont été 
amorcées à partir du gène meq à l’aide de deux oligonucléotides situés en amont de celui-ci (A15) ou 
dans sa région codante (M420). A l’instar des données observées pour les cellules MSB-1, le 
séquençage de plus de 40 clones pour chacune des deux RACE-PCR a fait ressortir majoritairement 
une initiation des messagers au niveau du TSS-133117. En effet, ce TSS représentait 63% et 75% des 
clones obtenus aux RACE-PCR amorcées respectivement par A15 et M420, le reste des clones 
présentant des extrémités potentielles pour les ARNm réparties aléatoirement sur la région 
précédemment décrite comme promotrice pour le gène meq. Aussi, comme ces extrémités présentaient 
des localisations différentes, elles ne semblaient pas correspondre à une région d’initiation spécifique, 
mais plutôt au bruit de fond de la technique. 
Sachant que le gène vIL-8 est essentiellement exprimé durant l’infection lytique à partir d’un 
promoteur spécifique s’initiant en position 138049 de GaHV-2 Md5, localisé entre R-LORF4 et vIL-8 
(Parcells et al., 2001), et afin de tester l’utilisation potentielle de promoteurs alternatifs lors du cycle 
lytique ou de la latence, j’ai réalisé des RACE PCR avec l’amorce M04, situé dans l’exon 2 de vIL-8, à 
partir des ARN totaux extraits de CEF infectés par la souche GaHV-2 RB-1B ou de cellules MSB-1 
(Figure 60).  
Les 5’RACE PCR réalisées à partir des ARN extraits de cellules MSB-1 ont montré qu’une 
majorité des transcrits (78%) s’initiaient en amont de mdv1-miR-M9 principalement au niveau du 
TSS-133117 (60%), avec quelques initiations dispersées plus en amont à l’instar des résultats décrits 
précédemment pour les cellules MSB-1 avec les oligonucléotides A15 et M420 (Figure 57). Les 22% 
restants s’initieraient au sein du promoteur de vIL-8 au niveau du TSS déjà décrit par Parcells et ses 
collaborateurs (Parcells et al., 2001), localisé en position 138049 du génome de GaHV-2 Md5 (Figure 
60). 
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Figure 60: Comparaison des extrémités 5’ des transcrits encodant l’exon 2 de v-IL8 obtenues par 5’ RACE PCR
durant la phase de latence ou la réplication de GaHV-2.
La région comprise entre les bases 133000 et 139000 de GaHV-2 Md5 est représentée dans la partie supérieure, les
ORF sont représentées par des rectangles gris et les miARN par des tiges boucles. Les bornes d’épissage accepteuses
sont schématisées par des triangles noirs inversés et les bornes d’épissage donneuses par des triangles noirs.
L’ensemble des transcrits ont été obtenus par 5’RACE PCR à l’aide de l’oligonucléotide M04 à partir d’ARNm
extraits de cellules MSB-1 (phase de latence) ou de CEF infectés par la souche GaHV-2 RB-1B (phase de
réplication). Les exons sont représentés par des traits pleins noirs et les introns de type U2 par des pointillés noir. Le
pourcentage de chaque transcrit est représenté à droite de celui-ci.
 180 
 Par contre, les proportions des messagers s’initiant à partir du promoteur vIL-8 (TSS-138049) 
et du promoteur miARN (TSS-133117) étaient complètement inversées dans les banques 
correspondant aux ARNm de CEF infectées. Effectivement, lors du cycle réplicatif de GaHV-2 en 
cellules CEF, seuls 4% des transcrits s’initiaient en amont de mdv1-miR-M9 au niveau du TSS-
133117, tandis que 74% s’initiaient au niveau du promoteur de vIL-8 (Figure 60). Plus précisément, 
62% des extrémités 5’ des transcrits correspondaient au TSS-138049 et 12% étaient localisées à 
proximité au niveau des nucléotides 138111 et 138094. Par ailleurs, il faut noter que nous avons 
identifié une initiation pour 21% des messagers directement au niveau de l’exon2 de vIL-8 en position 
138306 du génome de GaHV-2 Md5 (Figure 60). 
 
2.3. Etude de la région promotrice des miARN de la région IRL 
de GaHV-2. 
 
2.3.1. Analyse des éléments cis-régulateurs potentiels de la région 
promotrice p-miR-M9-M4. 
 
Les éléments cis-régulateurs présents au sein de la région promotrice p-miR-M9-M4 ont été 
recensés par analyse bioinformatique à l’aide du logiciel Genomatix (www.genomatix.de/). La région 
promotrice définie arbitrairement du nucléotide 132013 au nucléotide 133627 soit 1104 pb en amont 
du TSS majoritaire (position 133117 sur génome GaHV2-Md5) et 509 pb en aval correspond à 
l’intégralité de la région non codante située entre le gène 14kDc et mdv1-miR-M5. Ainsi, 80 sites cis-
régulateurs correspondant à des éléments de réponse (ER) ubiquitaires impliqués dans la transcription 
basale ainsi que des sites plutôt spécifiques des cellules lymphocytaires ont été identifiés (Figure 61 ; 
Tableau 21). Parmi les éléments ubiquitaires, sept boîtes TATA, situées en position -984, -522, -490, -
210, -25, +242 et +300, et deux boîtes CAAT/NFY localisées en positions -85 et +416 ont été 
identifiées ainsi que 14 séquences permettant la fixation de facteurs de la famille E2F réparties entre -
600 et +62 et quatre boîtes GC permettant celle du  facteur Sp1 en position -708, -702, -203 et +379. Il 
est intéressant de remarquer la présence d’une boîte TATA localisée 25 pb en amont de l’initiation 
majoritaire 133117 ainsi qu’une boîte CCAAT 85 nucléotides en amont de cette dernière. En effet, ces 
éléments cis-régulateurs dont la position par rapport au TSS est en faveur d’une potentielle 
fonctionnalité font partie des éléments classiques retrouvés lors d’une initiation unique de la 
transcription par l’ARN polymérase II. 
En plus de ces éléments, nous avons dénombré des sites de liaison à divers facteurs 
particulièrement importants pour l’expression des gènes dans les cellules sanguines et les lymphocytes 
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Figure 61 : Localisation des différents éléments cis-régulateurs présents sur la séquence de la région promotrice p-miR-
M9-M4.
Les nucléotides soulignés représentent la séquence reconnue par les facteurs de transcription. Les nucléotides en caractère
gras figurent les points d’interaction entre l’élément de réponse et le facteur de transcription associé. Le nucléotide
surligné en rouge correspond au site d’initiation majoritaire (133117). Les séquences TAATGARAT like sont surlignées
en jaune et les microARN sont surlignés en vert. Le début des promoteurs Trq-1, Trq-2, Trq-3, Trq-4 et Trq-5 sont
représentés par des nucléotides surlignés en gris. Abbréviations : ETSF : Ets-factor ; OCT : Octamer Binding factor ; SP1
: Stimulated protein 1 ; STAT : Signal transducer and activator of transcription ; CEBP : CAAT enhancer binding protein
; NFAT : Nuclear factor of activated T-cells ; NFκB : Nuclear factor Kappa B ; NFY : Nuclear factor Y.
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Tableau 21 : Localisation des différents sites cis-régulateurs de la région promotrice p-miR-M9-M4.
* Eléments de réponse ubiquitaires,
# éléments de réponse spécifiques des cellules sanguines et lymphocytaires.
§ localisation des sites par rapport au TSS majoritaire (TSS-133117),
Sites TATA* CAAT/NFY* E2FF* Sp1* Ikaros# STAT1# STAT3# AP1#








-600, -597, -575, 
-572, -204, -105,
-43, -42, +7, +8, 












Sites GATA# Oct-1# c-Myb# v-Myb# NFκB# NFAT# CEBPβ# ETSF#




-152, +83,         









-149, -38,        
+405, +483
-536, -457 -517 -516 -857
-1092, -992, 
-842, -731, 
-427, -271,     
+155, +267
promoteur amorce sens† amorce anti-sens‡ Taille (pb) Positions *
p-miR-M9-M4 M415 M431 1615 132013-133627
Trq-1 M442 M431 1321 132307-133627
Trq-2 M443 M431 1002 132626-133627
Trq-3 A78 M431 860 132768-133627
Trq-4 M444 M431 724 132886-133627
Trq-5 M445 M431 240 133388-133627
p-court-1 M415 M542 1395 132013-133407
p-court-2 M415 M476 687 132013-132699
Trq-3-court A78 M542 640 132768-133407
Trq-4-court M444 M542 522 132886-133407
Tableau 22 : Tableau récapitulatif des différents promoteurs réalisés à partir de la région promotrice p-miR-M9-M4.
†Amorce « sens » ayant permis l’amplification du promoteur,
‡Amorce « anti-sens » ayant permis l’amplification du promoteur,
* position des promoteurs donnée à partir de l’IRL de GaHV-2 Md5.
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 (Tableau 21). Ces sites sont intéressants soit pour leur capacité à se lier à des facteurs clefs de la 
croissance et de la prolifération comme (STAT (signal transducer and activator of transcription) et c-
Myb) soit pour leur implication dans le développement et la différenciation  des lymphocytes et des 
cellules sanguines comme Ikaros, GATA, Oct1 et c-Myb. Deux sites potentiels de fixation de v-Myb 
ainsi qu’un site fixant NFκB et un site CEBPβ (CAAT Enhancer Binding Protein beta) sont également 
retrouvés. De plus, certains des sites identifiés pourraient permettre la fixation potentielle de 
transactivateurs viraux tels que la protéine Meq sur les sites AP1 ou la protéine VP16 sur les sites 
TAATGARAT like (Figure 61). 
 
2.3.2. Détermination de la région promotrice minimale de p-miR-M9-
M4. 
 
2.3.2.1. Construction des formes tronquées du promoteur p-miR-M9-M4. 
 
 Afin de définir le « core » promoteur, soit la région minimale permettant une activité 
promotrice maximale, la région promotrice p-miR-M9-M4 a été amplifiée par PCR à l’aide des 
oligonucléotides « sens » M416 et « anti-sens » M431 à partir d’ADN génomique de la souche virale 
GaHV-2 RB-1B. Elle a ensuite été insérée dans le vecteur pGL3 basic, en amont du gène rapporteur 
luciférase firefly, pour former le vecteur pGL3-p-miR-M9-M4. Puis, différentes troncatures ont été 
générées à partir des extrémités 5’ et 3’ de la construction pGL3-p-miR-M9-M4 par PCR à l’aide 
d’une batterie d’oligonucléotides (Tableau 22). Ainsi les amplicons correspondant aux formes Trq-1, 
Trq-2, Trq-3, Trq-4, Trq-5 (Figure 62 ; Tableau 22), ont été obtenus avec l’oligonucléotide « sens » 
M415 et respectivement les oligonucléotides « anti-sens » M442, M443, A78, M444 et M445. Ainsi, 
cette approche permettait non seulement de définir le « core » promoteur tout en testant globalement 
par exclusion la fonctionnalité potentielle des différents ER. A titre d’exemple, la forme tronquée 1 de 
1321pb (Trq-1 : -811à +509) excluait trois sites c-Myb, trois sites Oct-1 et une boîte TATA et la 
forme tronquée 2 de 1002 pb (Trq-2 : -492 à +509)  permettait de tester en plus des ER de la forme 
Trq-1 une autre boîte TATA, une boîte GC (SP1), deux ER pour STAT, un ER pour CEBPβ et un pour 
v-Myb. Sur le même principe, la forme tronquée 3 de 860pb (Trq-3 : -351 à +509) permettait 
d’exclure trois sites AP-1, deux sites STAT et un site v-Myb et la forme tronquée 4 de 742 pb (Trq-4 : 
-232 à +509) trois ER de la famille des Oct et trois ER pour AP-1. Enfin, la forme tronquée 5 (Trq-5 : 
+276 à +509) débutait en aval du TSS majoritaire (TSS-133117), cependant elle renfermait une boîte 
TAATGARAT like, un site Sp1, une boîte CAAT, une boîte TATA et deux sites c-Myb. Par ailleurs, 
deux troncatures de la partie 3’, p-court-1 (1395pb ; -1104 à +291) et p-court-2 (687pb ; -1104 à -
418), réciproques des Trq-5 et Trq-3 ont été amplifiées par PCR à partir de pGL3-p-miR-M9-M4 
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Figure 63 : Etude de l’efficacité transcriptionnelle des promoteurs tronqués de la région promotrice p-miR-M9-
M4 en cellules MSB-1.
Les constructions schématisées en figure 62 sont figurées à gauche. (A) Analyse de l’activité luciférase de la
région promotrice p-miR-M9-M4 et des promoteurs tronqués dans la partie 5’. (B) Analyse de l’activité
luciférase des promoteurs tronqués dans la région 3’ et dans les régions 5’ et 3’. L’activité luciférase obtenue lors
de la co-transfection de cellules MSB-1 par le vecteur pRL-TK et les différentes constructions (pGL3-Trq-1,
pGL3-Trq-2, pGL3-Trq-3, pGL3-Trq-4, pGL3-Trq-5, pGL3-p-court-1 pGL3-p-court-2, pGL3-Trq-3-court et
pGL3-Trq-4-court) a été relativisée par rapport à l’activité luciférase de la construction promotrice complète p-
GL3-p-miR-M9-M4, normalisée à 100%. Des résultats similaires ont été obtenus lors de trois essais de co-
transfection indépendants réalisés en triplicate et les données présentées sont représentatives d’un essai.























Figure 62 : Représentation schématique des différents promoteurs construits à partir de la région promotrice
p-miR-M9-M4.
Les éléments de réponse aux principaux facteurs de transcription de la région promotrice p-miR-M9-M4 sont
présentés en haut de la figure. La position du début des troncatures Trq-1, Trq-2, Trq-3, Trq-4 et Trq-5 est
indiquée par rapport au TSS-133117 (+1). La taille de chaque promoteur est indiquée au dessus de chaque trait






















respectivement à l’aide des couples d’amorces M415/M542, et  M415/M476 (Figure 62 ; Tableau 22). 
Enfin, le panel a été complété par des formes tronquées aux 2 extrémités de la région promotrice 
initiale : Trq-3-court (680pb ; -351à+291), Trq-4-court (522pb ; -232à+291) et Trq-4.5-court 
(240pb ; +51à+291). Le mode d’obtention de ces formes a été identique à celles décrites 
précédemment soit des PCR à partir de la construction pGL3-p-miR-M9-M4 avec respectivement les 
couples d’amorces A78/ M542, M444/M542 et M477/M542 (Figure 62 ; Tableau 22). 
Pour finir, toutes ces troncatures de la région promotrice p-miR-M9-M4 ont ensuite été 
insérées dans le vecteur pGL3 basic, afin de former les constructions pGL3-Trq-1, pGL3-Trq-2, 
pGL3-Trq-3, pGL3-Trq-4, pGL3-Trq-5, pGL3-p-court-1, pGL3-p-court-2, pGL3-Trq-3-court, pGL3-
p-Trq-4-court, et pGL3-Trq-4.5-court.  
 
2.3.2.2. Analyse de l’activité luciférase de différentes constructions du 
promoteur p-miR-M9-M4 en cellules MSB-1. 
 
L’ensemble des constructions a été co-transfectée dans des cellules MSB-1 avec un témoin 
d’efficacité de transfection, le vecteur pRL-TK codant la luciférase Renilla. Ainsi chaque mesure 
d’activité luciférase Firefly a été relativisée par la valeur d’activité Renilla correspondante. Ensuite, 
afin de permettre la comparaison entre les différentes séries d’essais, les valeurs d’activité luciférase 
correspondant à chaque promoteur ont été standardisées en les rapportant à celles mesurées pour le 
vecteur pGL3-p-miR-M9-M4. Enfin, dans chaque série d’essais deux témoins ont été inclus un témoin 
négatif constitué par le plasmide pGL3basic sans promoteur en amont de la luciférase permettant 
d’évaluer le bruit de fond d’activité luciférase, ainsi qu’un témoin positif, le plasmide pCDNA-MLuc, 
codant pour la luciférase firefly sous promoteur CMV. 
Tout d’abord, la comparaison des cinq promoteurs tronqués dans leur partie 5’ a fait apparaître 
une activité promotrice équivalente de 100%, 105% et 80% respectivement entre les trois promoteurs 
p-miR-M9-M4, Trq-1 et Trq-2 (figure 63A). Par ailleurs, l’activité luciférase apparaissait similaire 
entre les promoteurs Trq-3 et Trq-4 et se situait à environ 45% de celle observée pour la séquence 
promotrice complète (Figure 63A). A l’inverse, le promoteur Trq-5 ne contenant pas le TSS 
majoritaire, ne présentait que 5% de l’activité de p-miR-M9-M4 (Figure 63A). Toutefois, bien que non 
fonctionnelle seule, la séquence de cette construction Trq-5 semble importante pour l’activité du 
promoteur. En effet, l’absence de cette région induit une chute d’au moins 50% de l’activité 
promotrice mise en évidence lors de la comparaison des constructions p-court-1 versus p-miR-M9-
M4, Trq-3-court versus Trq-3 et Trq-4-court versus Trq-4 (Figure 63B). Enfin, la troncature élargie de 
cette région conduit à une diminution plus importante de l’activité promotrice correspondante, mis en 
évidence par la comparaison des activités des constructions p-court-1 et p-court-2 (Figure 63B). 
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Figure 64 : Etude de l’efficacité transcriptionnelle des promoteurs tronqués de la région promotrice p-miR-M9-M4
en cellules PA-9.
L’activité luciférase obtenue lors de la co-transfection de cellules PA-9 par le vecteur pRL-TK et les différentes
constructions (pGL3-Trq-1, pGL3-Trq-2, pGL3-Trq-4 et pGL3-Trq-5) a été relativisée par rapport à l’activité
luciférase de la construction promotrice complète p-GL3-p-miR-M9-M4, normalisée à 100%. Les barres d’erreurs
indiquent la déviation standard obtenue à partir d’un triplicate. Des résultats similaires ont été obtenus lors de deux
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2.3.2.3. Analyse de l’activité luciférase des différentes constructions du 
promoteur p-miR-M9-M4 en cellules PA-9. 
 
Comme le promoteur présentait huit ER pour c-Myb, les constructions pGL3-p-miR-M9-M4, 
pGL3-Trq-1, pGL3-Trq-2, pGL3-Trq-4 et pGL3-Trq-5 ont été transfectées dans les cellules de la 
lignée lymphoblastoïde PA-9, qui présente un fort taux d’expression de la protéine cellulaire c-Myb 
suite à l’insertion du virus RAV (Rous-associated virus) dans un des allèles codant c-Myb (Le Rouzic 
& Perbal, 1996). De plus, à l’instar de la lignée MSB-1, cette lignée PA-9 est issue d’une tumeur 
induite par un virus GaHV-2, et dans ce cas précis la souche virulente HPRS-16.  
Les résultats obtenus lors des transfections dans cette lignée surexprimant c-Myb étaient 
totalement superposables à ceux obtenus pour les transfections dans les cellules MSB-1 (Figure 63 et 
64). En effet, l’activité luciférase relative observée pour les promoteurs Trq-1 et Trq-2 représentait 
environ 90% de l’activité luciférase observée pour le promoteur p-miR-M9-M4 alors que l’activité 
observée pour le promoteur Trq-4 ne représentait que 60% de celle observée pour p-miR-M9-M4 et 
que celle liée à la construction Trq-5 représentait moins de 5% de l’activité luciférase observée pour le 
promoteur complet.  
 
3. Etude transcriptionnelle du brin inverse des miARN de 
l’IRL de GaHV-2. 
 
Au cours de l’étude transcriptionnelle du brin codant les miARN de l’IRL de GaHV-2, j’ai 
identifié de nombreux transcrits correspondant au brin inverse (Figure 65), alors que peu de gènes 
avaient été caractérisés sur ce brin dans la littérature. En effet, seuls vTR localisé proche de la jonction 
IRL/IRS, la protéine 23kD et des peptides appartenant à R-LORF10 et R-LORF11 avaient été mis en 
évidence et très peu d’études avaient été menées sur les mécanismes de régulation de ces gènes.  
Le tri entre les transcrits spécifiques du brin inverse aux miARN et ceux du brin sens a été 
réalisé sur la base de la présence de séquences spécifiques de bornes d’épissage. Ainsi, les transcrits 
du brin inverse localisés entre la région en amont du gène de la protéine 23kD et des répétitions de 
132pb présentaient un épissage complexe de type U2 au sein desquels j’ai identifié 13 bornes 
accepteuses et donneuses (Tableaux 23 et 24). Par ailleurs, sur les huit ORF prédites dans cette région 
(R-LORF11, R-LORF10, MRLK, MYFK, R-LORF8, MLHG, MGGG et 23kD), les gènes MLHG et 
MRLK apparaissaient majoritairement exoniques tandis que les gènes 23kD, MGGG et R-LORF10 
semblaient principalement localisés dans des introns. Il est intéressant de noter la présence de bornes 
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Figure 65 : Représentation schématique de l’ensemble des transcrits issus du brin inverse au brin codant les
miARN du cluster1 de GaHV-2 en cellule MSB-1.
La région (3’è 5’) comprise entre les bases 127000 et 139000 de GaHV-2 Md5 est présentée dans la partie
supérieure. Les ORF sont représentées par des rectangles gris. Les bornes d’épissage accepteuses de type U2 sont
schématisées par des triangles noirs inversés et les bornes d’épissage donneuses de type U2 par des triangles noirs.
Les amorces utilisées pour les différentes amplifications sont représentées en dessous du schéma de la région de
GaHV-2. Les exons sont représentés par des traits pleins noirs, les introns de type U2 par des pointillés noirs.
3’ 5’
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Tableau 23 : Séquence des bornes donneuses de type U2 présentes sur le brin inverse des miARN de l’IRL de GaHV-2. 
* nom des bornes D1 à D13 donné en fonction de leur position par rapport à la fin de l’IRL (jonction IRL/IRS),
† séquence des 20 nucléotides encadrant la borne exon/intron
‡ position des bornes donnée en fonction du génome de GaHV-2 Md5.
Tableau 24 : Séquence des bornes accepteuses de type U2 présentes sur le brin inverse des miARN de l’IRL de GaHV-2. 
* nom des bornes A1 à A13 donné en fonction de leur position par rapport à la fin de l’IRL (jonction IRL/IRS),
† séquence des 20 nucléotides encadrant la borne exon/intron
‡ position des bornes donnée en fonction du génome de GaHV-2 Md5.































accepteuses A2, A4 et A7 juste en amont des codons ATG des gènes MLHG, MYFK et MRLK, qui 
pourrait permettre la transcription de la totalité de ces trois ORF sous forme d’exons par épissage 
alternatif (Figure 65, Tableaux 23 et 24).   
 
4. Etude de transcrits édités issus des deux brins de l’IRL 
de GaHV-2. 
4.1. Identification de transcrits édités au sein de l’IRL de  
GaHV-2. 
 
Au cours de l’étude transcriptionnelle de la région IRL de GaHV-2, six transcrits fortement 
édités ont été identifiés à partir des ARN extraits de cellules MSB-1. En effet, de très nombreuses 
modifications d’adénosines en inosines (transformés en guanines lors de la transcription inverse) ont 
été mises en évidence sur la région de ces transcrits située juste en amont du cluster de miARN sur le 
brin supérieur et entre le début de R-LORF10 et l’ORF MYFK sur le brin inférieur (Figure 66). 
Un seul transcrit édité (Edit-18) correspondant au brin codant les miARN a été retrouvé au 
sein des banques. Ce transcrit obtenu par 5’RACE PCR à l’aide de l’oligonucléotide M04, localisé 
dans l’exon 2 de vIL-8 s’initiait en amont de mdv1-miR-M9 au niveau du TSS-133117 majoritaire et 
présentait un épissage entre la région promotrice et l’exon2 de vIL-8. Seul le premier exon de ce 
transcrit localisé en amont des miARN était édité avec 18 adénosines éditées en inosines (Figure 66). 
Par ailleurs, l’épissage de ce transcrit était modifié par ce phénomène d’édition qui supprimait la borne 
donneuse D9 et conduisait à l’utilisation d’une borne alternative située en aval.  
Les cinq autres transcrits édités provenaient du brin inverse des miARN. Ils étaient tous issus 
de banques différentes réalisées par RT-PCR avec cinq couples d’amorces différents (Figure 66). 
Parmi ces cinq transcrits, différentes zones d’édition ont été mises en évidence et l’ensemble 
recouvrerait une zone d’environ 2500 pb du brin inverse des miARN localisée entre les gènes R-
LORF10 et MYFK.  
Les deux transcrits Edit-175 et Edit-185 font apparaître une zone hyper-éditée entre les gènes 
MRLK et MYFK avec respectivement 175 et 185 modifications AàI. Les transcrits Edit-6 et Edit-88 
présentait quant à eux respectivement 6 et 88 modifications AàI dans les exons présents entre et au 
niveau des gènes MRLK et R-LORF10 (Figure 66). Le transcrit Edit-29 apparaissait non épissé et bien 
que recouvrant entièrement la zone entre MRLK et MYFK fortement éditée dans les transcrits Edit-
175 et 185, la zone d’édition de 29 bases était située plus en amont dans la région en 3’ de MYFK 
(Figure 66). Excepté pour le transcrit Edit-185 qui correspond à un épissage alternatif à partir d’une 
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Figure 66 : Représentation schématique des transcrits édités issus de l’IRL de GaHV-2 en cellules MSB-1.
Le brin codant les miARN de la région comprise entre les bases 127000 et 139000 de GaHV-2 Md5 est schématisé
dans la partie supérieure de la figure, tandis que le brin inverse des miARN est schématisé au centre de celle-ci. Les
ORF sont schématisés par des rectangles gris et les miARN par des tiges boucles. Les bornes d’épissage
accepteuses de type U2 sont schématisées par des triangles noirs inversés et les bornes d’épissage donneuses de
type U2 par des triangles noirs. Les exons sont représentés par des traits pleins noirs, les introns de type U2 par des
pointillés noirs. Les zones éditées identifiées au sein des exons sont représentées par des traits pleins verts et le
nombre de bases éditées est figuré au dessus de chaque exon édité. Les amorces utilisées pour les différentes
amplifications sont représentées au dessus de chaque transcrit. L’extrémité 5’ identifiée par 5’RACE PCR est
indiquée par une étoile (*).
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borne accepteuse créée par édition (intron/exon AA/AT en AG/AT), les bornes d’épissage des autres 
transcrits édités sont identiques à celles précédemment décrites pour les transcrits non édités (Figure 
65). En plus de la génération d’un site d’épissage alternatif, les modifications les plus importantes lors 
de l’édition du transcrit Edit-185 concernaient les codons stop (TAA, TAG et TGA) avec la disparition 
de 36 des 62 initialement présents sur l’exon 2 de ce transcrit (Figure 67). De plus, l’édition induisait 
la suppression de quatre codons d’initiation ATG et la création de 8 ATG à l’intérieur de ce second 
exon. 
Il faut noter que la création de ces codons ATG et le « gommage » des nombreux codons 
d’arrêt de traduction au sein de l’exon 2 du transcrit Edit-185 ont entraîné une importante modification 
des cadres ouverts de lecture de cette région (Figure 68). En effet, l’édition du transcrit Edit-185 a fait 
apparaître trois petits ORF de 84, 96 et 123 nucléotides, ainsi que l’allongement de deux cadres de 
lecture existants. Le premier ORF concerné situé dans la première phase de lecture comporte de ce fait 
36 nucléotides supplémentaires alors que l’apparition d’un ATG dans la deuxième phase de lecture 
permet l’adjonction de 519 bases (soit 173 aa) en 5’ du cadre ouvert de lecture MRLK transformé ainsi 
en MRLE (Figure 68).  
 
4.2. Etude de la variabilité de l’édition dans la région Edit-29. 
  
En préambule à cette dernière partie des résultats, je voudrais indiquer qu’étant à l’origine de 
la mise en évidence des transcrits édités au sein de l’équipe, nous avons tenu à insérer dans ce 
manuscrit, la partie des analyses de ces transcrits que j’ai réalisée. Ces résultats obtenus en fin de stage 
de thèse, ayant été uniquement initiés en vue d’évaluer la faisabilité des approches, sont naturellement 
parcellaires et préliminaires. Par contre, ils sont à l’origine du projet de recherche d’un étudiant en M2, 
qui a pour but de compléter les profils des transcrits édités et surtout de déterminer l’enzyme 
impliquée dans ce mécanisme d’édition. 
Afin de déterminer l’existence potentielle de plusieurs types de profils d’édition et surtout si 
certains événements d’édition étaient particulièrement présents au sein d’une même zone, nous avons 
réalisé des RT-PCR et RT-PCR nichées à partir d’ARN extraits de cellules MSB-1 en ciblant la région 
éditée du transcrit Edit-29. Tout d’abord, l’étape de transcription inverse a été réalisée à l’aide d’un 
mélange de deux oligonucléotides A13 et A14, spécifiques du brin inverse des miARN. Ces amorces 
localisées respectivement 90pb en aval de la région éditée et dans l’ORF de MRLK souvent retrouvée 
dans un exon, permettaient d’obtenir les ADNc des différents produits d’épissage identifiés parmi les 
transcrits édités (Figure 66). Afin d’amplifier les événements d’édition, des PCR ont ensuite été 
réalisées à l’aide de quatre couples d’amorces (M1 à M4) correspondant à l’association des amorces 
spécifiques des séquences éditées A5-A7 (M1), A5-A6 (M2), A8-A7 (M3) et A8-A6 (M4) alors que 
les PCR témoins équivalentes étaient réalisées avec les couples d’amorces « non éditées » A9-A11 
(M5), A9-A10 (M6), A12-A11 (M7) et A12-A10 (M8) (Figure 69A et B). Ensuite tous les produits
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Edit-185    1  CTAGGAATCAGTGTGCGGAATTTATTCTTAACATTCCAGCACCAACCTCCCCGAACCAAA  60    
               ||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||  
Md5    134806  CTAGGAATCAGTGTGCGGAATTTATTCTTAACATTCCAGCACCAACCTCCCCGAACCAAA  134747  
 
Edit-185   61  ATAATAATTAAAAAAGCAACACCCACAGACCCGAAAGTATTGAAGAATTACACGTTCGCG  120     
               ||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||  
Md5    134746  ATAATAATTAAAAAAGCAACACCCACAGACCCGAAAGTATTGAAGAATTACACGTTCGCG  134687  
 
Edit-185  121  AACGGTCACAATTCACCTGTCATTTTATAAAGGAGCAATAGTTTATTTAAGAG  173  
               |||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||  




Edit-185  174  ATGTCGCGGTCGAGGGGCCGGCTGGTGGAGGGATCGGGCGGGGGAATCGGGGAGCGGACG  233  
               ||||| || ||||   |||||||||| |||||||||||||     |||||||||||||||  
Md5    133161  ATGTCACGATCGAAAAGCCGGCTGGTAGAGGGATCGGGCGAAAAGATCGGGGAGCGGACG  133102  
 
Edit-185  234  GACTGAGCCTTGGGTGGAGTGACTGGCGCGCAGCCAGATCCTGTATGAAAGGTGTGTGTT  293 
               |||||||||||  || || | |||||||||||||||||||||||||||||||| ||| ||  
Md5    133101  GACTGAGCCTTAAGTAGAATAACTGGCGCGCAGCCAGATCCTGTATGAAAGGTATGTATT  133042  
 
Edit-185  294  GGGAGTTCGATTGGCCGAACAGGGCAATTCGCGCACGATTATGCGTAATCAAGCCCACAG  353  
                | | |||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||  
Md5    133041  AGAAATTCGATTGGCCGAACAGGGCAATTCGCGCACGATTATGCGTAATCAAGCCCACAG  132982  
 
Edit-185  354  ATCGCACCTTCAACCGATAAGAGTCTCTAGATGACAAATCGACAGTTGGTTGGAGGGTGT  413  
               ||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||||| ||||||  ||||  
Md5    132981  ATCGCACCTTCAACCGATAAGAGTCTCTAGATGACAAATCGACAGTTAGTTGGAAAGTGT  132922  
 
Edit-185  414  TCGGGGGCGGTAAAATTTGCGGGGCCTCTCGACATAAAGGCCTCTGGGGTATGGTTCGCT  473  
               |||||||||||||||||| | ||||||||||||||||||||||||   ||||  ||||||  
Md5    132921  TCGGGGGCGGTAAAATTTACAGGGCCTCTCGACATAAAGGCCTCTAAAGTATAATTCGCT  132862  
 
Edit-185  474  GGTTCTGCTGATTGGGGGGAGCGGTTCTGAGTGGTCGTCACACCGATCGCATATTTATGC  533  
               ||||||||| ||| ||  ||||||||||||||  ||||||||||||||||||||||||||  
Md5    132861  GGTTCTGCTAATTAGGAAGAGCGGTTCTGAGTAATCGTCACACCGATCGCATATTTATGC  132802  
 
Edit-185  534  TGGGGCGAGGGGTGGTGAGATGGTGGGTCGGCACTTAAGAAAGGGCGTCTGTCTGTCAGG  593  
               || ||||||||||  ||||||| |   || |||||||||||||||| ||||||| |||||  
Md5    132801  TGAGGCGAGGGGTAATGAGATGATAAATCAGCACTTAAGAAAGGGCATCTGTCTATCAGG  132742  
 
Edit-185  594  GCCCCGGACATCAAAGGCACTGCACTATAGGGTGATTCACTTGGGCTGAGATTCCGGGCA  653  
               ||||| ||||||||||||||||||||||| ||||||||||||  ||| | ||||||||||  
Md5    132741  GCCCCAGACATCAAAGGCACTGCACTATAAGGTGATTCACTTAAGCTAAAATTCCGGGCA  132682  
 
Edit-185  654  TCGGCTATGGGTGGGCAATATCAGTTGTCGGGGGTTTCTCATGGGAACAGCGACTTGGGA  712  
               || |||||| ||  |||||||||||| ||     ||||||||||||||||||||||   |  
Md5    132681  TCAGCTATGAGTAAGCAATATCAGTTATCAAAAATTTCTCATGGGAACAGCGACTTAAAA  132622  
 
Edit-185  713  A-GAACTTGTAATGGGAGGGGGTGCCTTCAGTGCCCGATGGCGTTGTGGACGGTTCCGTG  772  
               |  ||||| ||||   |||   | |||||| | ||| ||| |||| |  ||  ||||||   
Md5    132621  AAAAACTTATAATAAAAGGAAATACCTTCAATACCCAATGACGTTATAAACAATTCCGTA  132562  
 
Edit-185  773  TAGGTCCTGAGGAGCTGCCGCAGGAAGAGGAAACTGCCCCATTTCGCGCCATTGGAGCGT  832  
               ||  ||||||||||||||||||  || |     || |||||||||||||||||||| |||  
Md5    132561  TAAATCCTGAGGAGCTGCCGCAAAAAAAAA---CTACCCCATTTCGCGCCATTGGAACGT  132505  
 
Edit-185  833  GTGGAATGGCAACAACAAAAATGGGGGCGCAGTCGGCACGGTTTCATGGTTCCGGGATCG  892  
                | ||||  |||||||||||||     ||||||||||||||||||||  |||| |||||   
Md5    132504  ATAGAATAACAACAACAAAAATAAAAACGCAGTCGGCACGGTTTCATAATTCCAGGATCA  132445  
 
Edit-185  893  GGCCCGGCCGGGCGCTCTCGAGGTGTGGCACACCCCCTCCCCCGCCGCTGCTGGTCCGGA  952  
                 ||||||||  |||||||||  | |  ||||||||||||||||||||| ||||||||||  
Md5    132444  AACCCGGCCGAACGCTCTCGAAATATAACACACCCCCTCCCCCGCCGCTACTGGTCCGGA  132385  
 
Edit-185  953  GGTCATTGAGTTTGGTGGCAGACGACAAACAGACAAGGGTTGTGGATGCCGCCGGCTGGT  1012  
                 ||||||||||| |||||| |||||||||||||||   |||| ||||||||| ||| ||  
Md5    132384  AATCATTGAGTTTAGTGGCAAACGACAAACAGACAAAAATTGTAGATGCCGCCAGCTAGT  132325  
 
Edit-185 1013  TGAGGGGCGCACGGAACGTGTGTCGGGGCGCGTGGAGCAACCGACACCGCAGGTTGGTTT  1072  
               ||||  |||||| |||| | | ||| | ||| || |||||||||||||||| |||  |||  
Md5    132324  TGAGAAGCGCACAGAACATATATCGAGACGCATGAAGCAACCGACACCGCAAGTTAATTT  132265  
 
Edit-185 1073  ACGGCGGTTGCTGTGCGTTTGCAGTGACTTTTTTTAGCCTTGATCGTGCCGTGCGCGGGG  1132  
               ||||||||| |||| | |||||||| |||||||||| |||||||||| |||| ||||  |  
Md5    132264  ACGGCGGTTACTGTACATTTGCAGTAACTTTTTTTAACCTTGATCGTACCGTACGCGAAG  132205  
 
Edit-185 1133  GGGAGTGTGCGAGGGGTGGAATGAGCGCGCGTACAGTGGGCCAGTGTCCGTGGCCTTTTG  1192  
               |||||| | |||  | |  ||||| | ||| |||||||  ||| | |||||  ||||||   
Md5    132204  GGGAGTATACGAAAGATAAAATGAACACGCATACAGTGAACCAATATCCGTAACCTTTTA  132145  
 
Edit-185 1193  GTGCTCGACCGATTTGCAGGATGAGGCTGGAAGGTATGCATGCATTCGGAATGATTGGAA  1252  
                |||||||||||||| ||||||||||||| ||  ||| ||| |||||  ||| ||| |||  
Md5    132144  ATGCTCGACCGATTTACAGGATGAGGCTGAAAAATATACATACATTCAAAATAATTAGAA  132085  
 
Edit-185 1253  AGGCGGAGACGATGGGCGTCCCCGCTGCACGTCCGCGTTCGTCTCGGCGGCCGCCGTACT  1312  
               |  |  |||| |||  |||||||||| |||||||||||||||||||||| ||||||||||  
Md5    132084  AAACAAAGACAATGAACGTCCCCGCTACACGTCCGCGTTCGTCTCGGCGACCGCCGTACT  132025  
 
Edit-185 1313  TCCGCAATCGTT  1324  
               ||||||||||||  







Figure 67 : Alignement de la séquence Edit-185 avec la région correspondante du génome GaHV-2 Md5.
L’alignement entre la séquence Edit-185 et le génome de GaHV-2 Md5 a été réalisé à l’aide du logiciel BLAST. Les 
codons ATG non modifiés par le phénomène d’édition sont surlignés en jaune, ceux créés par édition sont surlignés en 
vert clair et ceux supprimés par l’édition sont surlignés en rouge. Les codons stop (TAA, TAG et TGA) non modifiés 
par le phénomène d’édition sont surlignés en gris et ceux supprimés par l’édition sont surlignés en vert foncé. 
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Figure 68 : Prédiction des cadres ouverts de lecture de l’exon édité de la séquence Edit-185 en comparaison de
la séquence non éditée de GaHV-2 Md5.














zone éditée Edit-29 non éditée
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Figure 69 : Descriptif des différentes RT-PCR et RT-PCR nichées réalisées dans la région éditée du transcrit Edit-29 en
cellules MSB-1.
(A) Couples d’amorces édités utilisés pour les RT-PCR et RT-PCR nichées ainsi que la taille des fragments attendue.
(B) Couples d’amorces non édités utilisés pour les RT-PCR et RT-PCR nichées ainsi que la taille des fragments
attendue. (C) Ensemble des RT-PCR et RT-PCR nichées réalisées à partir des ADNc issus des transcriptions inverses
spécifiques du brin anti-sens des miARN. Les cases surlignées en jaune signifient qu’une amplification a été observée
sur gel. Les étoiles correspondent aux produits de PCR au sein desquels des transcrits édités ont été identifiés. La
notation Mx/My symbolise une RT-PCR nichée ou pseudo-nichée avec le couple d’amorce x sur le produit de RT-PCR
ayant utilisé le couple d’amorces y.
Nichée Pseudo-Nichée
M3/M2 * M1/M2 * M4/M2 *
RT-PCR avec les couples d'amorces éditées
M1 M2 M3 M4
RT-PCR avec les couples d'amorces non éditées
M5 M6 M7 M8
Figure 70 : Alignement des différentes séquences éditées.
Les séquences éditées sont alignées grâce au logiciel BIOEDIT en fonction du génome viral Md5 et de la séquence éditée
Edit-29. Les neuf populations retrouvées (P1 à P9) ainsi que les pcr dont elles sont issues sont indiquées sur la droite de
la figure. Le nombre d’éléments de chaque population est indiqué entre parenthèses. Les points montrent les bases
identiques par rapport à la séquence Md5 et les tirets des « gaps ».
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....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|...
RB1B                   AATGAGAATTATCTCGTGCATCGCCCGCGTACGGAAATGTATATGAGTAGACTAGAAAAAGTTTAAAATCTACTTTCCCATTTTGTTTGGCCCACTTCATTAGATCTACCCGATATGTTACACTCCCGGAGATCAGGTCTCTTAGTTATCCGGGAATGATTACCTTACCCGCACTTTGGTTCTAAATGTCACGATCGAAAAGC
ADNc n°1               .G.....G..G........G..........G....G....G.G..G..G....G..GG......GG.....G.............................G............G....G.......................G...G......GG.....G....G.....G..........GG..AC...........G..
P1  S  M1/M2 (x1)      -----------------------------.G....G....G.G..G..G....G..GGG.....GGGG..............................G..G............G....G..............G........G...G......GG..G..G....G................GG..AC...........G..
P2  S  M3/M2 (x11)     -----------------------------.G....G....G.G..G..G....G..GGG.....GGGG..............................G..G............G....G..............G........G...G......GG.....G....G.....G.-----------------------------
P3  AS M3/M2 (x5)      -----------------------------.G....G....G.G..G..G....G..GGG.....GGG....G.......G.....................G..........G.G....G..............G........G...G......GG.....G....G.....G.-----------------------------
P4  AS M3/M2 (x5)      -----------------------------.G....G....G.G..G..G.G..G..GGG.......................................G..G..........G.G....G.G............G........G...G......GG.....G....G.....G.-----------------------------
P5  AS M3/M2 (x1)      -----------------------------.G....G....G.G..G..G....G.....G....GG...................................G.....G....G.G....G.G............G........G...G......GG.....G....G.....G.-----------------------------
P6  AS M3/M2 (x6)      -----------------------------.G....G....G.G..G..G....G.....G....GG...................................G.....G....G.G....G..............G........G...G......GG.....G....G.....G.-----------------------------
P7  AS M4/M2 (x2)      .G.....G..G........G..........G....GG...G.G..G..G....G.....G....GG...................................G.....G....G.G....G..............G........G...G......GG.....G....G.....G.-----------------------------
P8  AS M4/M2 (x1)      .G.....G..G........G..........G....GG.....G..........................................................G.....G....G.G....G..............G........G...G......GG.....G....G.....G.-----------------------------








P5. 3/ 2. (x1)----
P6. 3/ 2. (x6)----
P7. 4/M2. (x2)----
P8. 4/ 2. (x1)----
P9. 4/ 2. (x8)----
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d’amplification ont été clonés en vecteur pGEM-T Easy afin de déterminer les séquences des 
amplicons correspondants. Alors que les PCR témoins avec les amorces non éditées ont permis 
l’obtention d’amplicons spécifiques, la totalité des amplicons obtenus pour les couples M1 à M4 
correspondait à l’amplification et au clonage de séquences d’ARNm de poulet dont les séquences 
étaient très proches des séquences des amorces « éditées ». Pour augmenter la spécificité des 
amplifications lors de ces PCR, des PCR nichées ont été réalisées avec le couple M1, M3 ou M4 sur le 
produit de PCR amorcé par M2 (Figure 69C).  
 Des amplicons de taille attendue ont été obtenus pour chaque PCR nichée. Après purification 
sur gel, les ADN correspondants ont été clonés en vecteur pGEMTeasy. Suite au séquençage, 28 
séquences éditées de la région correspondant à la PCR nichée M3 à partir de la PCR primaire M2 
(M3/M2) ont été obtenues alors qu’une et onze séquences correspondant respectivement aux PCR 
nichées M1/M2 et M4/M2 ont été trouvées.  
L’alignement des 40 séquences réalisé à l’aide du logiciel BIOEDIT a permis de regrouper les 
séquences identiques entre elles (Figure 70) et de répertorier neuf profils d’édition (P1 à P9). Ainsi, le 
profil majoritaire correspondait au profil P2 (11 clones), les profils P9, P6, P3 et P7 concernant 
respectivement 8, 6, 5 et 2 clones alors que les profils P1 et P8 n’avaient été rencontrés qu’une seule 
fois sur les 40 séquences déterminées (Figure 70).  
L’analyse globale de l’alignement montre que 42 adénosines sur les 55 que contenait la région 
amplifiée pouvaient être éditées en inosines. Par ailleurs, il est apparu que plusieurs d’entre elles, 
localisées en position 31, 36, 43, 102, 120, 144, 148, 155, 156, 162 et 167, étaient systématiquement 
éditées. De plus, il semblerait par la comparaison des populations que certains sites d’édition soient 
favorisés ou bloqués par l’édition d’un autre site. En effet, l’édition du site en position 108 pour les 
populations P5 à P9 et l’édition du site en position 60 identifiée dans les populations P5 à P7 
semblaient exclusives de l’édition sur les sites 57 à 58 observée sur les populations P1 à P4 ainsi que 
sur le transcrit Edit-29 (Figure 70). Par ailleurs, pour la population P4, l’édition en position 51 
semblait exclure l’édition en positions 65 et 66 présente dans les populations P1 à P3. Pour finir, 
l’édition observée pour les bases 57-59 et 65-68 semblerait montrer que l’édition d’une adénosine au 

























 Le miARN mdv1-miR-M4 localisé dans le cluster M9-M4 en amont du gène meq apparaît 
comme un des miARN les plus exprimés durant l’infection par GaHV-2. En effet, parmi les 
différentes banques de miARN réalisées à partir de lignées de tumeurs induites par GaHV-2, 
d’infection in vitro de CEF par GaHV-2 ou in vivo de PBL de poulets infectés par GaHV-2, mdv1-
miR-M4-5P correspondait à l’un des trois miARN les plus exprimés, représentant de 6 à 72% des 
miARN viraux clonés dans les différentes banques.  Parallèlement à nos travaux, ce miARN avait été 
identifié comme un orthologue du miARN cellulaire gga-miR-155 sur la base de l’identité de leur 
séquence « seed » (UAAUGCU). Ainsi, il avait été montré que ces miARN diminuaient identiquement 
l’expression des gènes rapporteurs contenant les 3’UTR des gènes PU.1, CEBPβ, HIVEP2, BCL2L13 
et PDCD6, ainsi que l’expression de la protéine PU.1 (Zhao et al., 2009a).  
 Dans ce travail, nous avons montré un effet de gga-miR-155 et de son orthologue mdv1-miR-
M4-5P sur trois nouvelles cibles cellulaires RREB1, c-Myb et GPM6B  ainsi que sur trois cibles 
précédemment identifiées pour hsa-miR-155 (MAP3K7IP2, PU.1, CEBPβ) (Ceppi et al., 2009; 
Vigorito et al., 2007; Yin et al., 2008) parmi lesquelles le ciblage de deux d’entre elles avait 
parallèlement été décrit pour gga-miR-155 et mdv1-miR-M4-5P (PU.1, CEBPβ) (Zhao et al., 2009a). 
Alors qu’une répression identique a été observée pour les vecteurs véhiculant les 3’UTR des gènes 
GPM6B, CEBPβ, MAP3K7IP2, RREB1 et PU-1 avec les deux miARN (Figure 48), une légère 
différence a été observée pour la cible c-Myb présentant deux miRE. En effet, mdv1-miR-M4 semble 
diminuer plus efficacement l’expression de c-Myb que gga-miR-155 via le miRE1 (Figure 49B) avec 
de plus, un potentiel effet coopératif lorsque les deux miRE sont présents lors de l’expression 
ectopique de mdv1-miR-M4. Il faut noter que la différence d’activité luciférase observée entre mdv1-
miR-M4-5P et gga-miR-155 sur le miRE1 de c-Myb (mutation miRE2 ; Figure 49B) ne semble pas 
pouvoir être reliée à une meilleure complémentarité entre le mdv1-miR-M4-5P et la cible (Figure 47). 
Par contre, cet effet coopératif entre les deux miRE des gènes c-Myb et RREB1 est nettement 
détectable avec mdv1-miR-M4 exprimé de façon endogène lors des essais dans les lignées lymphoïdes 
MSB-1 et 54-O. En effet, la présence des deux miRE au sein de la 3’ UTR du messager de RREB1 
entraîne une diminution de l’activité luciférase d’environ 90%, alors que séparément les deux miRE1 
et 2 ne diminuaient l’activité que de respectivement 50% et 70 % (Figure 50). De la même manière, 
une diminution cumulée de l’activité luciférase d’environ 70% a été observée pour c-Myb alors que 
séparément chacun des deux miRE n’entraînait qu’une diminution de l’activité luciférase de 50% 
(Figure 50).  
 Par ailleurs, l’alignement dans différentes espèces des sites miRE2 de c-Myb et de RREB1 
présentant une grande variabilité sur l’ensemble de la séquence du miRE ainsi que des mutations dans 
la séquence complémentaire à la séquence « seed » chez le taureau (bta) et le chien (cfa), indiquerait 
que ce second site ne serait pas fonctionnel chez toutes les espèces (Tableau 25). A l’inverse, la 
remarquable conservation des séquences et de leur localisation au sein des 3’UTR chez les différents 
organismes laisse supposer que les sites miRE1 de RREB1 et de c-Myb seraient systématiquement 
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Tableau 25 : Alignement des miRE ciblés par miR-155 et son orthologue mdv1-miR-M4-5P.
# Cibles déjà validées pour le miR-155 de l’espèce correspondante, gga : Gallus gallus ; hsa : Homo sapiens ; mml :
Macaca mulatta ; mmu : Mus musculus ; rno : Rattus norvegicus ; bta : Bos taurus ; cfa : Canis familiaris
* Les nucléotides soulignés en gras correspondent à la séquence complémentaire de la « seed » de miR-155, les bases en
rouge correspondent à des mutations et les points représentent des « gaps ».




RREB1 gga# 1710 1 1461 AGGACCUUUUUCAUUUAAGCAUUAA    
hsa 1994 1 1652 GAGGACC.UCUUCAUUUGAGCAUUAG
mml 1923 1 1586 GAGGACC.UCUUCAUUUGAGCAUUAG
mmu 1864 1 1546 GAGGACC.UUUUCAUUUAAGCAUUAA
rno 1823 1 1512 GAGGACC.UUUUCAUUUAAGCAUUAA
bta 1828 1 1533 GAGGACC.UUUUCAUUUAAGCAUUAA
cfa 1851 1 1486 GAGGACC.UUUUCAUUUAAGCAUUAA
gga# 1710 2 1226 CAUUUGCCACACGGUGGAGCAUUAA
hsa 1994 2 1306 UCCAUUU.CCAGUCUGU.CAGCAUUAG
mml 1923 2 1240 UCCGUUU.CCACUCUGU.CAGCAUUAG
bta 1828 2 1174 CUCUCAGCGUUAGACAUGCCAUUAC
c-Myb gga# 1211 1 1178 AUGGACUUCUCCGGAGAAGCAUUAU
hsa 1191 1 1169 GACAUUUCCAGAAAAGCAUUAU
mml 1188 1 1166 GACAUUUCCAGAAAAGCAUUAU
mmu 1232 1 1210 GACAUUUCCAGAAAAGCAUUAU
rno 1254 1 1232 GACAUUUCCAGAAAAGCAUUAU
bta 1199 1 1177 GACGUUUGCAGACAAGCAUUAU
cfa 1174 1 1152 GAUGUUUCUCAACAAGCAUUAU
gga# 1211 2 734 AAAUACUGAAGUAAAAAAGCAUUAC
hsa 1191 2 753 UUUUAAAAAUCAGUAAAAGCAUUAC
mml 1188 2 754 UUUUAAAAAUCAGUAAAAGCAUUAC
mmu 1232 2 782 UUUUAAAAACCAGGAGAAGCAUUAU
rno 1254 2 810 UUUUAAAAACCAGUAAAAGCAUUAU
bta 1199 2 777 UCAAUCACUAAA.CAC..AAUGCAUUAU
cfa 1174 2 761 UCAACCACUAAA.CAC..AAUGCAUUAC
PU.1 gga# 427 2 94 CUUACAGCUUUCAAACUAGCAUUAA
hsa# 368 1 316 GCCUCCCCGCUGGCCAUAGCAUUAA
mmu# 357 1 308 UGGACCCCGCCGGCCAUAGCAUUAA
rno 364 1 315 CGGCCCCCGCCGGCCAUAGCAUUAA
bta 422 1 368 GCCGCCCCGUUGGCCAUAGCAUUAA
cfa 405 1 347 GCCUCCCCGCCGGCCAUAGCAUUAA
MAP3K7IP2 gga# 1857 1 1031 CAAUGCCUU.AAAAU...AAGAGCAUUAA
hsa# 1829 1 1004 AUGCCUU.AAAAU.AAAAAAGCAUUAA
mml 1908 1 1081 AUGCCUU.AAAAU.AAAAAAGCAUUAA
mmu 1780 1 1036 AAUGCCAU.AAGGU..AGAAAGCAUUAA
rno 1799 1 1041 UGCCAU.ACGAUAGAAAGAGCAUUAA
bta 1888 1 1062 UGCCUUCAAAAU.AAAAAAGCAUUAA
cfa 1917 1 1088 GUGCCUU.AAAAU.AAAAAAGCAUUAA
CEBPβ gga# 315 1 21 AUUCUUGCUACAUUUGAAGCAUUAA
hsa# 604 1 43 GAAUCUUUUCCGUUUCAAGCAUUAA
mml 606 1 47 GGGAAUCUUCCGUUUCAAGCAUUAA
mmu# 505 1 45 GAACCUUUUCCGUUUCGAGCAUUAA
rno 487 1 46 GAACCUUUUCCGUUUCGAGCAUUAA
cfa 642 1 58 GGAUCUUUUCCGUUUCAAGCAUUAA
GPM6B gga# 1713 1 155 AAUA.UUUUUAUGUAAAGAGCAUUAA
hsa 1937 1 203 AUAUUUUUUAUGUAAAGAGCAUUAA
mml 1886 1 223 AUAUUUUUUAUGUAAAGAGCAUUAA
mmu 1879 1 204 AUAUUUUUUAUGUAAAGAGCAUUAA
rno 1868 1 204 AUAUUUUUUAUGUAAAGAGCAUUAA
bta 1902 1 204 AUAUUUUUUAUGUAAAGAGCAUUAA
cfa 1939 1 203 AUAUUUUUUAUGUAAAGAGCAUUAA
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impliqués dans la régulation de l’expression des deux gènes correspondants au cours de l’évolution 
(Tableau 25).  
 Pour la cible PU.1, en plus du miRE, miRE2 déjà identifié dans la littérature (Zhao et al., 
2009b), un second miRE miRE1 avait été prédit par recherche bioinformatique spécifiquement pour le 
gène du poulet. De plus, la courte distance séparant ces deux miRE semblait en faveur d’un potentiel 
effet synergique (Grimson et al., 2007). Cependant, ce site potentiel miRE1 qui ne présentait pas un 
appariement canonique avec les nucléotides 2 à 7 de la séquence « seed » s’est avéré non fonctionnel 
pour les deux miARN orthologues (Figure 49), définissant ainsi le miRE2 comme l’unique élément de 
réponse à ces deux miARN. De plus, il faut noter que contrairement aux autres miRE testés au cours 
de ma thèse (notamment pour RREB1, c-Myb, MAP3K7IP2, CEPBβ et GPM6B), la localisation de ce 
miRE à 94 nt de l’extrémité 3’ du messager est différente chez le poulet de celle observée (environ 
300 nt) chez toutes les autres espèces répertoriées (Tableau 25). Cette observation est à rapprocher de 
ce qui a été décrit pour le gga-miR-150 pour lequel la régulation du gène c-Myb de poulet s’effectuait 
au travers du miRE orthologue du poisson zébre (Danio rerio), plutôt qu’au travers des deux miRE 
communs avec les mammifères (Guillon-Munos et al., 2010). Enfin, l’analyse fine des séquences des 
différents miRE de cette étude montre que,  hormis pour le miRE de GPM6B révélant une très grande 
conservation de l’ensemble de la séquence du miRE, la partie 5’ des miRE correspondant à la région 
3’ du miR-155, identifiées chez le poulet diffèrent de celles des mammifères.  
Globalement, nos résultats ont contribué à accroître le nombre de cibles identifiées pour miR-
155 et son orthologue mdv1-miR-M4-5P confortant, entre autres, l’impact potentiel de ces miARN 
dans la différenciation des lymphocytes et la réponse immunitaire via un effet indirect sur l’expression 
de différentes interleukines.  
 Plus précisément, les protéines PU.1 et c-Myb ont été caractérisées comme des régulateurs 
principaux du développement et de la différenciation des lymphocytes B et T. Le facteur de 
transcription PU.1 est essentiel pour la différenciation terminale des cellules myéloïdes, le 
développement des lymphocytes B et T, l’érythropoïèse et la maintenance des lignées 
hématopoïétiques (Kastner & Chan, 2008). Le facteur de transcription c-Myb a été montré essentiel 
lors de l’établissement du système hématopoïétique et durant plusieurs étapes du développement des 
lymphocytes T. Par ailleurs, c-Myb a été identifié récemment comme un transactivateur de hsa-miR-
155 par fixation au sein de la région promotrice de ce dernier, créant potentiellement une boucle de 
régulation négative entre le miARN et sa cible (Vargova et al., 2011). Un des rôles primordiaux de 
miR-155 et de ses orthologues semble correspondre à la régulation de la réponse immunitaire par 
régulation indirecte de l’expression des interleukines. En effet, plusieurs cibles directes de ces miARN 
sont impliquées dans la régulation d’IL-1, IL-4, IL-5, IL-6, IL-8, IL-10, IL-13, MIP-1α (macrophage-
inflammatory protein-1alpha) et du TNFα. Par ailleurs, dans le contexte d’une infection par GaHV-2, 
il est intéressant de noter que la balance entre la latence et la réplication est en partie contrôlée par la 
production de cytokines (Schat & Nair, 2008a). Ainsi, mdv1-miR-M4-5P pourrait permettre le 
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contrôle du cycle viral de GaHV-2 par action indirecte sur les cytokines. Ce rôle concorderait avec les 
taux de cytokines observés lors de la pathogenèse de GaHV-2 chez le poulet. En effet, il a été décrit au 
début de l’infection par GaHV-2, lors de la première phase cytolytique, une augmentation du taux de 
nombreuses interleukines puis une diminution du taux de ces dernières lors de la phase de 
latence/oncogenèse (Abdul-Careem et al., 2008; Heidari et al., 2008). Plus précisément, les facteurs 
IL-1β, IL-4, IL-6, IL8, TNFα et MIP-1α sont directement régulés par CEBPβ, cible de miR-155 testée 
au cours de notre étude  (Akira et al., 1990; Davydov et al., 1995; Kunsch et al., 1994; Pope et al., 
1994; Rosati et al., 2001; Zhang & Rom, 1993), tandis que la protéine MAP3K7IP2 agirait sur la 
cascade de signalisation TLR/IL-1 et son inhibition par miR-155 entraînerait une diminution de la 
production d’IL-1β et de TNFα (Ceppi et al., 2009). De plus, la protéine IL-1 est également impliquée 
dans l’activation de NFκB (nuclear factor kappaB) et de MAPK8 (JNK). Il faut noter que MAPK8 qui 
joue un rôle clef dans la prolifération des lymphocytes T, l’apoptose et la différenciation est également 
activée par le facteur MAP3K10, lui même régulé par miR-155 (Gottwein et al., 2007). Par ailleurs, 
Rodriguez et ses collaborateurs ont montré une diminution de l’expression de c-Maf par miR-155 ; or 
l’expression ectopique de c-Maf est capable d’induire l’expression des cytokines IL-4, IL-5 et IL-10 
dans des cellules Th2 (Rodriguez et al., 2007).  
 De plus, il est intéressant de noter que les trois protéines PU.1, c-Myb et CEBPβ ciblées par 
les miARN gga-miR-155 et mdv1-miR-M4-5P semblent coopérer dans leurs fonctions 
transactivatrices. En effet, ces protéines correspondent aux principaux transactivateurs de différentes 
protéases à sérine de neutrophiles (Cathepsin G, Neutrophile elastase, protéinase 3 et la myeloblastine) 
(Lennartsson et al., 2005; Lutz et al., 2001; Oelgeschlager et al., 1996), qui sont des protéines 
régulatrices importantes dans la réponse immunitaire inflammatoire innée et activent spécifiquement 
les cytokines pro-inflammatoires telles qu’IL-1β et TNFα (Meyer-Hoffert, 2009). Les facteurs c-Myb 
et CEBPβ sont également capables de former un complexe caractérisé comme un régulateur clef de 
différents gènes spécifiques des cellules myéloïdes tels que tom-1A et mim-1 (Plachetka et al., 2008; 
Tahirov et al., 2002). Ainsi, la diminution de ces facteurs par miR-155 ou un de ces orthologues 
pourrait induire une répression indirecte potentiellement synergique de ces différents gènes impliqués 
dans la différenciation cellulaire, le développement, la prolifération ou la réponse immunitaire. De 
plus, toutes ces données montrent la potentielle importance de mdv1-miR-M4 dans la réponse 
immunitaire et concordent avec la littérature décrivant une forte diminution du taux de nombreuses 
interleukines au cours de l’infection par GaHV-2 (Heidari et al., 2008). 
 En plus de son potentiel rôle dans l’inhibition de la réponse immunitaire cellulaire en tant 
qu’orthologue de gga-miR-155, il a été montré que mdv1-miR-M4 était également impliqué dans la 
lymphomagenèse induite par GaHV-2. En effet, grâce à l’utilisation de bacmides recombinants délétés 
des deux copies de mdv1-miR-M4 ou simplement mutés pour deux nucléotides de sa séquence 
« seed », Zhao et ses collaborateurs ont montré une très forte diminution de l’apparition de tumeurs et 
de l’incidence de GaHV-2 sur la survie de poulets B19/B19 (Zhao et al., 2011). Le mécanisme précis 
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fonctions de la cible Gènes cibles orthologue
Facteurs de transcription ARID2 (AT rich interactive domain 2)
BACH1 (BTB and CNC homology 1, basic leucine zipper transcrption factor1) KSHV
CEBPβ (CCAAT/enhancer binding protein, beta) GaHV-2
c-Myb (v-myb myeloblastosis viral oncogene homolog (avian)) GaHV-2
ETS1 (v-ets erythroblastosis virus E26 oncogene homolog 1)
FOS v-fos FBJ murine osteosarcoma viral  oncogene homolog KSHV
FOXO3a (Forkhead box O3A)
HIF (Hypoxia-inducible factor 1)
HIVEP2 (Human immunodeficiency virus type I enhancer binding protein 2) GaHV-2, KSHV
MAF (v-maf musculoaponeurotic fibrosarcoma oncogene homolog (avian))
MEIS1 (Meis homeobox 1)
PU.1 ((SPI1) Spleen focus forming virus (SFFV) proviral integration oncogene spi1) GaHV-2
RREB1 (Ras responsive binding protein1) GaHV-2
RUNX2 (runt-related transcrption factor2)
SMAD1 (SMAD family member 1)
SMAD2 (SMAD family member 2)
SMAD5 (SMAD family member 5)
ZIC3 (Zic family member 3)
ZNF652 (Zinc finger protein 652)
Recepteurs AT1R (Angiotensin II receptor, type 1)
AGTRAP angiotensin II receptor-associated protein KSHV
CSF1R (Colony stimulating factor 1 receptor)
IL13Rα1 (IL13 receptor α1)
Kinases IKKε (Inhibitor of kappa light polypeptide gene enhancer in B cells, kinase ɛ KSHV
MAP3K7IP2 (ou TAB2 , Mitogen-activated protein kinase kinase kinase7 interacting protein 2) GaHV-2 
MAP3K10 (mitogen-activated protein kinase kinase kinase 10) KSHV
PIK3CA (phosphoinositide-3-kinase,catalytic, alpha polypeptide) KSHV
RIPK1 (Receptor (TNFRSF)-interacting serine–threonine kinase 1)
RFK (Riboflavin kinase) KSHV
RPS6KA3 (ribosomal protein S6 kinase,90kDa, polypeptide 3
SOCS1 (suppressor of cytokine signaling 1)
TWF1 twinfilin, actin-binding protein, homolog1 (drosophila) KSHV
Protéines nucléaires AID (Activation-induced cytidine deaminase)
ARNTL (Aryl hydrocarbon receptor nuclear translocator-like)
CUTL1 ((CUX1) Cut-like homeobox 1)
JARID2 (Jumonji, AT rich interactive domain 2)
TP53INP1 (Tumor protein p53 induced nuclear protein 1)
Protéines adaptatrices FADD (Fas (TNFRSF6)-associated via death domain protein)
MLSTD2 (male sterility domain containing 2) KSHV
PICALM (Phosphatidylinositol binding clathrin assembly protein)
RHOA (Ras homolog gene family, member A)
SLA (Scr-like-adaptor) KSHV
MYD88 (myeloid differentiation primary response gene (88))
Autres BCL2L13 (BCL2-like 13 (apoptosis facilitator)) GaHV-2
PDCD6 (Programme cell death 6) GaHV-2
BIRC4BP (XIAP associated factor-1) KSHV
INPP5D (inositol polyphosphate-5-phosphatase)
KGF (Keratynocyte growth factor)
MYO10 (myosinX)
MSH2 (mutS homolog 2)
MSH6 (mutS homolog 6)
MLH1 (mutL homolog 1)
SAMHD1 ( SAM domain and HD domain 1) KSHV
Tableau 26 : Cibles validées pour miR-155 et/ou ses orthologues viraux identifiés chez HHV-8 (KSHV) et GaHV-2.
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par lequel mdv1-miR-M4 est impliqué dans l’oncogenèse induite par GaHV-2 n’est pas encore établi ; 
cependant au vu des différentes cibles identifiées pour miR-155 ou ses orthologues (Tableau 26), de 
nombreuses voies cellulaires impliquées dans la lymphomagenèse sont touchées comme par exemple, 
le contrôle des gènes proapoptotiques BCL2L13 et PDCD6, ciblés par mdv1-miR-M4-5P (Zhao et al., 
2009b). De même un rôle potentiel dans la lymphomagenèse a été suspecté pour un autre orthologue 
du miR-155 cellulaire, le kshv-miR-K12-11 retrouvé au sein du panel de miARN viraux exprimés lors 
de l’infection par le virus lymphotrope HHV-8 (Gottwein et al., 2007; Skalsky et al., 2007). 
Cependant, mdv1-pré-miR-M4 semble plus proche de son orthologue aviaire gga-pré-miR-155 
(homologies significatives pour le miR-5P et la boucle de gga-miR-155), que ne l’est l’orthologue 
kshv-miR-K12-11 du miARN humain hsa-miR-155.  En effet, pour ces deux pré-miARN, les deux 
miARN orthologues correspondent respectivement au miR-3P et au miR-5P (Figure 71). Il est 
intéressant de noter que chez HHV-6 dans lequel aucun orthologue de miR-155 n’a été identifié, la 
protéine LMP1 transactive, durant la phase de latence III,  l’expression du hsa-miR-155 par les voies 
NF-κB et p38/MAPK (Rahadiani et al., 2008). De plus, il a été proposé dans ce modèle que hsa-miR-
155 serait impliqué dans la réactivation du virus en ciblant les protéines de la cascade de signalisation 
BMP (Bone Morphogenetic protein) qui possèdent, entre autres, un effet antitumoral (Yin et al., 
2010). Ainsi, bien qu’un effet direct sur l’oncogenèse n’ait été démontré que pour GaHV-2, il 
semblerait que le miR-155 ou ses orthologues joueraient un rôle important dans le déroulement du 
cycle viral des herpesvirus et dans l’établissement de la lymphomagenèse. A ce jour, plus d’une 
cinquantaine de cibles ont été validées pour miR-155 ou ses orthologues (Tableau 26) et les 
mécanismes précis de l’implication et du rôle de miR-155 ou de ces orthologues au cours des 
infections virales ne sont pas encore totalement caractérisés.  Enfin, l’impact de miR-155 ne semble 
pas restreint au monde des herpesvirus puisqu’une surexpression de ce dernier a également été décrite 
lors d’infection par le virus HTLV-1 (Human T-cell leukemia virus type-I) (Bellon et al., 2009), ou 
par le REV-T (Reticuloendotheliosis virus strain T) (Bolisetty et al., 2009). 
 Dans le cadre de la recherche d’une implication potentielle de gga-miR-155 ou de son 
orthologue dans le déroulement du cycle viral, une cible potentielle pour les deux miARN de mdv1-
pré-miR-M4 (M4-5P et M4-3P) a été mise en évidence respectivement au sein des séquences codantes 
des gènes UL-28 et UL-32 de GaHV-2. Il faut noter que l’existence de miRE fonctionnels au sein des 
ORF, largement admise chez la drosophile, est actuellement de plus en plus documentée chez les 
mammifères (Fang & Rajewsky, 2011; Gu et al., 2009; Moretti et al., 2010; Schnall-Levin et al., 
2010; Shin et al., 2010; Tay et al., 2008). Ainsi, le gène UL-28 présentait une complémentarité avec 
les nucléotides 2-12 de mdv1-miR-M4-5P qui est le miARN le plus exprimé durant l’infection par 
GaHV-2. Tandis qu’UL-32 présentait une complémentarité avec les nucléotides 1-12 de mdv1-miR-
M4-3P qui a été retrouvé faiblement exprimé (autour de 0,5% des miARN viraux) in vivo dans les 
PBL issus de poulets infectés par la souche GaHV-2 RB-1B ou par la souche vaccinale GaHV-2 
Rispens et dans les deux lignées lymphoblastoïdes MSB-1 et 54-O issues de tumeur induite par 
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gga-miR-155-5P
5’   UGUUAAUGCUA-AUCGUGAUAGGGGUUUUU----ACCUCUGAAUGACUCCUACAUGUUAGCAUUAAC 3’ gga-pré-miR-155
||||||||  |||| ||    ||     ||| | |||||  ||  |||   |  | ||
5’ AGUUUAAUGCUGUAUCG-GAACCCUUCGUUCGGUGACCAC-GAAUGGUUCUGACAGCAUGACCUUU   3’ mdv1-pré-miR-M4
miR-M4-5P                                                                      miR-M4-3P
5’ GCUUUGGUCACAGCUUAACAUUUCUAGGGCGUGUUAUGAUCCUUAAUGCUUAGCCUGUGUCCGAUGCG  3’ kshv-pré-miR-K12-11
miR-K12-11-5P                                                             miR-K12-11-3P
hsa- miR-155-5P                                                             hsa-miR-155-3P
5’ UGUUAAUGCUAAUCGUGAUAGGGGUUUUUGCCUCCAACUGACUCCUACAUAUUAGCAUUAACAG 3’ hsa-pré-miR-155  
||||||||||||||||||||||||||||| ||||  | |||||||||||| |||||||||||
5’  UGUUAAUGCUAAUCGUGAUAGGGGUUUUUACCUCUGAAUGACUCCUACAUGUUAGCAUUAACA 3’   gga-pré-miR-155
gga-miR-155-5P
Figure 71 : Alignement des séquences des pré-miR-155 et des pré-miARN de ses orthologues viraux.
Les séquences des miARN matures sont soulignées et celles des miARN isolés expérimentalement sont en
caractères gras. Les pré-miR-155 de l’homme (hsa) et du poulet (gga) ainsi que les pré-miARN des orthologues
viraux identifiés chez HHV-8 (KSHV) et GaHV-2 sont représentés.
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GaHV-2. Nous avons montré, à l’aide d’expression ectopique de mdv1-miR-M4 (Figure 53) et en 
système rapporteur luciférase dans des cellules exprimant de façon constitutive ce miARN (Figure 
52A), que le mdv1-miR-M4-5P inhibait l’expression de la protéine UL-28 alors que l’orthologue 
cellulaire gga-miR-155 n’avait aucun effet sur l’expression de ce gène. Cette différence d’action entre 
miR-155 et son orthologue mdv1-miR-M4-5P pourrait s’expliquer par la complémentarité plus élevée 
entre le miARN viral et la cible (complémentarité 2-12) en comparaison d’une complémentarité 
restreinte à la séquence « seed » (nt 2-8) observée entre gga-miR-155 et UL-28 (Figure 51B). De plus 
lors de ces essais, il est apparu que le miARN mdv1-miR-M4-3P, bien que moins exprimé, réprimait 
efficacement l’expression de la protéine UL-32 (Figure 53). Ces hypothèses sont confortées par des 
essais récents fondés sur l’utilisation de bacmides recombinants délétés pour mdv1-miR-M4 (Zhao et 
al., 2011). En effet, si ces auteurs ont montré que la délétion de mdv1-miR-M4 ne semblait pas avoir 
d’impact sur le cycle lytique du virus en cellules primaires CEF, le remplacement de mdv1-miR-M4 
par gga-miR-155 induisait, en revanche, une apparition plus tardive des tumeurs induites par GaHV-2 
suggérant un rôle important des nucléotides localisés en dehors de la séquence « seed » de ces deux 
miARN et/ou de la présence de  mdv1-miR-M4-3P (Zhao et al., 2011). 
 Il faut noter que les protéines UL28 et UL32 ne sont pas caractérisées chez GaHV-2, alors que 
les protéines homologues chez HHV-1 ont été identifiées comme nécessaires au clivage et à 
l’encapsidation de l’ADN viral au sein du virion. De plus, le fait que ces protéines seraient codées par 
des gènes « core » fortement conservés au sein des herpesvirus de mammifères et aviaires, semble 
permettre de supposer que bien que non encore démontré dans notre modèle, ces protéines seraient 
impliquées dans le mécanisme d’empaquetage de l’ADN viral au sein des virions de GaHV-2. Dans la 
mesure où ces protéines UL-28 et UL-32 seraient impliquées dans le stade tardif de la réplication de 
GaHV-2, la diminution de leur expression par mdv1-miR-M4 participerait au maintien de la latence. 
Par ailleurs, il est intéressant de noter qu’une régulation de l’expression de la protéine UL-32 pourrait 
également être suspectée chez HHV-1. En effet le miARN hsv1-miR-H16 de HHV-1 serait transcrit à 
partir du brin complémentaire de la région codante du gène UL-32 (Jurak et al., 2010). Bien que son 
impact sur la production de UL-32 n’ait pas été étudié, la position du miARN laisse à penser à une 
potentielle régulation de cette protéine par un mécanisme de type siARN du fait de la complémentarité 
parfaite entre ce miARN et sa cible.    
Pour terminer sur cette partie concernant la régulation des gènes viraux par les miARN viraux, 
chez les herpesvirus, plusieurs miARN viraux ont été identifiés comme interférant avec le cycle viral. 
En effet, des gènes très précoces tels que ICP0, ICP4, ICP34.5 et IE72 sont des cibles de miARN 
viraux chez HHV-1, HHV-2 et HHV-5 (Murphy et al., 2008; Tang et al., 2008; Tang et al., 2009; 
Umbach et al., 2008). De plus, chez HHV-6, il a été décrit un contrôle du cycle viral via le ciblage de 
la polymérase virale par des miARN (Barth et al., 2008). Par ailleurs, il faut noter que ce mécanisme 
ne semble pas exclusif des herpesvirus puisqu’un mécanisme similaire a été identifié chez le virus 
d’insecte HvAV (Heliothis virescens ascovirus) (Hussain et al., 2008). 
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 A l’image d’HHV-1 et de la plupart des alpha-herpesvirinae, le génome de GaHV-2 possède 
des régions répétées inversées IRL/TRL et IRS/TRS codant pour la majorité de leurs miARN. 
Cependant, l’organisation interne des régions RL et RS diffère entre ces deux virus. En effet, 
contrairement aux régions d’HHV-1 montrant une continuité transcriptionnelle  entre les régions RL et 
RS avec la présence des transcrits LAT recouvrant les deux régions, les régions RL et RS de GaHV-2 
semblent former deux blocs bien distincts d’autant quelles sont séparées par une séquence télomérique 
longue d’environ 800 nt. De plus, la région RS de GaHV-2, semble, à elle seule, correspondre à la 
somme des deux régions RL et RS de HHV-1. En effet, pour HHV-1 les transcrits LAT et le gène ICP4 
qui ne sont pas chevauchants, recouvrent la quasi-totalité des deux régions IRL/IRS. Plus précisément, 
le grand transcrit LAT s’étend sur la majorité de la région IRL et le premier cinquième de la région 
IRS, les 4/5
ème restants codant pour le gène ICP4. Par contre, chez GaHV-2, les LAT et le gène ICP4 
(seule ICP identifiée au sein des régions RL et RS de GaHV-2) sont chevauchants et tous deux localisés 
dans les régions RS. De plus, contrairement à HHV-1 et aux autres α-herpesvirus, les régions RL de 
GaHV-2 contiennent plusieurs gènes impliqués dans l’oncogenèse tels que meq (Liu et al., 1998; Liu 
et al., 1999b), vTR (Djeraba-AitLounis et al., 2004; Trapp et al., 2006) ou les miARN (Zhao et al., 
2011), les rapprochant en cela des γ-herpesvirus. 
 Ainsi, cette région IRL/TRL de GaHV-2, codant pour un grand nombre d’ORF pour la plupart 
validées, présente à l’instar des régions RS de GaHV-2 ou des régions RL et RS de HHV-1, des profils 
transcriptionnels complexes. En effet, contrairement aux gènes présents dans les régions « core » 
uniques US et UL qui excepté pour la lipase virale et la terminase (UL15) ne semblent pas subir 
d’épissage, des phénomènes d’épissage différentiel complexe sont observés dans les régions RL et RS 
de GaHV-2. Aussi, nos travaux plus exhaustifs sur la transcription de la région IRL/TRL ont complété 
des résultats sommaires décrivant un épissage plutôt conventionnel pour les gènes de la famille des 
protéines de 14kD permettant la formation de deux protéines possédant une extrémité C-terminale 
identique (Peng et al., 1992), mais également un épissage plus complexe entre le gène vIL-8 et les 
gènes meq, R-LORF5a et R-LORF4 (Figure 72A) (Jarosinski & Schat, 2006). Ainsi, nous avons 
identifié  de nouveaux transcrits alternatifs correspondant aux régions déjà décrites comme épissés, 
mais également de grands transcrits alternatifs recouvrant la quasi-totalité de la région et chevauchant 
en partie les exons précédemment décrits dans la littérature. Plus précisément, ces grands transcrits 
alternatifs recouvrent environ 10kpb de la région IRL/TRL. Ils semblent s’initier au niveau des 
promoteurs des gènes codant les protéines de 14kD et s’épissent avec l’exon meq et les exons de vIL-
8. De plus, à l’instar de HHV-8, chez lequel la région codant les miARN et les oncogènes viraux est 
transcrite en plusieurs ARNm épissés à partir de plusieurs promoteurs spécifiques de la phase lytique 
ou de la latence, ces différents transcrits alternatifs sont initiés à partir de quatre promoteurs également 
alternatifs, impliqués dans la latence et/ou le cycle lytique de GaHV-2. En effet, en plus du promoteur 
plutôt spécifique de la latence p-miR-M9-M4 localisé dans cette étude en amont des miR-M9 à M4, 
permettant la transcription de ces derniers en un messager et également la synthèse de transcrits 
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Figure 72 : Carte transcriptionnelle du brin codant les miARN de la région IRL/IRS de GaHV-2.
La région comprise entre les bases 127000 et 139000 de GaHV-2 Md5 est représentée dans la partie supérieure, les gènes sont représentés par des rectangles gris et les
miARN par des tiges boucles. Les bornes d’épissage accepteuses sont schématisées par des triangles noirs inversés et les bornes d’épissage donneuses par des triangles
noirs. (A) Représentation des transcrits identifiés dans la littérature. (B) Représentation des transcrits identifiés au cours de notre étude. Les exons sont représentés par
des traits plein noirs, les introns de type U2 par des pointillés noirs et les introns de type U12 par des pointillés rouges. Les transcrits possédant les mêmes exons mais
possédant une borne d’épissage alternative proche ne sont figurés que sous la forme d’un seul transcrit. Les queues polyA sont représentées par AAA et les promoteurs




alternatifs se terminant en aval du gène vIL-8, quatre promoteurs avaient été identifiés précédemment 
dans la littérature (Figure 72A). Le promoteur le plus en amont de la région RL a été relativement bien 
caractérisé. Il correspond au promoteur bidirectionnel localisé au niveau de l’origine de réplication de 
GaHV-2, permettant la transcription des gènes pp38/pp24 et des gènes des protéines 14kDa et 14kDc 
(Parcells et al., 2003). Le deuxième promoteur,  localisé entre l’exon 14kDa et les répétitions de 132pb 
(Tahiri-Alaoui et al., 2009a) permet la transcription des protéines 14kDb et 14kDc. En effet, les 
transcrits issus de ce promoteur contiennent deux IRES, un premier localisé entre les répétitions de 
132pb et 14kDb favorisant la traduction de ce dernier (Tahiri-Alaoui et al., 2009a), et un second 
également identifié dans les transcrits encodant 14kDa, qui est localisé en aval de l’exon 14kDend et 
permet la traduction de 14kDc (Tahiri-Alaoui et al., 2009b). Par contre, nous n’avons pas retrouvé le 
promoteur localisé juste en amont de l’oncogène meq et permettant la transcription de ce dernier dans 
les cellules RP1 transformées par une souche de GaHV-2 de virulence moindre, qui avait été 
précédemment décrit dans la littérature (Jones et al., 1992). Dans notre modèle, l’intégralité des 
initiations identifiées pour les transcrits du gène meq étaient localisées en amont des miARN au sein 
de la région promotrice p-miR-M9-M4 (Figure 72B). Enfin, le quatrième promoteur est situé en amont 
du gène vIL-8 et permet la transcription de vIL-8 durant la phase lytique de GaHV-2. L’équipe de 
Jarosinski avait précédemment remis en question l’importance de l’exon 1 de ce gène composé de trois 
exons, suite à la découverte de nombreux transcrits alternatifs entre le gène RLORF4 et les exons 2 et 
3 de vIL-8 (Jarosinski & Schat, 2006). En effet, ces deux derniers exons de vIL-8 encodent pour les 
quatre cystéines dont le positionnement est conservé dans toutes les chémokines de type CXC ainsi 
que trois résidus DKR (aspartate-leucine-arginine), localisés juste en amont des motifs CXC 
nécessaires à la fonctionnalité de vIL-8. Ces 3 résidus sont cependant différents de ceux (ELR ; 
glutamate-lysine-arginine) classiquement décrits comme essentiels pour la fonction de ces chémokines 
de type CXC cellulaires. Enfin, il semblerait que l’exon 1 correspondrait plutôt à un peptide signal du 
fait de sa composition riche en résidus hydrophobes (Parcells et al., 2001). De nouveaux transcrits 
identifiés au cours de notre étude s’épissaient également avec le gène vIL-8. Cependant, la recherche 
de cadres ouverts de lectures au sein de ces transcrits induisant des variants de vIL-8 révèlent qu’en 
dehors de l’épissage avec l’exon meq,  ces transcrits ne sont pas en phase avec les exons 2 et 3 de vIL-
8. Ainsi, le rôle de ces transcrits ne serait pas d’augmenter la production de protéines homologues à 
vIL-8. Ils pourraient simplement servir à la transcription des miARN de la région IRL/TRL. Par 
ailleurs, en cellules MSB-1, 78% des transcrits s’initiaient au sein de la région promotrice p-miR-M9-
M4 permettant notamment la transcription de Meq/vIL-8, tandis que 22% s’initiaient au sein du 
promoteur de vIL-8 (Figure 60). A l’inverse, lors de l’infection lytique de GaHV-2 en CEF, 74% des 
transcrits s’initiaient au sein du promoteur de vIL-8 déjà identifié à partir de cellules MSB-1 réactivées 
par du n-butyrate (Parcells et al., 2001), et seulement 4% s’initiaient au sein de la région promotrice p-
miR-M9-M4. Ainsi, ces données montrent que le promoteur identifié en amont des miARN, 
responsable de la transcription de l’ensemble des miARN de la région IRL/TRL, de meq et de ses 
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transcrits alternatifs serait plutôt un promoteur spécifique de la phase de latence/oncogenèse de GaHV-
2. De plus, 20% des initiations obtenues lors de l’infection lytique de GaHV-2 en CEF étaient 
localisées au début de l’exon 2 de vIL-8 (Figure 60) et semblaient conduire à des transcrits capables 
d’encoder seulement une protéine potentielle de 32 AA correspondant à l’extrémité C-terminale de la 
protéine vIL-8, laissant penser à un autre rôle encore inconnu du gène vIL-8. 
 Enfin, la caractérisation du promoteur p-miR-M9-M4 reste encore à être améliorée. 
Cependant, grâce à l’approche par troncature du promoteur initial défini arbitrairement comme la 
région entre le gène codant la 14kDc et mdv1-miR-M5, nous avons montré que la région minimale 
permettant l’activité promotrice maximale (80% de l’activité du promoteur initial) correspondait au 
promoteur Trq-2 (Figure 63). Par ailleurs, parmi les ER identifiées par bioinformatique (Genomatix) 
dans la partie 5’ de Trq-2 absente de la construction Trq3, dont l’activité promotrice n’est qu’à 50% de 
celle du promoteur initial, trois sites AP-1 potentiellement capables de fixer l’hétérodimère Meq/Jun 
ont retenu notre attention. Il serait donc intéressant de muter ces trois sites afin de vérifier leur 
implication dans l’activité promotrice, d’autant que Zhao et ses collaborateurs semblent avoir identifié 
un rôle de Meq dans la production des miARN du cluster M9-M4 (Zhao et al., 2011). Par ailleurs, ce 
promoteur semble être le promoteur dominant responsable de la transcription de miARN au cours de 
la phase de latence/oncogenèse induite par GaHV-2. En effet, les RACE-PCR réalisées à partir de 
cellules MSB-1 au niveau du cluster M9-M4 présentaient des initiations au niveau de cette région 
promotrice dans la totalité des clones. 
 Il faut noter que chez les vertébrés, les pri-miARN semblent transcrits essentiellement à partir 
de promoteurs spécifiques. En effet, d’une part, la moitié des pri-miARN des vertébrés sont transcrits 
sous la forme d’un ARNm cappé et polyadénylé et d’autre part, parmi l’autre moitié transcrite à partir 
d’introns de gènes, 35% possèderaient également leur propre promoteur qui peut être localisé très en 
amont du pri-miARN (Davis & Hata, 2009; Monteys et al., 2010). Les herpesvirus qui sont à ce jour la 
seule famille de virus codant pour de nombreux miARN au sein de leur génome présentent à une 
échelle moindre tous les mécanismes moléculaires recensés dans les cellules eucaryotes, notamment 
ceux concernant la transcription des miARN. De plus, actuellement, certains résultats obtenus dans le 
modèle herpesvirus ont été à l’origine d’études de mécanismes cellulaires. Toutefois, du fait de la 
promiscuité des gènes et d’un fort taux d’épissage alternatif, la régulation des miARN viraux apparaît 
très variée et souvent complexe. A titre d’exemple, l’étude du miR-155 a pris un essor considérable 
suite à la découverte des orthologues viraux. De même, la transcription des miARN du MHV-68 
(murine gammaherpesvirus type 68) localisés au sein du cluster polycistronique d’ARNt a été montrée 
dépendante de l’ARN pol III (Pfeffer et al., 2005) plusieurs années avant qu’un mécanisme similaire 
n’ait été identifié dans le modèle murin (Reese et al., 2010). Cependant, au sein des herpesvirus, le 
processus le plus courant conduisant à la transcription de miARN semble être l’élaboration à partir 
d’exons ou d’introns de grands ARN non codants associés à la latence, tels que le gène BART chez 
HHV-4 (Edwards et al., 2008; Pfeffer et al., 2004), ou les gènes LAT chez HHV-1 (Umbach et al., 
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2008), HHV-2 (Tang et al., 2008) ou GaHV-2 (Burnside et al., 2006). De même, les miARN de la 
région BHRF1 chez HHV-4 (Cai et al., 2006; Xing & Kieff, 2007) sont localisés dans les introns du 
transcrit codant l’antigène nucléaire EBNA1 (Epstein Barr virus Nuclear Antigen), et la majorité des 
miARN de HHV-8 sont localisés dans de grands introns des transcrits codant pour les formes de la 
kaposine (K12) au sein de la région associée à la latence contenant également les protéines LANA, v-
cyclin, vFLIP (Cai & Cullen, 2006). Enfin, l’étude de l’expression des miARN introniques a diminué 
la grande part d’ombre existant dans la compréhension des mécanismes précis régissant la maturation 
des ARN. En effet, à titre d’exemple, chez HHV-4, il a été montré pour 14 miARN de BART, que les 
miARN étaient excisés par la machinerie cellulaire (Drosha) avant même l’épissage du gène (Edwards 
et al., 2008).  
 Pour finir, chez les herpesvirus humains HHV-1, HHV-2 et HHV-8, des miARN ont  
également été décrits au sein de régions codant pour des protéines. En effet, chez HHV-8, deux 
miARN sont localisés dans un exon commun aux différents transcrits codant les kaposines (Cai & 
Cullen, 2006), tandis que chez HHV-1 et HHV-2, des miARN sont identifiés dans les régions codantes 
des gènes ICP0, ICP4 et ICP34.5 (Jurak et al., 2010). 
 La comparaison de la transcription des miARN de l’IRL/TRL de GaHV-2 avec les différents 
systèmes de transcription des miARN chez les herpesvirus, semble la rapprocher de celle observée 
pour les miR-K12-1 à miR-K12-12 de HHV-8. En effet, la plupart des miARN (cluster miR-1 à 9,11) 
de HHV-8 sont transcrits au sein de deux types de grands introns d’environ cinq et neuf kpb à partir de 
trois promoteurs plutôt spécifiques de la latence (Figure 73). Par ailleurs, les deux autres miARN 
(kshv-miR-K12-10 et 12) localisés dans l’exon contenant le gène de la kaposine sont exprimés à partir 
du même transcrit pré-ARNm que le cluster intronique miR-K12-1 à 9,11. De plus, pour ces deux 
miARN, un autre promoteur spécifique du gène de la kaposine exprimé pendant la phase lytique du 
virus permettrait leur transcription au sein d’un transcrit non épissé (Figure 73) (Cai & Cullen, 2006). 
De la même manière, dans notre modèle viral GaHV-2 nous avons montré que les miARN de la région 
IRL /TRL pouvaient résulter de mécanismes de transcription complexes, dont l’utilisation de 
différents promoteurs, la présence de transcrits non épissés ou épissés et une localisation au sein de ces 
derniers dans des introns ou des exons (Figure 73). En effet, nous avons tout d’abord montré, par 
RACE-PCR et RT-PCR à partir d’ARN de cellules MSB-1 dans lesquelles le virus GaHV2 est 
maintenu en latence, la présence d’un ARNm cappé et polyadénylé non épissé comportant 
exclusivement les  miARN mdv1-miR-M9 à M4 (Figure 54 et 55). De plus, ce messager 
correspondant au pri-miR-M9-M4 serait sous la dépendance d’un promoteur spécifique de la latence 
plutôt que de la phase réplicative. De même, la transcription de ce cluster de miARN n’apparaît pas 
aussi simple que la seule formation de ce transcrit non épissé. En effet, l’ensemble des RT-PCR 
réalisées à l’aide d’amorces situées en dehors de ce transcrit fait ressortir le cluster M9-M4 sous la 
forme d’un seul intron. Plus précisément, ces RT-PCR ont permis d’identifier 21 formes d’introns 
différents issus de multiples bornes donneuses et accepteuses alternatives. Ces grands introns peuvent 
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Figure 73 : Profil d’épissage dans la région des miARN du virus de Kaposi (D’après Cai et al., 2006).
Le cluster de miARN miR-K1-9,11 est identifié par la flèche hâchurée. Les ORF K12, 71, 72 et 73 codant
respectivement pour les protéines K12 (Kaposine), v-FLIP, v-cyclin et LANA, sont représentés par une flèche
pleine. Les différents ARNm épissés de la région sont représentés en dessous. Les promoteurs spécifiques de la
latence sont indiqués par une flèche blanche et un rectangle bleu et ceux actifs durant la phase lytique, par une




être rapprochés de ceux observés chez HHV-8 (Cai & Cullen, 2006), mais également de ceux 
identifiés au sein du gène LAT de GaHV-2 qui présente de nombreux ARNm hautement épissés et 
polyadénylés (Cantello et al., 1994; Cantello et al., 1997; Li et al., 1998; Li et al., 1994) ; 
communication personnelle. S. Laurent)). 
 Jusqu’ici les miARN de cette région étaient identifiés dans la littérature comme un seul et 
unique cluster s’étendant du miR-M9 au miR-M1 sur une longueur de plus de 3500 nucléotides et 
renfermant entre autre l’oncogène meq. Les résultats précédents, identifiant le prémiR 9-4 dans un 
ARNm propre et surtout ne montrant jamais un épissage quelconque regroupant les miARN en amont 
et en aval de meq autrement qu’au sein d’un grand intron, sont en faveur de la définition d’un cluster 
miR-M9-M4 indépendant des trois autres miARN. Par contre, ces miARN mdv1-miR-M11, M31 et 
M1 non seulement n’appartiennent pas au même cluster que les miR-M9-M4 mais, de plus, leur 
regroupement au sein d’un même cluster ne semble pas clair. En effet, bien que ces trois miARN 
soient proches au niveau de leur localisation génomique et qu’ils aient été observés au sein des 
différents transcrits du gène meq, de façon exonique au sein du grand transcrit non épissé recouvrant 
également le gène R-LORF5a ou de façon intronique au sein des transcrits épissés du gène meq 
(Figure 72A) (Peng et al., 1995), différentes données obtenues au cours de notre étude conduisent à 
douter de leur expression exclusivement sous la forme d’un cluster. En effet, s’ils peuvent tous être 
transcrits à partir d’un même intron ou d’un même exon, un épissage interne à la région codant ces 
trois miARN peut également les séparer en deux parties au sein de différents exons et introns (Figure 
72B).  
 Au vu de ces multiples pré-ARNm permettant la transcription des miARN de la région 
IRL/TRL, nous avons voulu tester l’hypothèse d’une corrélation potentielle entre ces événements 
d’épissage et les différences d’expression observées entre les miARN de GaHV-2 et plus 
particulièrement, au sein du cluster M9-M4. A titre d’exemple, pour ne donner que les 2 extrêmes, le 
mdv1-miR-M9, le premier miARN du cluster M9-M4, est détecté en très faible quantité ne 
représentant qu’environ 0,2% des miARN viraux séquencés à partir de PBL infectés par la souche 
GaHV-2 RB-1B, alors que le mdv1-miR-M4, le dernier élément de ce même cluster, représente 66% 
de ces mêmes miARN viraux totaux. Plus globalement, si l’on considère l’ensemble de tous les 
miARN de la région IRL/TRL, six d’entre eux (mdv1-miR-M5, M12, M3, M2, M4 et M1) sont 
fortement exprimés selon les banques analysées, avec des variations détectables en fonction de la 
phase du cycle viral et des méthodes de séquençage (Tableau 16). Cependant, mdv1-miR-M4-5P a 
toujours été retrouvé fortement exprimé, pouvant même représenter à lui seul jusqu’à 72% des miARN 
de GaHV-2 (Morgan et al., 2008). Au sein du laboratoire, une approche voisine de celle développée 
dans ma thèse a montré qu’un seul promoteur, piloté par la protéine p53 avait été identifié pour le 
cluster de miARN (cluster-M8-M10) de la région IRS/TRS (Stik et al., 2010) et que la différence 
d’expression de certains miARN de ce cluster semblait résulter d’un phénomène d’épissage 
différentiel (communication personnelle P. Rasschaert). Cependant, un épissage différentiel favorisant 
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la surexpression de mdv1-miR-M4 ne semble pas pouvoir être mis en avant pour le cluster-M9-M4, 
puisque ce dernier est toujours retrouvé transcrit dans son intégralité, soit sous la forme d’un ARNm 
correspondant au pri-miARN complet, soit au sein d’introns (Figure 72B). Cependant, on ne peut 
exclure que les différentes formes d’introns détectés puissent influer sur la structure du pri-miARN et 
ainsi favoriser la production de certains miARN.  
 Sachant que l’épissage ne semble pas expliquer la surexpression de mdv1-miR-M4-5P dans 
l’ensemble des banques de miARN, une des explications potentielles pouvant rendre compte de cette 
surexpression est la présence d’un promoteur cryptique propre au mdv1-miR-M4 au sein du cluster 
M9-M4. Une étude est en cours au sein du laboratoire afin de vérifier cette hypothèse et les résultats 
préliminaires obtenus montrent une activité promotrice de la région juste en amont de mdv1-miR-M4 
bien que le TSS de ce promoteur potentiel n’ait pas encore été déterminé. Nous testons également la 
fonctionnalité de ce promoteur au moment du cycle lytique et/ou de la latence, car il pourrait rendre 
compte de la surexpression du mdv1-miR-M4 quelle que soit la phase du cycle viral, qui ne semble 
pas s’expliquer par le promoteur p-miR-M9-M4 dont l’activité apparaît plutôt spécifique de la phase 
de latence virale. Enfin, à l’instar d’HHV-4, il se pourrait également que le taux de transcrit primaire 
n’influence pas nécessairement le niveau des miARN matures et que l’étape clef de la production des 
miARN soit plutôt la maturation de ces derniers (Amoroso et al., 2011). Par ailleurs, ces dernières 
données corréleraient avec celles obtenues par Edwards et ses collaborateurs (Edwards et al., 2008), 
montrant une excision des miARN BART avant les phénomènes d’épissage régulant la région. 
 Parmi les transcrits permettant la transcription des miARN sous forme intronique, neuf 
présentaient des introns ne possédant pas de bornes canoniques de type U2 (GT-AG) mais plutôt des 
bornes de type U12 (AT-AC) (Tableau 20). Peu de données sont retrouvées dans la littérature 
concernant ce splicéosome minoritaire responsable de l’excision de moins de 0,5% des introns chez 
l’homme (Burset et al., 2001). Ce mécanisme, conservé au sein des métazoaires, semble être apparu 
tôt au cours de l’évolution et semble également être à l’origine de l’épissage de type U2 (Bartschat & 
Samuelsson, 2010; Lin et al., 2010). Ainsi, il semble logique que les virus, qui évoluent en parallèle 
des cellules eucaryotes, aient également gardé ce système de régulation de l’épissage. Cette 
description de transcrits potentiellement épissés par le splicéosome de type U12 n’a jamais été décrit 
chez les virus.  Cependant au vu de l’inhibition de l’épissage via des protéines virales, notamment 
ICP27 dans le cas de GaHV-2 (Amor et al., 2011), il se pourrait que ce mécanisme soit une voie 
alternative d’épissage lors de l’infection par GaHV-2 permettant l’épissage de la région tandis que 
d’une manière générale l’épissage de type U2 serait inhibé. Les résultats décrits dans notre travail ont 
juste permis la description de ces transcrits, et l’implication du splicéosome de type U12 dans la 
formation de ces transcrits ainsi que son rôle dans la pathogenèse de GaHV-2 restent toutefois à 
confirmer. 
 Lors de l’étude des transcrits encodant les miARN de l’IRL/TRL de GaHV-2, de nombreux 
transcrits correspondant au brin inverse des miARN ont été identifiés (Figure 65). Au sein de ces 
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transcrits nous avons retrouvé un transcrit déjà identifié dans la littérature comme un variant du gène 
meq et dénommé delta-Meq (Okada et al., 2007). Cependant, les données obtenues montrent que ce 
variant de la protéine Meq, décrit comme un régulateur négatif de Meq et L-Meq est artificiel puisque 
le transcrit permettant sa formation provient du brin inverse des miARN et de meq. Par ailleurs, au vu 
de l’épissage des gènes présents sur le brin codant les miARN ayant un rôle primordial dans la 
pathogenèse de GaHV-2, ces transcrits identifiés au cours de notre étude permettent une meilleure 
connaissance des mécanismes de transcription des gènes du brin inverse des miARN, prédits pour la 
plupart.   
 Pour finir, au cours de notre étude un phénomène d’hyper-édition a été identifié sur cinq 
transcrits issus du brin inverse des miARN ainsi que sur un transcrit issu du brin codant les miARN 
(Figure 66). Un phénomène d’édition a déjà été décrit chez les herpesvirus HHV-4 (Iizasa et al., 2010) 
et HHV-8 (Gandy et al., 2007) ; cependant, contrairement à ces deux virus où seule une base 
apparaissait éditée, de très nombreuses bases (jusqu'à 185 modifications AàI, identifiées comme des 
mutations AàG) sont retrouvées éditées chez GaHV-2. En effet, ce phénomène d’édition s’étend sur 
environ 2500 pb de la région IRL/TRL et semble toucher jusqu’à la moitié des adénines présentes au 
niveau des zones éditées. Cette édition des transcrits de GaHV-2 est probablement due à une des 
protéines ADAR (ADAR1 ou ADAR2), mais plus particulièrement ADAR1L, protéine induite par 
l’interféron α qui est induit lors de l’infection des cellules par GaHV-2 (Heidari et al., 2008). De plus, 
le mécanisme observé dans notre étude apparaît non sélectif sur le choix des bases. En effet deux cas 
de figure sont observés lors de l’édition par les protéines ADAR, un premier dit spécifique lorsque la 
structure double brin comprend de 15 à 40 nucléotides induisant la modification d’une base 
particulière et un second, correspondant à ce que l’on a observé pour GaHV-2, induisant la 
modification de la moitié des adénosines lorsque la structure double brin comprend plus de 50 
nucléotides (Hundley & Bass, 2010). Ce phénomène d’hyper-édition a déjà été rapporté chez 
l’arenavirus LCMV, où 38% des adénines des ARNm codant les glycoprotéines sont touchées 
aboutissant à la traduction de glycoprotéines non fonctionnelles ne pouvant atteindre la lumière du 
réticulum endoplasmique ou la surface cellulaire, diminuant ainsi le pouvoir infectieux de la 
population virale (Zahn et al., 2007). Cependant, dans le cas des transcrits édités identifiés au cours de 
notre étude, la majorité des bases éditées sont retrouvées dans une région non codante et seules les 
protéines MRLK et R-LORF10 apparaissent touchées au sein des transcrits Edit-185 et Edit-88 
(Figure 66).  
 L’influence de ce phénomène d’édition est multiple et permet notamment la modification de la 
séquence en AA et l’ouverture de nombreux cadres de lecture (Figure 68) par création de codon 
initiateurs AUG et gommage des codons STOP (Figure 67). De plus, l’édition de ces transcrits modifie 
fortement la structure secondaire de l’ARN grâce au nouvel appariement possible C-G à la place du 
mésappariement CxA, tout en gardant les interactions avec les thymines grâce à l’appariement U-G 
(Figure 74). L’édition est également capable de modifier l’épissage de la région par altération des 
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Figure 74 : Prédiction de la structure secondaire de l’ARN de la séquence éditée Edit-29 grâce au logiciel mfold.
(A) Structure secondaire de l’ARN anti-sens non édité, les flèches vertes indiquent les adénines éditées.
(B) Structure secondaire de l’ARN anti-sens édité.
Séquence non éditée
ΔG = -36,20 kcal/mol
Séquence éditée
ΔG = -68,02 kcal/mol
ab(A) (B)
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bornes donneuses (Edit-185) et accepteuses (Edit-18), bien que ce mécanisme ne semble avoir été 
décrit jusqu’ici que pour ADAR2 (Samuel, 2011).   
 Hormis au sein d’ARNm mitochondriaux des trypanosomes où le phénomène d’édition peut 
modifier 90% des codons du gène cox3 (subunit 3 of the cytochrome c oxydase) par des mécanismes 
d’insertion et de délétion (Horton & Landweber, 2002), une telle quantité de modifications AàG n’a 
jamais été identifiée chez les eucaryotes ou les virus. Ainsi, tout comme chez les trypanosomes, la 
production de protéines ou d’ARN fonctionnels suite à ce phénomène d’hyper-édition n’est pas à 
exclure. Par ailleurs, la présence d’édition à 140 nucléotides en amont des miARN, observée pour le 
transcrit Edit-18 pourrait potentiellement toucher les pré-miARN et ainsi modifier la séquence des 
miARN matures ou inhiber leur maturation.  
 A l’instar d’HHV-8 montrant une augmentation de l’édition lors de la phase lytique du virus 
(Gandy et al., 2007), l’étude actuellement en cours au laboratoire a permis de montrer un très fort taux 
d’édition lors d’une infection lytique en CEF par la souche GaHV-2 RB-1B. En effet, en comparaison 
des cellules MSB-1 ou seuls quelques transcrits édités ont été identifiés, un taux de 60% de séquences 
éditées a été retrouvé lors de l’infection lytique. Par ailleurs, ces données semblent corréler avec le 
taux d’interféron observé in vivo lors de l’infection de poulet par GaHV-2 montrant une augmentation 
du taux de d’interféron lors de la première phase cytolytique puis une diminution de ce taux lors de la 
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Abstract Mdv1-miR-M4 is one of 25 microRNAs
(miRNAs) expressed by Marek’s disease virus (MDV-1),
an oncogenic alphaherpesvirus that induces fatal T-cell
lymphoma in chickens. Mdv1-miR-M4 was shown to be
the second functional viral ortholog of miR-155, a cellular
miRNA that plays a crucial role in several physiological
and pathological processes in lymphocyte biology. In this
study, we investigated a panel of putative mdv1-miR-M4
targets involved in gene networks affecting both cellular
and viral life cycles. Using luciferase reporter assays, we
showed that mdv1-miR-M4-5P and miR-155 efficiently
targeted a common set of 30 untranslated regions (30UTR)
of six cellular genes (GPM6B, RREB1, c-Myb, MAP3-
K7IP2, PU.1 and C/EBP). In addition, we also investigated
the interactions between mdv1-miR-M4-5P and mdv1-
miR-M43P and viral mRNAs encoding UL28 and UL32 in
both reporter and western blot assays. Mdv1-miR-M4
specifically inhibited the translation of these two viral
proteins, which are involved in the cleavage/packaging of
herpesvirus DNA.
Introduction
The discovery of miRNAs encoded by DNA viruses sug-
gests that these viruses exploit the RNA silencing pathway
to regulate host and viral genes. Most of the viruses with
miRNAs belong to the herpesvirus family, and more than
140 herpesvirus miRNAs have been identified to date
[1–4]. Members of the subfamilies Alphaherpesvirinae,
Betaherpesvirinae and Gammaherpesvirinae have been
shown to encode miRNAs. Marek’s disease virus 1 (MDV-
1), an alphaherpesvirus causing T-cell lymphoma in
chickens, has been shown to express a panel of 25 MDV-1
miRNAs processed from 13 pre-miRNAs [5–9]. These pre-
miRNAs are located within two genomic clusters mapping
to the meq oncogene region and the LAT region in the
terminal and inverted repeat long and short regions (IRL,
TRL and IRS, TRS) of the MDV-1 genome [5].
The major characteristic common to all members of the
herpesvirus family is an ability to establish and maintain
latent infection during the lifetime of the virus in its host.
Latency is associated with very limited virus gene
expression. The tumorigenesis resulting from infection
with human gammaherpesviruses, Epstein-Barr virus
(EBV) or Kaposi’s sarcoma human-associated virus
(KSHV) and MDV-1 in chicken is associated with latency.
Complex interactions take place between cells productively
or latently infected with herpesvirus, neoplastically trans-
formed cells and the immune system. The herpesvirus
genome can subsequently be reactivated in latently infected
cells. A balance is therefore established between latent
infection and productive herpesvirus replication on the one
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hand, and host immune surveillance and virus immune
evasion on the other. Herpesvirus miRNAs are obvious
candidates for involvement in the modulation of both of
these phenomena, particularly as a significant proportion of
herpesvirus genes have been shown to modulate host cell
responses to virus infection [10]. Herpesvirus miRNAs
have been shown to regulate the transition from latent to
lytic replication by targeting immediate-early (IE) genes
[4]. Herpesvirus miRNAs may also target viral
genes expressed later, during viral replication, such as the
genes encoding DNA polymerase [1, 11] and the viral
uracil DNA glycosylase UL114 [12], thereby regulating
levels of viral replication.
Other herpesvirus miRNAs may target host immune
response genes, enabling the virus to escape immune
recognition and preventing the destruction of herpesvirus-
infected cells. HCMV miR-UL112-1 has been shown to
target MICB, the major histocompatibility complex class
I-related chain B, a ligand essential for the killing activities
of NK cells [13], whereas EBV miR-BHRF1-3 inhibits the
production of CXCL11 (CXC-chemokine ligand 11), a
secreted T-cell attractant, thereby enabling virus-infected
cells to evade the immune system [14]. The miRNAs
encoded by oncogenic herpesviruses may also be more
directly involved in tumorigenesis. Inhibition of the pro-
apoptotic protein PUMA (p53-upregulated modulator of
apoptosis) by EBV miR-BART5 and the targeting of
thrombospondin 1 (THBS1) by KSHV miRNAs both
enhance tumor survival [15, 16]. KSHV miR-K12-11 and
mdv1-miR4-5P, two herpesvirus orthologs of cellular
miR-155 with strictly identical seed sequences, may be
particularly important, playing a multifunctional role in
viral tumorigenesis [8, 17–19]. KSHV miR-K12-11 and
hsa-miR-155 have overlapping sets of cellular targets,
including BACH1 (BTB and CNC homology 1), a tran-
scriptional repressor of heme oxygenase 1 (HMOX1), a
protein that enhances cell survival and proliferation [17].
Furthermore, miR-155 has been shown to play a critical
role in regulating lymphocyte hemostasis and immune
tolerance [20–22]. It also has been identified as a compo-
nent of the primary macrophage response to inflammatory
mediators and as a protective miRNA controlling local
tissue damage due to inflammation. The deregulation of
miR-155 seems to play an important role in several viral
infections. During the infection of humans with T-lym-
photropic virus type 1 (HTLV-1) or chickens with reticu-
loendotheliosis virus strain T (REV-T), miR-155 has been
shown to be overexpressed [23, 24]. The EBV immortali-
zation of B lymphocytes has been shown to be associated
with the induction of miR-155, which plays an important
role in keeping the EBV genome stable during latent
infection [25, 26]. By contrast, miR-155 has been shown to
be downregulated in KSHV and MDV infections, although
a functional homolog of miR-155 is expressed during
infections with these two viruses [8, 17–19, 27]. Further
investigations are required to determine the effects of miR-
155 deregulation and the role of functional orthologs in
herpesvirus pathogenesis. MiR-155 is processed from a
primary transcript, referred to as B-cell integration cluster
(BIC) [28]. The BIC gene was originally identified as a
frequent integration site of avian leukosis virus in lym-
phomas [29], and activation of the BIC gene can accelerate
the pathogenesis of lymphomas and leukemia that are
associated with the up-regulation of c-MYC [30]. Thus,
miR-155 function in posttranscriptional down-regulation of
gene expression could be responsible for the oncogenic
activity attributed to BIC RNA.
In this study, we focused on mdv-1-pre-miR-M4, which
gives rise to mdv1-miR-M4-5P, an ortholog of miR-155.
During the natural infection of chickens with MDV, we
found that the two arms, mdv1-miR-M4-5P and mdv1-
miR-M4-3P, of the pre-miR4 molecule were expressed, at
times corresponding to latency and lymphomagenesis, but
at different levels. We then investigated the functionality of
these two miRNAs. We first showed that gga-miR-155 and
mdv1-miR-M4-5P, whether expressed ectopically or end-
ogeneously, targeted a common set of cellular genes that
are potentially involved in tumorigenesis. We experimentally
validated three new targets of miR-155 and its orthologs,
i.e. c-Myb, GPM6B and RREB1. We also identified viral
targets for mdv1-miR-M4-5P and mdv1-miR-M4-3P, the
viral UL28 and UL32 proteins, respectively. We found
that, although gga-miR-155 and mdv1-miR-M4-5P had the
same seed sequence (nucleotides 2–8 of the miR are
perfectly complementary to the target sequence), only
mdv1-miR-M4-5P targeted UL28. This is the first report to
show that a miR-155 ortholog can target both cellular and
viral proteins, demonstrating a multifunctional effect of
miR-155 orthologs. These MDV-1 proteins are homolo-
gous to human herpesvirus 1 (HHV-1) proteins required for
the cleavage and packaging of virion DNA. Their role in
MDV-1 replication has yet to be investigated, but
such studies could be based on the ectopic expression of
mdv-1-pre-miR-M4.
Materials and methods
miRNA and genome sequences
MDV-1 and chicken miRNA sequences were downloaded
from the miRBase release 10.1 sequence database (http://
www.mirbase.org/). The annotated genome sequence for
MDV-1 strain MD5 was downloaded from NCBI (GenBank
reference number AF243438). The chicken genome
‘‘assembly 2.1’’ (http://www.ensembl.org/Gallus_gallus) was
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used to design primer sets for PCR that bound the predicted
30 UTRs.
Target prediction
The online target prediction algorithm Targetscan (http://
www.targetscan.org/) was used to identify potential cellu-
lar target sites from the Gallus gallus 30 UTR database.
Blast analysis of mdv1-miR-M4-5P and -3P sequences
against the MDV-1 genome were carried out with the
accessory application ‘‘local blast’’ available through
BioEdit version 7.0.5 sequence alignment software.
Cell lines
The DF-1 chicken fibroblast cell line was cultured in Dul-
becco’s modified Eagle’s medium supplemented with 10%
fetal calf serum (FCS) and 5% chicken serum. The LMH cell
line, obtained from a chemically induced hepatocellular
carcinoma, was cultured in gelatin-coated dishes. Two
transformed lymphoblastoid cell lines, MDCC-MSB-1 and
MDCC-54-O, were propagated in complete Roswell Park
Memorial Institutemedium (RPMI) supplementedwith 10%
fetal calf serum and 5% chicken serum. These two cell lines
are latently infected with MDV-1. The MSB-1 cell line, one
of the first MDV-infected cell lines isolated [31], is derived
from a spleen lymphoma induced by a virulent strain of
MDV-1, and is currently used as a reference. It was previ-
ously shown to be co-infected with both MDV-1 (strain
BC-1) and MDV-2 (strain HPRS24) [32]. The 54-O cell line
was established at INRA, from a chicken ovary lymphoma
induced by the very virulent MDV-1 strain RB-1B recon-
stituted from an infectious bacterial artificial chromosome
clone (kindly provided by Venugopal Nair). The DT40
B-cell line, which is derived from an avian leukosis
virus-induced lymphoma, was cultured at 41°C, under an
atmosphere containing 5% CO2, in DMEM supplemented
with 10% FCS.
MiRNA expression constructs
The chicken miR-155 and miR-21 precursors were ampli-
fied fromGallus gallus genomic DNA (PA-12white leghorn
chicken line). The mdv1-miR-M4 and miR-M7 precursors
were amplified from RB-1B genomic DNA. All the pre-
miRNA sequences were amplified with adjoining sequen-
ces, using primer pairs (Table 1) with NheI and HindIII
extensions, as described by Clop et al. [33]. The NheI/
Table 1 Oligonucleotides used in this study





Fwd premir_155 TTTGCTAGCAGAGTTCTTCTGTAGGCTGT NheI
Rev premir_155 TTTAAGCTTCACAGCAGCAGTTTGTTCCT HindIII
Fwd premir_M4 TTTGCTAGCTGGGCTTGTTTTGAATGTCC NheI
Rev premir_M4 TTTAAGCTTTACGATGGTTTTCCAGCGAT HindIII
Fwd premir_21 TTTGCTAGCTGTTGCCAGCCGTCGTGACAT NheI
Rev premir_21 TTTAAGCTTGCTGGAGATGGGTGAGCAAA HindIII
Fwd premir_M7 TTTGCTAGCGATGCTCTCTAGCCAAGAGAG NheI
Rev premir_M7 TTTAAGCTTGCAGTTCTGAGGACACATTT HindIII
CEBPb fwd CAGTCTAGACTTTAAGCATGGCTGGGAAT XbaI
CEBPb rev CAGACTAGTAAAGTTTATTAAAATCGTTC SpeI
CEBPb mut fwd GCTACATTTGAATTCGAAATGAAGCATTTTAATAAAC
CEBPb mut rev AAATCGTTCATTTCGAATTCAAATGTAGCAAGAATGC
MAP3K7IP2 fwd CAGTCTAGACACAGTGAAATACCCCAAAGC XbaI
MAP3K7IP2 rev CAGACTAGTTGATCTGTTGGTGGGTTGAA SpeI
MAP3K7IP2 mut fwd CCTTAAAATAAGATTCGAAATAAGAAACTATGCACAAAATAGC
MAP3K7IP2 mut rev GTTTCTTATTTCGAATCTTATTTTAAGGCATTGCTTCTCTC
GPM6B fwd CAGTCTAGACCTGTTGCATGAAGGAGACA XbaI
GPM6B rev CAGACTAGTCAGCTACAGGTCTGTTTAA SpeI
A multifunctional viral miRNA
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Table 1 continued
Name Nucleotide sequence 50?30 Restriction sitea
GPM6B mut fwd ATGTAAAGATTCGAAAATTTTGCTATGTATAAATTTTTGTAACC
GPM6B mut rev CATAGCAAAATTTTCGAATCTTTACATAAAAATATTAGAC
RREB1 fwd CAGTCTAGAAGGTTTCCAGGGTCTCGTTT XbaI
RREB1 rev CAGACTAGTGAAATTCTTTGCGCTTCCTG SpeI
RREB1 mut 1 fwd CATTTAATTCGAAATGTTACCTTTTGTATTGGTGTGTGTG
RREB1 mut 1 rev GGTAACATTTCGAATTAAATGAAAAAGGTCCTCTCC
RREB1 mut 2 fwd CCACACGGTGGATTCGAAAGCCTGTTCCAGGCATTAGCAG
RREB1 mut 2 rev GGAACAGGCTTTCGAATCCACCGTGTGGCAAATGCGAG
c-Myb fwd CAGGCGGCCGCGACTTCTCCGGAGAAGC NotI
c-Myb rev CAGGCGGCCGCAATTAAGTGCAGGTGAAGC NotI
c-Myb mut 1 fwd CAGGCGGCCGCGACTTCTCCGGAGAATTCGAATGGTGG
c-Myb mut 2 fwd GAAGTAAAAAATTCGAACTACACACGCTAGTCTGTGC
c-Myb mut 2 rev GTAGTTCGAATTTTTTACTTCAGTATTTTACACCAATGC
PU.1 fwd CAGTCTAGAGCCCACGGGACCCTAAGCAA XbaI
PU.1 rev CAGACTAGTAAATATGTACATGTTATTAC SpeI
PU.1 mut 1 fwd CAGTGACACTTTCGAAGCTTACAGCTTTCAAACTAGC
PU.1 mut 1 rev GCTGTAAGCTTCGAAAGTGTCACTGTGAGTGACACAGC
PU.1 mut 2 fwd GCTTTCAAACTATTCGAAATACAGGCTCTGCCGCAGCTC
PU.1 mut 2 rev GCCTGTATTTCGAATAGTTTGAAAGCTGTAAGCTAATGCAG
PU.1 mut x2 fwd CAGTGACACTTTCGAAGCTTACAGCTTTCAAACTATTCGAAATACAGGCTCTGCCGCAGCTC
PU.1 mut x2 rev GCCTGTATTTCGAATAGTTTGAAAGCTGTAAGCTTCGAAAGTGTCACTGTGAGTGACACAGC
UL28target fwd CAGTCTAGAGGCGAAGTATTGATAGACTC XbaI
UL28target rev CAGACTAGTTCGGCACGACAGATGTGC SpeI
UL28 mut fwd CCAGCCGTCGAATAGTGAAGGATATTTTAGTGTTGAAAATG
UL28 mut rev CATTTTCAACACTAAAATATCCTTCACTATTCGACGGCTGG
UL28ORF fwd ATGTTGGGAATGTCTCATAACCGGTT
UL28ORF rev GATGGGGGCGTGGCTGTTGGTAATCT
UL32target fwd CTGTTCTAGATGCTTGGCGATCA XbaI
UL32target rev CAGACTAGTTGTCGCCGACTCCGTCCAACTA SpeI
UL32 mut fwd TAAAGCCCGTCTTCGCAGTCACTAGCCGTTTGAAGGTCGCGTATG








The mutations of seed matches are indicated in bold
a Endonuclease restriction sites are underlined
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HindIII-cleaved PCR products were inserted between the
NheI and HindIII sites of the pcDNA3.1(?) vector
(Invitrogen).
Luciferase reporter constructs
The predicted 30 UTR targets were amplified by PCR
(Promega) from Gallus gallus genomic DNA (PA-12 white
leghorn chicken line). Viral CDS targets were amplified
from RB-1B viral genomic DNA. Wild-type targets were
amplified with the primer pairs indicated (Table 1), with
NotI extensions for c-Myb and with XbaI and SpeI exten-
sions for all other targets. The mutant complementary sites
were generated by overlapping PCR mutagenesis, as
described previously [34]. Wild-type or mutated PCR
products were inserted into pGEMT Easy Vector
(Promega), cleaved with NotI for c-Myb or with XbaI/SpeI
for all other targets, and inserted into the 30 UTR of the
Renilla luciferase gene of the pRL-TK vector (Promega),
which had been cleaved with the appropriate restriction
endonuclease. Plasmid DNAs were purified using a
Nucleobond Xtra midi kit (Macherey–Nagel), and the
inserts of all vectors were fully sequenced.
Expression constructs for viral proteins expression
The MDV1 UL28 and UL32 coding sequences were
obtained by PCR amplification from RB-1B genomic
DNA, using gene-specific primers (Table 1). The primers
were designed to ensure that the stop codon was omitted, to
allow expression of the epitope tag (V5&His). PCR prod-
ucts were inserted into the pcDNA3.1/V5&His TOPO
cloning vector (Invitrogen), and plasmids were amplified
according to the manufacturer’s protocol.
Luciferase reporter assays
For reporter assays with miRNA expression vectors, DF-1
chicken fibroblast cells were cotransfected with 1.2 lg of
miRNA expression vector, 60 ng of luciferase reporter
constructs containing wild-type or mutant putative target
sites and 15 ng of luciferase control vector, in 24-well
plates (6 9 104 cells/well) using Lipofectamine 2000
(Invitrogen) according to the manufacturer’s protocols.
DT40 B-cells were cotransfected by resuspending 2 9 106
cells in Nucleofactor solution T (Amaxa Biosystems,
Cologne, Germany) and electroporated using Nucleofactor
program B-023. For all assays, 2 9 106 cells were elec-
troporated in the presence of 4 lg of miRNA expression
vector, 200 ng of luciferase reporter constructs containing
wild-type or mutant putative miRNA response elements
and 50 ng of luciferase control vector. For reporter assays
with endogenously expressed viral miRNAs, two MDV-1
lymphoblastoid cell lines, MDCC-MSB-1 and MDCC-54-O,
were electroporated using an Equibio ‘‘EasyjecT Plus’’
electroporator (single pulse, 400 V/mm, 1,500 lF). For all
assays, 8 9 106 cells were electroporated in the presence
of 40 lg of luciferase reporter constructs with wild-type or
mutant putative target sites and 500 ng of luciferase control
vector. Luciferase activity was quantified with the Dual-
Luciferase Reporter Assay system (Promega), according to
the manufacturer’s protocol. For the standardization of
inter- and intra-assay luciferase activity, we systematically
used the control vector pcDNAMLuc, from which the
firefly luciferase gene is expressed under the control of the
CMV promoter. Firefly and Renilla luciferase activities
were measured consecutively 24 h after transfection.
Luminescence was measured with a luminometer (Mithras
LB940 luminometer; Berthol Technologies). Three inde-
pendent experiments were carried out in triplicate.
Detection of UL28 and UL32 V5-tagged proteins
following transient miRNA expression
LMH cells, dispensed into 24-well plates at a density of
1.2 9 105 cells/well, were cotransfected with 0.2 lg of
pcDNA3.1-UL28/V5 or pcDNA3.1-UL32/V5 and 1.8 lg
of miRNA expression vector, in the presence of Lipofect-
amine 2000 (Invitrogen). Cells were treated with lysis
buffer (15 mM Tris, 15 mM NaCl, 20 mM EDTA, 1%
SDS, 5% beta-mercaptoethanol, 20% glycerol, bromophenol
blue [pH 6.8]) 48 h after transfection. Proteins were
separated by electrophoresis in 7.5% polyacrylamide gels
containing SDS and electrophoretically blotted onto PVDF
membranes. The membranes were blocked by incubation
with 5% skim milk powder in PBST (PBS, 0.5% Tween
20) and probed with monoclonal mouse anti-V5 (Invitrogen)
and monoclonal mouse anti-GaPDH (Millipore) primary
antibodies, followed by polyclonal rabbit anti-mouse
horseradish-peroxidase-conjugated secondary antibodies.
The immunoreactions of interest were detected using a
Femto Super Signal Western Detection Kit (Pierce
Chemical Co.). GaPDH was used to demonstrate equal
protein loading. Image J software (Wayne Rasband, NIH
image, USA) was used to calculate the signal intensities for
UL28 and UL32, relative to the GaPDH loading control.
Preparation of peripheral blood leukocytes
from infected and mock-infected chickens
Four B13/B13 chickens were bred, raised and housed in
isolated cages at the animal facility of the INRA-TOURS
Research Center. Two chickens were used as mock-infec-
ted controls. Two chickens were inoculated, by the intra-
muscular route, at the age of 10 weeks, with 5 9 106
infectious peripheral blood leukocytes (PBLs) (wild-type
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RB-1B). Before and 31 days after infection, PBLs were
separated from whole blood samples by Ficoll-Hypaque
gradient centrifugation as described previously [35].
RNA isolation and miRNA northern blotting analysis
RNA was extracted in TRIzol, and we then resolved 15 lg
of total RNA per lane on a 15% acrylamide/bisacrylamide
(19:1) gel containing 7 M urea, in Tris–borate-EDTA
(TBE) buffer. Gels were stained briefly with ethidium
bromide, and RNA was transferred onto a Nylon Plus
membrane (Amersham) by electroblotting for 1.5 h at
350 mA in 0.509 TBE. The membrane was cross-linked
by exposure to UV illumination (Stratalinker, Stratagene).
The membrane was incubated with the prehybridization
mixture for 1 h and then hybridized overnight in Perfect
Hyb TM Plus hybridization buffer (Sigma) at 50°C, with
20 nM 32P-50 end-labeled DNA oligonucleotide probe
complementary to the miRNA (Table 1). The membrane
was then washed in low-stringency washing buffer. Blots
were analyzed by phosphorimaging using a Storm 840
Molecular Dynamics machine.
Results
Expression profile of mdv1-miR-M4-5P, mdv1-miR-
M4-3P and gga-miR-155 in MDV-1-infected peripheral
blood leukocytes
Alignment of the mdv1-miR-M4-5P and gga-miR-155
sequences showed them to have identical seed sequences
(nucleotides 1–8; Fig. 1b) [8, 19]. However, their 30 ends
differ in length and nucleotide composition, with only a
stretch of four consecutive nucleotides (nt 10–13 in mdv1-
miR-M4-5P; nt 11–14 in gga-miR-155) conserved between
the two miRNAs. Northern blot analysis of total RNA
extracted from uninfected cells (mock-infected PBLs and
DT40) or from MDV-1-infected cells (infected PBLs and
MDCC 54-O and MSB1 cell lines) showed that the
orthologous miRNAs mdv1-miR-M4-5P and gga-miR-155
had different patterns of expression. Unlike gga-miR-21,
which was detected in the five cellular RNA extracts, gga-
miR-155 and mdv1-miR-M4-5P were detected only in
uninfected chicken PBLs and MDV-1-infected cells,
respectively (Fig. 1c). In the control DT-40 B-cell line,
which is derived from an avian leukosis virus-induced
bursal lymphoma, we detected neither mdv1-miR-M4-5P
nor gga-miR-155. As reported in previous studies analyz-
ing expression of the whole panel of MDV-1 miRNAs
[5, 7–9], the mdv1-miR-M4-3P was detected by northern
blotting in the two MDV-1-infected cell lines with high
levels of MDV-1-miRNA. Small RNA cloning assays
demonstrated that both strands processed from pre-miR-4
were relatively abundant among total small RNA sequen-
ces. In sets of 1,425 and 1,885 small RNA clones analyzed
from the 54-0 and MSB-1 cell lines, respectively, mdv1-
miR-M4-5P cloning frequencies accounted for 14.9 and
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Fig. 1 Expression of mdv1-miR-M4-5P, mdv1-miR-M4-3P and gga-
miR-155. a Localization of the 13 pre-miRNA loci in the MDV-1
genome. The MDV-1 genome is a class E genome including two
unique sequences, a long sequence (UL) and a short sequence (US).
These unique sequences are each flanked by two repeated and
inverted sequences: internal repeat long (IRL) and terminal repeat
long (TRL) surrounding UL; internal repeat short (IRS) and terminal
repeat short (TRS) surrounding US. Cluster 1 exists in two inverted
repeated copies within IRL and TRL and encompasses pre-miR-M9,-
M5,-M12,-M3,-M2,-M4,-M11,-M31 and -M1. It extends up- and
downstream from the ORF encoding the principal MDV-1 oncogene,
Meq. Pre-miRNA-M2 and -M4 are antisense to the putative RLORF8
coding sequence. Pre-miR-M1 is located in the putative RLORF5a
coding sequence. Cluster 2 exists as two inverted repeated copies
within IRS and TRS and encompasses pre-miR-M8,-M6,-M7 and
-M10. It is located at the start of the 10-kb latency-associated
transcript. The location of the UL28 and UL32 coding sequences is
indicated on the map of the MDV-1 genome. b Alignment of mature
mdv1-miR-M4-5P and gga-miR-155. Nucleotides identical in the two
miRNAs are indicated in bold. c Detection of mdv1-miR-M4-5P, gga-
miR-155 and gga-miR-21. Northern blot analysis of total RNA
(15 lg/lane) extracted from MSB-1, 54-O, DT40 cells and PBLs from
MDV-1-infected chickens (PBL infected) and uninfected chickens
(PBL mock). The membranes were hybridized with 32P-labeled
probes specific for mdv1-miR-M4-5P, mdv1-miR-M4-3P, gga-miR-
155 and gga-miR-21. The 5S ribosomal RNA (stained with ethidium
bromide, EB) was used to demonstrate equal RNA loading
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14.6% of all viral miRNAs clones, whereas mdv1-miR-
M4-3P cloning frequencies accounted for 1.1 and 1.9%
(our unpublished data).
Gga-miR-155 and mdv1-miR-M4-5P target a common
set of cellular gene 30 UTRs
As mdv1-miR-M4-5P and gga-miR-155 had identical seed
sequences, we hypothesized that these two miRNAs might
regulate a common set of cellular genes. Therefore, using
target prediction algorithms from Targetscan custom
version 4.0 [36], we selected six candidate targets among
the large set of miR-155 cellular potential targets. The
GPM6B, RREB1, c-Myb, MAP3K7IP2, PU.1 and C/EBPb
(Fig. S1) candidates had high miRE prediction scores and
were selected for study on the basis of their involvement in
lymphomagenesis, innate response or oncogenesis. The last
two of these targets have already been validated for both
miRNAs [19], and MAP3K7IP2 has been validated for hsa-
miR-155 [37]. We investigated the direct interaction
between these potential cellular targets and mdv1-miR-M4
and gga-miR-155. We classified the putative target genes
into two groups, as a function of the number of miREs (one
or two) in the 30 UTR sequence (Figs. 2, 3). The full-length
or partial 30 UTRs of each selected potential miRNA target
and the corresponding miRE-mutated 30 UTRs were
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Fig. 2 Comparison of the efficacy of mdv1-miR-M4-5P and gga-
miR-155 with three 30 UTRs, each bearing a single miRE. The 30
UTRs of C/EBPb (a), GPM6B (b) and MAP3K7IP2 (c) carrying the
predicted wild-type or respective mutant targets, were inserted
downstream from the Renilla luciferase reporter gene in pRL-TK.
Each construct was used to cotransfect DF-1 cells, together with
pcDNA-mdv1-miR-M4, pcDNA-gga-miR-155, pcDNA-mdv1-miR-
M7, pcDNA-gga-miR-21, or pcDNA. Reporter activities were
standardized by measuring Renilla-to-firefly luminescence ratios.
For each luciferase assay, relative luciferase activity was normalized
with respect to pcDNA3.1 empty vector. Error bars indicate the
standard deviation (SD) for triplicate experiments. *Students t test
P value\0.05 versus pcDNA3.1 empty vector. Schematic diagrams
of the pRL-TK constructs are represented on the left. The vertical bar
indicates the location of the miRE within the 30 UTR. The position of
this first nucleotide is indicated in brackets. The wild-type and
mutated seed match of targets is underlined. Target complementar-
ities with mdv1-miR-M4-5P are indicated in bold, and target
complementarities with gga-miR-155 are highlighted in gray
A multifunctional viral miRNA
123
inserted downstream from the luciferase reporter gene in
the PRL-TK vector. DF-1 cells were cotransfected with
these reporter constructs and with pcDNAs vectors
expressing either mdv1-miR-M4 and gga-miR-155 or the
control mdv1-miR-M7 and gga-miR-21. Similar effects
were observed for all 30 UTRs with one putative miRE
when mdv1-miR-M4 or gga-miR-155 were overexpressed
(Fig. 2), with a larger (P\ 0.01) decrease in luciferase
activity for wild-type constructs than for the corresponding
miRE-mutated constructs. No significant difference was
found between wild-type 30 UTRs and the corresponding
miRE-mutated constructs if co-transfections were carried
out with an empty pcDNA vector or with the negative
pcDNA control vectors expressing mdv1-miR-M7 or gga-
miR-21. However, in comparison with the empty pcDNA
vector, a significant effect of gga-miR-21 was observed
using both wild-type and miRE-mutated GPM6B 30 UTR
constructs, probably due to a gga-miR-21 potential
response element present in the GPM6B 30 UTR sequence
used in our assays that did not overlap with the specific
mdv1-miR-M4 and gga-miR-155 miREs. Thus, the 30
UTRs of C/EBPb, MAP3K7IP2 and GPM6B are clearly
functional targets of both mdv1-miR-M4 and gga-miR-155.
For the other three genes, with 30 UTRs containing two
potential miREs, the 30 UTRs of RREB1, c-Myb and PU.1
were functional targets of both mdv1-miR-M4 and
gga-miR-155, as shown by the luciferase data obtained in
comparisons of wild-type and double-mutated 30 UTRs.
However, two different patterns were observed if the
miREs were mutated separately. On the one hand, miRE1
and miRE2 within the 30 UTRs of both RREB1 and c-Myb
(Fig. 3a, b, respectively) had potent but independent effects
on functional targeting by mdv1-miR-M4 and gga-miR-155,
with cooperation observed between the two target sites.
However, comparison of the effects of mdv1-miR-M4 and
gga-miR-155 on c-Myb miRE1 (Fig. 3b-mutation miRE1)
showed that c-Myb miRE1 was targeted slightly more
efficiently by the viral miRNA than it was by its cellular
ortholog. On the other hand, only one of the two predicted
miREs in the 30 UTR of PU.1 was functional. Indeed, the
miRE1 mutation did not restore reporter activity, whereas
the miRE2 mutation fully restored relative luciferase
activity, demonstrating that miRE2 was the only functional
site within the 30 UTR of PU.1 (Fig. 3c). These data
demonstrate that the miREs detected in the 30 UTRs of six
cellular genes (C/EBPb, MAP3K7IP2, GPM6B, RREB1,
c-Myb and PU.1) are functional targets of mdv1-miR-M4
and gga-miR-155 in 30UTR reporter assays. Except for
c-myb miRE1, no obvious difference was detected in the
levels of repression induced by cellular and viral miRNA.
For confirmation of the effects of endogenous mdv1-
miR-M4-5P on the potential targets, the same constructs
were tested in the MDV-1-transformed cell lines MSB-1
and 54-O. These two cell lines produce large amounts of
viral mdv1-miR-M4-5P, but no cellular gga-miR-155
(Fig. 1c). A similar effect was observed in the two
lymphoblastoid cell lines, for all 30 UTRs containing a
single miRE (C/EBPb, MAP3K7IP2, GPM6B) (Fig. 4a),
and for the 30 UTRs containing two miREs (RREB1,
c-Myb and PU.1; Fig. 4b). In particular, the two RREB1
miREs strongly inhibited reporter activity, with wild-type
constructs displaying much lower levels of relative lucif-
erase activity (80% in the 54-O cell line and 90% in
the MSB-1 cell line) than the double miRE mutant
construct. The inhibition yield attributed to miRE 1 or
miRE 2 was much greater in the endogenous assay, in
which miRE 2 displayed stronger inhibition than miRE 1.
As described previously, the two miREs within the c-Myb
30 UTR inhibited reporter activity to similar extents,
and miRE2 was the only functional target in the PU.1 30
UTR. Thus, the 30 UTRs of all the genes tested were
targeted by endogenous mdv1-miR-M4-5P constitutively
expressed by two different MDV-1-transformed cell
lines, consistent with the data obtained for a transient non-
lymphoid system.
Mdv1-miR-M4 guide and passenger strands target viral
genes involved in the cleavage/packaging of viral DNA
An internal basic local alignment search (BLAST) of
mdv1-miR-M4-5P and mdv1-miR-M4-3P sequences in the
MDV-1 genome showed antisense sequence similarities
between mdv1-miR-M4-5P and the mRNA encoding UL28,
and between mdv1-miR-M4-3P and the mRNA encoding
UL32 (Fig. S1C). The two sites of potential interaction
displayed extended matches beyond the miRNA seed
region. Nucleotides 2–12 at the 50 end of mdv1-miR-M4-5P
matched with an 11-nucleotide stretch at the 30 end of
the UL28 coding region, whereas nucleotides 1–12 of
Fig. 3 Comparative efficacy of mdv1-miR-M4 and gga-miR-155 with
three 30 UTRs, each bearing two miREs (miRE1 and miRE2). The 30
UTRs of RREB1 (a), c-Myb (b) and PU.1 (c) carrying the predicted
wild-type or respective mutant targets, were inserted downstream from
the Renilla luciferase reporter gene in pRL-TK. Each construct was
used to cotransfect DF-1 cells, together with pcDNA-mdv1-miR-M4,
pcDNA-gga-miR-155, pcDNA-mdv1-miR-M7, pcDNA-gga-miR-21,
or pcDNA. Reporter activities were standardized by determining
Renilla-to-firefly luminescence ratios. For each luciferase assay,
relative luciferase activity was normalized with respect to pcDNA3.1
empty vector. Error bars indicate the standard deviation (SD) for
triplicate experiments. *Students t test P value, \0.05 versus
pcDNA3.1 empty vector. **Students t test P value,\0.001 versus
pcDNA3.1 empty vector. Schematic diagrams of pRL-TK constructs
are indicated on the left. The vertical bar indicates the location of the
miREs within the 30 UTR. The position of the first nucleotide is
indicated in brackets. For each target, the wild-type and mutated seed
matches of targets are underlined. Target complementarities with
mdv1-miR-M4-5P are shown in bold, and target complementarities
with gga-miR-155 are highlighted in gray
c
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mdv1-miR-M4-3P matched with a 12-nucleotide sequence
at the 30 end of the UL32 coding region.
We investigated whether mdv1-miR-M4-5P and mdv1-
miR-M4-3P affected the production of UL28 and UL32
proteins or mRNA, by first screening for potential miREs
in a luciferase reporter assay, as described by Tay and
coworkers, who investigated the miRNA-mediated regu-
lation of the coding regions of Nanog, Oct4 and Sox2 [38].
The 500 nt surrounding the wild-type and mutated target
sites of the UL28 and UL32 transcripts were inserted
downstream from the luciferase reporter gene in pRL-TK
vectors. These constructs were tested in two MDV-1-
transformed cell lines constitutively expressing mdv1-miR-
M4-5P and mdv1-miR-M4-3P, as demonstrated in Fig. 1
and in other reports [5, 7, 9] (Fig. 5a). The wild-type UL28
construct displayed much lower levels of luciferase activity
(80 and 90% in the MSB-1 and 54-O cell lines, respec-
tively) than the mutated construct. The decrease in lucif-
erase activity was less marked for the UL32 constructs but
was nonetheless similar to that observed when cellular
targets with one miRE were tested in the same cells
(Fig. 4a). We further investigated the interaction between
the two candidate target sites and the two mature strands
generated from mdv1-pre-miR-M4 by evaluating reporter
constructs upon transient expression of the mdv1-pre-miR-
M4 and control pre-miRNAs in DF-1 and DT40 cells
(Fig. 5b). The UL28 wild-type construct was associated
with a highly significant decrease in luciferase activity in
the DF-1 cell line, and a significant decrease in the DT40
cell line only when used to cotransfect cells with the mdv1-
pre-miR-M4 expression vector. By contrast, no difference
was observed between the wild-type UL28 construct and
the corresponding miRE-mutated constructs if cotransfec-
tion was carried out with an empty pcDNA vector or the
pcDNA control vectors. The UL32 wild-type construct
was associated with a slight decrease (30%) in luciferase
activity in the DF-1 cell line only if used for contransfection
(A) 
(B) 
Fig. 4 Effect of endogenous mdv1-miR-M4 expression on the 30UTR
targets of chicken genes. Wild-type and corresponding mutated pRL-
TK constructs bearing 30 UTR targets C/EBPb, GPM6B and
MAP3K7IP2 (a) or RREB1, c-Myb and PU.1 (b) were used to
transfect MSB-1 and 54-O cell lines naturally expressing mdv1-miR-
M4-5P. Reporter activities were standardized by determining Renilla-
to-firefly luminescence ratios. Relative luciferase activity was
normalized with respect to the reporter activity of the corresponding
mutated target. Error bars indicate the standard deviation (SD) for
triplicate experiments. *Students t test P value,\0.05 versus mutated
target. **Students t test P value,\0.001 versus mutated target
Fig. 5 The mdv1-miR-M4-5P and mdv1-miR-M4-3P target two viral
genes. a Effect of endogenous mdv1-miR-M4 expression on the UL28
and UL32 viral targets. The wild-type and mutated predicted viral
targets, surrounded by 500 bp of flanking sequence, were inserted into
the plasmid downstream from the Renilla luciferase reporter gene.
Each construct was used to transfect MSB-1 and 54-O cell lines
naturally expressing mdv1-miR-M4-5P and -3P. Reporter activities
were standardized by determining Renilla-to-firefly luminescence
ratios. Relative luciferase activity was normalized with respect to the
reporter activity of the mutated target. Error bars indicate the
standard deviation (SD) for triplicate experiments. *Students t test
P value, \0.05 versus mutated target. **Students t test P value,
\0.001 versus mutated target. b Comparative targeting of mdv1-miR-
M4 and gga-miR-155 in the UL28 and UL32 luciferase reporter
assays. The wild-type and mutated predicted viral targets constructs
were used to cotransfect DF-1 and DT40 cells, together with effector
plasmids pcDNA, pcDNA-mdv1-miR-M4, pcDNA-gga-miR-155 and
pcDNA-gga-miR-21. Reporter activities were normalized by deter-
mining Renilla-to-firefly luminescence ratios. For each luciferase
assay, relative luciferase activity was normalized with respect to
pcDNA3.1 empty vector. Error bars indicate the standard deviation
(SD) of triplicate experiments. *Students t test P value\0.05 versus
pcDNA3.1 empty vector. Schematic diagrams of the pRL-TK
constructs are represented on the left. The vertical bar indicates the
location of the miRE within the viral coding sequence, and the
position of the first nucleotide is indicated in brackets. The wild-type
and mutated seed matches of targets are underlined. For UL28 (a),
target complementarities with mdv1-miR-M4-5P are shown in bold,
and target complementarities with gga-miR-155 are highlighted in
gray. For UL32 (b), target complementarities with mdv1-miR-M4-3P
are shown in bold. (c) Western blot analysis of UL28, UL32 and
chicken GaPDH levels. LMH cells were cotransfected with
pcDNA3.1-UL28/V5 or pcDNA3.1-UL32/V5 and miRNA-expressing
vectors pcDNA, pcDNA-mdv1-miR-M4, pcDNA-gga-miR-21 or
pcDNA-gga-miR-155. Each blot was probed with mouse anti-V5
and mouse anti-GaPDH primary antibodies, followed by rabbit anti-
mouse horseradish-conjugated secondary antibody. GaPDH was used
to check for equal protein loading. Relative signal intensities for
UL28 and UL32 were calculated with respect to the GaPDH loading
control using Image J software (Wayne Rasband, NIH image, USA).
The reported values (at the base of the blots) are the signals for UL28
and UL32 measured for miRNA-expressing vectors relative to the
signals for UL28 and UL32 measured for the control vector
expressing no miRNA. Similar results were obtained in three
independent cotransfection assays. Data from a representative assay
are presented
c
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together with the pre-miR-M4 expression vector. However
no decrease in luciferase activity was observed using UL32
wild-type construct in the DT40 cell line (Fig. 5b).
We then investigated the translational inhibition of UL28
and UL32 by the two mature strands generated from mdv1-
pre-miR-M4, at the protein level. No antibodies were
available against the UL28 and UL32 proteins of MDV-1.
We therefore first cloned and expressed an epitope-tagged
version of each gene to generate proteins that could be
detected in western blot experiments (Fig. 5c). Protein
production was assessed in cotransfection experiments with
pre-miRNA expression vectors and vectors encoding the
epitope-tagged proteins. Mdv1-pre-miR-M4 decreased




A multifunctional viral miRNA
123
by 80% (Fig. 5c). Conversely, the production of UL28 and
UL32 was not significantly decreased by coexpression with
control pcDNA, gga-pre-miR-21 or orthologous gga-
pre-miR-155. Thus, mdv1-pre-miR-M4 efficiently inhibits
the production of the UL28 and UL32 proteins, whereas
gga-pre-miR-155 does not.
Discussion
We focus here on the MDV microRNA mdv1-pre-miR-M4,
containing the 50 arm of the RNA duplex mdv1-miR-M4-
5P, which was previously identified as an ortholog of the
cellular miR-155 [8, 19, 27]. We made use of the MDV-1
model, the only natural animal herpesvirus-induced tumor
model, to assess the expression profile of mdv1-pre-miR-
M4 in PBLs from chickens infected with the very virulent
RB-1B strain of MDV-1, focusing on the time points cor-
responding to latency and lymphomagenesis. Several
studies showing a differential expression of miRNAs
between primary tissues and cell lines have highlighted the
importance of analyzing miRNA expression in primary
tissues [39–44]. We observed no expression of Gallus
gallus gga-miR-155, whereas its ortholog, mdv1-miR-M4-
5P, was abundantly expressed in PBLs from RB-1B-
infected chickens at the time of lymphoma development,
with mdv1-miR-M4-3P, the second strand of the miRNA
duplex generated from mdv1-pre-miR-M4, also expressed,
but to a lower level. Our results therefore extend the pre-
viously reported observations of gga-miR-155 downregu-
lation and expression of both strands of mdv1-pre-miR-M4
during in vivo MDV pathogenesis previously reported for
CD4?T-cell lines propagated in vitro from MDV-1-
induced lymphoma [27]. Moreover, the relative expression
levels of mdv1-miR-M4-5P and mdv1-miR-M4-3P were
found to be similar in RB-1B-infected PBLs and in MDV-1
cell lines propagated in vitro. We also showed that both
strands of mdv1-miR-M4 are functional, because
mdv1-miR-M4-3P, although expressed less strongly than
mdv1-miR-M4-5P, was nonetheless shown to target and
repress UL32 production (Fig. 5b, c). These data are con-
sistent with recent findings in Drosophila melanogaster
showing that one strand of the RNA duplex, the guide
strand, is preferentially selected and loaded into a silencing
complex (RISC), but that several passenger strands may
also be loaded, some of which have been demonstrated to
be bona fide trans-regulatory RNAs with measurable
effects on endogenous protein production [45–49].
In addition to identifying new genes targeted by both
miR-155 and mdv1-miR-M4-5P, we showed that mdv1-
miR-M4-5P, but not gga-miR-155, efficiently inhibited the
production of UL28, a viral protein homologous to an
HHV-1 protein involved in the cleavage/packaging of
virion DNA. Moreover, the less abundant strand processed
from the 30 arm of the duplex, mdv1-miR-M4-3P, inhibited
the production of another viral protein, UL32. The HHV-1
homolog of UL32 is also involved in the cleavage/pack-
aging of virion DNA. Both strands of mdv1-miR-M4
downregulate viral protein production efficiently, via tar-
gets located within the protein coding regions, as recently
reported for certain metazoans, not targeting the 30
untranslated region (UTR) of mRNAs [38, 50–52]. More-
over, mdv1-miR-M4-5P and gga-miR-155 had different
inhibitory effects on UL28. Indeed, mdv1-miR-M4-5P
strongly repressed UL28, whereas gga-miR-155 did not
(Fig. 5b). The precise nucleotide requirements for the
functional binding of a miRNA to a target sequence are not
fully understood. Mdv1-miR-M4-5P displays 2–12 Watson–
Crick base-pairings with the UL28 mRNA, corresponding
to four base-pairings in addition to those of the seed
sequence, whereas gga-miR-155 displays only canonical
7mer-m8 base-pairing, involving exclusively the seed
region (Fig. S1). Thus, the additional 50 pairing between
mdv1-miR-M4-5P and UL28 mRNA, enhancing binding
specificity and the affinity of miRNA-target binding, may
account for the differences observed between these two
orthologs. The lack of functionality of gga-miR-155
despite a perfect seed pairing with UL28 mRNA is con-
sistent with data observed for the lsy-6 miRNA of
Caenorhabditis elegans [53]. To identify the determinants
that are specifically involved in mdv1-miR-M4/UL28 tar-
geting, hybrids between mdv1-miR-M4 and gga-miR-155
were constructed, but these were not definitely informative
(data not shown). Critical determinants involved in UL28
targeting remain to be identified and may likely act in a
combinatorial manner [54]. Most of the still limited num-
ber of miRNA viral targets that have been validated
experimentally display more extensive pairing with miR-
NA than cellular targets. The reasons for this stronger
binding remain unclear.
By reporter luciferase assays in cells transiently
expressing mdv1-pre-miR-M4 and gga-pre-miR-155, we
showed that mdv1-miR-M4-5P functioned as a miR-155
ortholog with three previously characterized (C/EBPb,
MAP3K7IP2 and PU.1) and three newly predicted
(GPM6B, RREB1 and c-Myb) targets. For all six targets,
no significant differences were observed between the levels
of downregulation mediated by viral and cellular miRNAs,
and the range of decrease observed was consistent with the
published data for C/EBPb, MAP3K7IP2 and PU.1 [18, 19,
37, 55]. We also showed, in two MDV-1 lymphoblastoid
cell lines, that the tested 30 UTRs were effectively targeted
in the natural context of viral miRNA expression, using the
same miREs as in transient experiments (Fig. 4). In addi-
tion to increasing the list of 3’UTRs targeted by mdv1-
miR-M4-5P and gga-miR-155, the identification of three
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new targets (GPM6B, RREB1 and c-Myb) provides addi-
tional evidence for an impact of miR-155 and its orthologs
on pathways regulating lymphocyte differentiation and
activation, and immune tolerance. Such regulation is
important in the context of MDV. Indeed, the functional
activity of monocytes and macrophages and nitric-oxide
(NO) responses are critical in the control of MDV infection
[56]. Mdv1-miR-4-5P may regulate macrophage activation
and NO production through the same targets as hsa-miR-155
in human carcinoma [57] and mu-miR-155 in mouse [58].
Focusing on the infection cycle of MDV, one major
consequence of cytokine regulation by mdv1-miR-M4-5P
would be to regulate the balance between latent and lytic
infection, which is known to be controlled by cytokine
production [59]. This overall effect may be reinforced by
the action of both the strands processed from the pre-miR-4
duplex, targeting two different proteins, the homologs of
which in HHV1 are involved in a key step late in the viral
replication cycle. We did not consider functional conse-
quences for the viral cycle directly, but our data clearly
demonstrate the inhibition of UL28 and UL32 protein
production by the two strands processed from pre-miR-M4.
UL28 and UL32 homologs have been found in all sub-
families of mammalian and avian herpesviruses. However,
the role of UL28 and UL32 in MDV packaging has yet to
be demonstrated, and little is currently known about MDV
packaging. Nonetheless, it appears likely that UL28 and
UL32 are involved in the later stages of MDV replication.
It is therefore possible that MDV1-miR-helps to maintain
MDV-1 latency by downregulating the production of UL28
and UL32 and impairing late MDV morphogenesis and
reactivation. This may constitute an additional mechanism
used by herpesviruses to prevent inappropriate reactivation,
in addition to those already described involving the
repression of immediate-early viral genes, such as ICP0,
ICP4, ICP34.5 and IE72, which are targeted by miRNAs
from HHV-1, HHV-2 or HCMV [25, 52, 60].
In conclusion, our results demonstrate that the mdv1-
premiR-M4, which is strongly expressed at the time of
lymphomagenesis in MDV-1-infected chicken PBLs and
processed into two mature and functional strands, is mul-
tifunctional. By extending the common set of experimen-
tally validated 30 UTR cellular targets of the guide strand
(mdv1-miR-M4-5P) and its previously described ortholog
miR-155, we provide additional evidence for the probable
involvement of mdv1-miR-M4-5P in modulating cytokine
production and the chicken immune response to MDV
infection. In particular, we have shown that mdv1-miR-
M4-5P and mdv1-miR-M4-3P inhibit the production of the
UL28 and UL32 proteins, respectively, thus providing the
first evidence of late viral gene targeting by herpes miRNA
and adding two new viral targets to the modest number of
viral miRNA targets experimentally validated to date.
Homologs of both of these viral genes are involved in late
HHV1 morphogenesis. Mdv1-pre-miR-M4 may therefore
be a suitable tool for studies aiming to determine the
precise role of UL28 and UL32 in the cleavage and
packaging of viral DNA and late MDV morphogenesis,
about which little is currently known.
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A p53-dependent promoter associated with polymorphic
tandem repeats controls the expression of a viral
transcript encoding clustered microRNAs
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ABSTRACT
The tumor suppressor protein p53 plays a role in cellular responses to cancer-initiating events by regulating progress through
the cell cycle. Several recent studies have shown that p53 transactivates expression of the members of the proapoptotic
microRNA-34 family, which are underexpressed in several cancers. We demonstrate here that the latency-associated cluster of
microRNAs (miRNA) encoded by an oncogenic herpesvirus, gallid herpesvirus 2 (GaHV-2), is a direct target of p53. Robust
transcriptional activity was induced in three avian cell lines by a sequence mapping 600 base pairs (bp) upstream of the cluster
of miRNAs. We found transcription start sites for the pri-miRNA transcript at the 39 end of this transcription-inducing sequence.
The promoter has no consensus core promoter element, but is organized into a variable number of tandem repeats of 60-bp
harboring p53-responsive elements (RE). The minimal functional construct consists of two tandem repeats. Mutagenesis to
change the sequence of the p53 RE abolished transcriptional activity, whereas p53 induction enhanced mature miRNA
expression. The identification of a viral miRNA promoter regulated by p53 is biologically significant, because all avirulent
GaHV-2 strains described to date lack the corresponding regulatory sequence, whereas all virulent, very virulent, and
hypervirulent strains possess at least two tandem repeats harboring the p53 RE.
Keywords: p53; promoter; microRNA; herpesvirus
INTRODUCTION
The transcription of eukaryotic genes results from a set of
combinatorial events, from chromatin recognition to the po-
sitioning of the RNA polymerase at the appropriate initiation
site. This process, which includes chromatin modification and
the recruitment of cofactors and basal transcription compo-
nents, leads to the assembly of an elongation-competent
transcription complex. Some of the mechanisms underlying
the activation of transcription have been elucidated, including
those involving core promoter elements, such as the TATA
box and initiator element (Sandelin et al. 2007). Several core
elements of the TATA box containing human promoters have
been identified; these elements include the downstream core
promoter element (Lee et al. 2005), the TFIIB recognition
element (Deng and Roberts 2005) and the initiator element
(INR). Mutagenesis of the INR sequence led to identification
of the YYANWYY motif as a consensus sequence (Javahery
et al. 1994; Smale and Kadonaga 2003). However, although
the core promoter structure was initially thought to be invari-
ant, it is now clear that there is extensive diversity. Thousands
of different transcriptional start sites (TSSs) for mammalian
class II promoters have been described, revealing the vari-
ability of potential TSSs (Frith et al. 2008). Transcription
initiation may occur at various nucleotide positions within
a core promoter region, but there is a preference for both
a purine in position +1 and a pyrimidine in position ÿ1
(Carninci et al. 2006; Frith et al. 2008). Otherwise, the
proportion of promoters with clearly identifiable TATA boxes
has tended to decrease as the number of promoters discov-
ered increases (Suzuki et al. 2001; Sandelin et al. 2007; Yang
et al. 2007). Thus, promoters lacking standard core promoter
elements constitute a significant fraction of the eukaryotic
genome. However, little is known about their mechanisms of
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transcriptional activation or the cis-activating DNA motifs
involved.
MicroRNAs (miRNA) are a newly discovered class of
small RNAs of z23 nucleotides (nt) in length that have
been shown to be key mediators of RNA silencing pathways
(Ambros 2004; Bartel 2004; Ason et al. 2006). By fine-
tuning gene expression through the repression of target
mRNA translation, miRNAs control cellular pathways
governing several biological functions and the fate of the
cell: cell differentiation, cell proliferation, or apoptosis
(Brennecke et al. 2003; Xu et al. 2003). Both the expression
and function of miRNAs are tissue-specific and temporally
regulated (Pasquinelli et al. 2005; Landgraf et al. 2007).
Tumorigenesis is frequently associated with disruption of the
differential and dynamic expression patterns of miRNAs
(Tagawa et al. 2007; Chang et al. 2008). The spatiotemporal
control of miRNA expression is thought to be principally
transcriptional. However, the transcriptional regulation of
miRNAs is still poorly understood, because few miRNA
promoters have been characterized. Some transcription
factors have been identified as positive (tumor suppressor
protein 53, p53, NF-kB) (Taganov et al. 2006; Chang et al.
2007) or negative (c-myc) (Chang et al. 2008) regulators of
the expression of particular miRNAs. In one anti-tumoral
pathway, p53 transactivates the pro-apoptotic miR-34a 30
kb downstream from the p53-responsive element (RE)
(Chang et al. 2007; Raver-Shapira et al. 2007). Other roles
of p53 in miRNA-dependent regulatory networks were
discovered more recently, with the demonstration of p53-
mediated transcriptional induction of miR-145 and miR-192
through the interaction of p53 with a potential p53 RE in
their respective promoters (Song et al. 2008; Sachdeva et al.
2009). Otherwise, in a collection of 175 miRNAs for which
transcription initiation regions have been described, 25
(19%) of the miRNA promoters contain a TATA element,
21% have a TFIIB recognition element, and 47% have a
consensus initiator (Ozsolak et al. 2008). Thus, a significant
proportion of miRNA genes lack standard core promoter
elements and the transcriptional regulation of primary tran-
scripts generating miRNAs (primiRNAs) is far from clear.
Further and detailed investigation of the mechanisms gov-
erning miRNA expression is therefore required.
In this study, we investigated the transcriptional regula-
tion of a viral microRNA cluster encoded within the latency-
associated transcript (LAT) of gallid herpesvirus 2 (GaHV-2),
an alphaherpesvirus model of virus-induced lymphoma-
genesis (Burgess et al. 2004; Osterrieder et al. 2006). Thirteen
viral miRNAs are expressed by oncogenic strains of GaHV-2,
which cause T-cell lymphomas in chicken (Burnside et al.
2006; Burnside and Morgan 2007; Morgan et al. 2008; Xu
et al. 2008). The viral miRNA coding sequences are clustered
into two separate genomic loci: cluster 1 (mdv1-miR-M1, 2,
3, 4, 5, 9, 11, 12, 31) maps upstream of and downstream
from the Meq gene; cluster 2 (mdv1-miR-M6, 7, 8, 10) maps
near the 59 end of the LAT (Fig. 1). The LAT cluster encodes
four pre-miRNAs that are processed to give seven mature
miRNAs (miR-M6-5p and 3p; miR-M7-5p and 3p; mdv1-
miR-M8-5p and 3p; and miR-M10-5p) (Fig. 1). These
miRNAs have been reported to be strongly expressed in
MSB-1 cells derived from a GaHV-2 lymphoma and in
primary MD lymphomas (Morgan et al. 2008; Yao et al.
2008). The LAT-miRNA coding sequences are located near
the 59 end of a previously characterized large intron in LAT
(Cantello et al. 1994, 1997). However, neither the promoter
nor the TSS of LAT has been identified. Here, we identify
and characterize a robust promoter controlling the expres-
sion of the LAT-miRNAs. This promoter was found em-
bedded within a variable number of tandem repeats of the
viral genome. No standard core promoter elements were
found in this promoter, which was transactivated by p53
through a specific consensus RE.
RESULTS
Robust transcriptional activity is induced
by the tandem repeat sequences upstream
of the latency-associated transcript of GaHV-2
encoding viral miRNAs
We investigated the regulation of miRNA expression from
the LAT, by studying putative promoter DNA sequences
between the telomeric repeats and the locus encoding LAT-
derived miRNAs (Fig. 1A,B). Genomatix software (www.
genomatix.de/cgi) was used for in silico predictions of the cis
response elements (RE) in this DNA sequence (Fig. 1C). The
59 region of this sequence amplified from RB-1B Bacmide
DNA consists of three repeats of 60 base pairs (bp) con-
taining only two types of RE (p53 and SpiB), with a number
of potential REs predicted downstream (Oct-1, E2F, CAAT,
and TATA boxes) (Fig. 1C). We defined the largest poten-
tial promoter, P1, between the first nucleotide downstream
from the telomeric repeats of the IRS of GaHV-2 and the
mdv1-miR-M8-5p sequence (extending from nucleotides
142486 to 143448 in the GaHV-2 reference genome, RB-
1B). The promoter sequence was amplified by PCR from
RB-1B Bacmide, and inserted into a promoter-less luciferase
reporter plasmid (pGL3basic), to generate the P1 construct.
The transcriptional activity associated with P1 was tested in
three avian cell lines (LMH, DF-1, and 54-O) (Fig. 1D): P1
yielded robust reporter activity in all three cell lines (Fig.
1D), similar to that of the CMV promoter in the positive
control (pcDNA luciferase; data not shown). We identified
the sequence involved in the transcriptional activity of P1, by
amplifying nested-set genomic fragments resulting from
three deletions each at the 59 and 39ends of P1 and testing
them in luciferase reporter assays, as described above for P1
(Fig. 1C,D). Constructs D1P1, D2P1, and D3P1 correspond
to nested deletions from the 59 end of P1 deleting the 60-bp
repeats. They had much lower levels of transcriptional ac-
tivity than P1 (by factors of 20, 10 and 50 in LMH, DF1, and
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54-O cells, respectively). The P1D19, P1D29, and P1D39
constructs, corresponding to nested deletions from the 39
end of P1 and retaining all the 60-bp repeats had promoter
activities similar to that of unmodified P1. Thus, the 60-bp
repeats at the 59 end of P1 appear to be required for
promoter activity, whereas the RE located downstream do
not appear to be essential.
To confirm that the DNA promoter
sequence was functional, we used rapid
amplification of cDNA ends (RACE) to
determine the 59 end of the LAT-miRNA
transcript from the 54-0 cell line, a
GaHV-2 lymphoma cell line expressing
high levels of LAT-encoded miRNAs
(B. Muylkens, pers. comm.). All of the
TSSs mapped to the last block of the 60-
bp repeats or the proximal downstream
region (Fig. 2A). We found that 16 of the
17 identified TSSs were spread over a
13-nt sequence that most of these
TSSs mapped to the proximal down-
stream sequence (nucleotide +6, genomic
coordinate 142734 in the RB-1B genome).
Similarly, all of the TSSs corresponding
to the RNA isolated from the LMH cell
line transfected with the luciferase re-
porter vector P1D39 (chimeric LAT-Luc)
mapped to this region (Fig. 2B). Thus,
all the transcripts analyzed in two inde-
pendent RACE experiments were found
to have been initiated in the vicinity of
the last block of 60-bp repeats, suggest-
ing that the promoter of the LAT-
encoded miRNAs is essentially located
in the sequence corresponding to P1D39,
from the telomeric sequences to the
downstream proximal region of the last
60-bp repeat.
The promoter consisting of 60-bp
repeats is responsible for the
production of mature miRNAs
from the LAT-miRNA-cluster2
The miRNA cluster is located within the
LAT gene. We therefore investigated
whether the promoter of this gene medi-
ated the production of mature miRNAs.
Two constructs, pB691 and pB695, en-
compassing the 59 end of the LAT mRNA
defined above and the 4 miRNAs, with
and without, respectively, the 60-bp re-
peats, were generated (Fig. 3A). The se-
quences corresponding to pB691 and
pB695 were amplified from the bacmide
p-RB-1B, with primers binding 18 nt upstream of the first
60-bp repeat (M691) or in the terminal part of the last 60-bp
repeat (M695), respectively, and 1719 nt downstream from
miR10 (M656). These sequences were then inserted into the
pBS-SK vector (Fig. 3A). The resulting constructs were then
used to transfect LMH cells and the expression of MDV-miR-
7-5p was estimated from by Northern blots of extracted total
FIGURE 1. Localization of the latency-associated transcript promoter. (A) The organization
of the GaHV-2 genome is similar to that of an E alpha herpes virus. UL and US indicate unique
long and unique short sequences; TRL/TRS indicate terminal repeats, long and short,
respectively; and IRL/IRS indicate internal repeats, long and short, respectively. (B)
Localization of miRNA cluster 2 in the TRS and IRS. The gray arrow indicates a noncoding
transcript and black arrows indicate cluster 2 miRNAs. (C) Schematic diagram of the various
cis elements identified in the promoter by in silico analysis (Genomatix). Coordinates of the
pre-mdv1-miRNAs are as follows: pre-mdv1-miR-M8 (143403-143482), pre-mdv1-miR-M6
(143524-143594), pre-mdv1-miR-M7 (143695-143772), and pre-mdv-miR-M10 (143815-
143895). Potential promoter sequences are segmented and each potential promoter is
represented in black under the schematic DNA sequence. (D) Relative luciferase activity for
each promoter-luciferase construct, normalized with respect to the luciferase activity obtained
with the P1 pGL3 vector is shown. These values reflect the transcriptional strength of the
various promoters in LMH, DF1, and 54-O cells. Each value corresponds to the mean of
three independent assays performed simultaneously. Error bars indicate the SEM for three
replicates.
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RNA with a radiolabeled probe specific for MDV-miR-7-5p,
which is classically considered to be representative of miRNA
cluster transcription (Yao et al. 2008). RNA from peripheral
blood leukocytes (PBL) of GaHV-2-infected chickens over-
expressing mdv1-miR-M7-5p during natural infection (B.
Muylkens, pers. comm.) was used as a positive control, and
RNA from nontransfected LMH cells was used as a negative
control. A specific signal of the expected size for MDV-miR-
7-5p was detected in LMH cells transfected with pB691, but
not in LMH cells transfected with pB695 (Fig. 3B). Mature
miRNA production therefore is strongly associated with the
presence of the three 60-bp tandem repeats.
The core promoter of the
LAT-encoded miRNAs consists
of at least two 60-bp repeats
We found that the DNA sequence from
the telomeres to the last 60-bp repeat up-
stream of the LAT locus displayed robust
promoter activity, despite the absence of
TATA and CAAT sequences. This region
of tandem repeats in GaHV-2 isolates is
hypervariable (Spatz and Silva 2007a):
there are between 0 and 13 copies of the
60-bp direct repeat, depending on the
viral strain. The P1D39 construct ob-
tained from RB-1B Bacmide DNA con-
tains three copies, with 63 nt of upstream
and 10 nt of downstream sequences. We
investigated the effects of both the se-
quences flanking the tandem repeats and
the copy number of tandem repeats on
promoter activity in the LMH and 54-O
cell lines, by studying eight additional
reporter constructs (Fig. 4). The reporter
activities generated by these constructs
were compared with that for the pro-
moter construct P1D39 (arbitrarily set at
100%) (Fig. 4B,C). Removal of the se-
quence upstream of the tandem repeats
did not significantly affect promoter
activity (construct P1D39Tr59) (Fig.
4B,C). By contrast, removal of the short
39 sequence flanking the tandem repeats
(construct P1D39Tr39) reduced reporter
activity to z50% that of the P1D39
construct (Fig. 4B,C). This is consistent
with the removal of one of the major
TSSs identified within this sequence (Fig.
2). Deletion of both the 59 and 39 se-
quences surrounding the tandem repeats
(construct [60 bp]3) had no further effect
on the activity of the promoter (Fig.
4B,C). Therefore, these surrounding se-
quences, although involved in positive regulation of the
promoter, are not essential for core promoter function,
because three direct repeats devoid of the surrounding
sequences displayed >50% of the reporter activity of the
highly active control construct.
We next investigated whether the number of copies of
the repeats affected promoter activity (Fig. 4B,C). We used
the MSB-1 cell line currently used as a reference, derived
from a lymphoma induced by the virulent GaHV-2 strain
BC-1, to obtain a construct with nine copies. The tran-
scriptional activity of this construct was not markedly
different from that of the reference construct P1D39, which
has three copies of the tandem repeat. Constructs with two
FIGURE 2. Identification of transcription start sites by 59 RACE-PCR. (A) Localization and
frequencies of various TSSs identified by 59 RACE-PCR in 54-O cells, a cell line isolated from
a lymphoma induced by GaHV-2. (B) Localization and frequencies of various TSSs identified
by 59 RACE-PCR in LMH cells transfected with the P1D39 pGL3 vector (luciferase gene under
the control of the P1D39 promoter). Transcription start sites are shown in bold for RNA from
54-O cells and are underlined for LMH cells transfected with the P1D39 pGL3 vector. Each TSS
is labeled with the number of initiations found. The DNA sequence represents GaHV-2
genome, with the last 60-bp repeat highlighted in gray.
FIGURE 3. Northern blot analysis of the role of the core promoter in mature miRNA
expression. (A) Schematic diagram of the LAT-miRNA promoter and the miRNA cluster. Each
black line under the representation corresponds to a DNA fragment amplified from the
bacmide p-RB-1B genome and inserted into the pBS-SK vector. (B) Northern blot analysis.
Each lane was loaded with 15 mg of total RNA extracted with Trizol. Peripheral blood
leukocytes were recovered 21 d after infection, from highly susceptible B13 chickens infected
intramuscularly with RB-1B (1000 PFU of RB-1B). RNA was extracted from infected PBL,
untransfected LMH cells and LMH cells transfected with pB691 or pB695. A 32P-59 end-labeled
DNA oligonucleotide probe complementary to the miRNA was used to detect the miR-
7-specific signal. Ribosomal 5s RNA (ethidium bromide staining, EB) levels were used to check
for equal loading.
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and three copies of the 60-bp repeat had 50% of the activity
of the reference P1D39 construct in the LMH cell line, and
no significant differences were observed between these two
constructs (Fig. 4B). By contrast, the construct harboring
a single copy of the 60-bp repeat displayed significantly
lower levels of activity in LMH cells (3% that of P1D39; p <
0.0001) (Fig. 4B). The effect of the
number of copies of the 60-bp repeat
on reporter activity was even more
pronounced in the 54-O cell line (Fig.
4C): The construct with two copies
displayed only 18% of the activity of
P1D39. The transcriptional activity of
the construct with one copy did not
exceed the background activity of a
promoter-less, negative control plasmid
(Fig. 4C). The addition of 8 bp at the
39 end of a single 60-bp repeat (con-
struct [60 bp] + 8 bp) restored activity
to 80% that for two full-length 60-bp
repeats, in both LMH and 54-O cells
(Fig. 4B,C). Invalidation of the 8-bp
sequence at the end of construct ([60
bp] + 8 bp) by mutation severely im-
paired its activity (by 90% and 95% in
LMH and 54-O cells, respectively) (Fig.
4B,C).
These findings indicate that the tan-
dem repeat region upstream of the TSS
of LAT requires a minimum of two
copies of the 60-bp repeat for strong
promoter activity. Nevertheless, a single
60-bp sequence with an 8-bp sequence
from a second copy of the 60-bp repeat
at the 39end constituted a minimal func-
tional construct.
The transcriptional activity of the
LAT-miRNA promoter is dependent
on the p53 responsive element
The sequence of the region of tandem
repeats contains DNA stretches with
similarities to transcription factor re-
sponse elements (RE) and to potential
transcription initiator signals (Fig. 5):
the 60-bp sequence contains one poten-
tial M22 transcription initiator site
(TGCGCANK-TGCGCAGT), one pos-
sible RE specific for SpiB (TTCC in
reverse orientation), one canonical INR
transcription initiator site (YYANWYY-
CTATTTT), and one highly conserved
consensus p53-binding site (GCGCAT
GCGCGGTCATGTAG). The consensus
p53-binding sequence is a 20-bp DNA sequence consist-
ing of two repeats of the RRRCWWGYYY motif separated
by 0–13 nt. We investigated the possible involvement of
these REs in the transcriptional activity of the 60-bp re-
peats, by evaluating their function with the shortest func-
tional construct. This construct included a single copy of
FIGURE 4. Determination of the core promoter of the LAT-miRNA coding sequence. (A)
DNA sequence of the P1D39 promoter. White boxes correspond to the 60-bp repeats and
sequences shaded in black correspond to nonrepeated sequences. Sequences shaded in gray
correspond to the first eight nucleotides of a 60-bp block; p53 responsive elements are
indicated in bold. (B,C) Relative luciferase activity obtained with various promoter constructs:
[60 bp]3, [60 bp]2, or [60 bp]1 carrying of three, two, or one 60-bp repeats, respectively, and
[60 bp] + 8 bp and [60 bp] + 8 bp mut, contain one block of 60 bp with the first eight bases of
a second repeat or eight mutated bases (polyG), respectively. The luciferase activities obtained
with these constructs were normalized with respect to that of the P1D39luciferase construct.
Tests were performed with LMH (B) and 54-O (C) cells. Each value corresponds to the mean
of three independent assays performed simultaneously. Error bars indicate the SEM of three
replicates. Schematic diagrams of the various promoters are shown to the left of each
histogram: sequences shaded in black correspond to nonrepeated sequences; white boxes
correspond to the 60-bp repeats; gray boxes correspond to the first eight base pairs of the
60-bp repeat; dashed boxes correspond to the mutation of the first eight base pairs to eight
guanines.
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the 60-bp fragment followed by the first eight base pairs
of a second copy ([60 bp] + 8 bp). We used site-directed
mutagenesis to modify the two candidate REs and studied
reporter activity in cells (Fig. 5B). The mutation of the p53
RE abolished 82% and 92% of the transcriptional activity in
54-O and LMH cells, respectively (Fig. 5B). By contrast,
mutation of the SpiB RE did not significantly impair
transcriptional activity in either cell line (Fig. 5B). We
confirmed the effect of the p53 RE mutation in a construct
containing two full-length copies of the 60-bp repeats, in
which both p53 REs were invalidated (construct [60 bp
p53mut]2) (Fig. 5C). The transcriptional activity of con-
struct [60 bp]2 p53 mut was 7% that of the control in 54-O
cells and 20% that for the control in LMH cells. These
findings show that the p53 RE is directly involved in the
transcriptional activity of the promoter.
p53 transactivates the promoter
of the LAT-miRNA-cluster2
The minimal promoter construction,
[60 bp]2, has robust promoter activity,
strongly associated with the presence of
at least one p53 RE. We investigated the
essential role of p53 in the transactiva-
tion of this core promoter, by three
complementary approaches: (1) ChIP
assays were performed from MSB-1 cells
derived from a GaHV-2 lymphoma, (2)
the [60 bp]2 construct was used to
transfect p53-deficient human osteosar-
coma SAOS-2 cells complemented with
human or chicken p53, and (3) the
levels of three miRNAs from the cluster
were measured in MSB-1 cells treated
with adriamycin, a genotoxic drug that
induces p53 accumulation, throughphos-
phorylation of the Ser15 residue close
to the mdm2-binding domain (Vassilev
2005).
For the first approach, we assessed the
direct association between endogenous
p53 and the LAT-miRNA promoter,
by performing ChIP experiments with
MSB-1 cells. Immunoprecipitated DNA
was analyzed by PCR using specific
primers, surrounding the p53 RE. We
found that p53 was recruited to the LAT-
miRNA promoter (Fig. 6). As expected,
ladders resulting from primers hybridiza-
tion to different consecutive repeats were
observed after PCR amplification from
immunoprecipitated DNA (Fig. 6).
For the second approach, two re-
lated sets of complementation experi-
ments were carried out. SAOS-2 cells
were cotransfected with the minimal construct [60 bp]2 and
an expression plasmid for chicken p53 (pcCHP53) or with
the empty expression vector, pcDNA3.1(+), as control (Fig.
7A). The pcCHP53 construct was generated by inserting the
chicken p53 cDNA downstream from the CMV promoter of
the expression vector, pcDNA3.1(+). The ectopic expression
of chicken p53 led to promoter activity of the minimal
construct [60 bp]2 twice as strong as that of the empty
pcDNA3.1(+) vector control (Fig. 7A). The other comple-
mentation experiment used an expression plasmid for wild-
type human p53 (pHP53SN) or for human p53 with a
mutation in codon 143 (pHP53CX3) (Fig. 7B). Similar
results were obtained: The promoter activity of the minimal
construct [60 bp]2 was 1.35 times higher when SAOS-2 cells
were cotransfected with the expression plasmid for wild-type
human p53 (pHP53SN) than when transfected with the
FIGURE 5. Identification of transcription factors involved in activation of the promoter. (A)
Sequence of the core promoter [60 bp]2, with various REs probably involved in transcriptional
activity shown in bold. The various mutations of the [60 bp] repeats are shaded in gray. (B)
Identification, by mutagenesis, of transcription factors involved in the function of the
promoter. The [60 bp] + 8 bp promoter was used for mutagenesis. Each reported luciferase
activity value is normalized with respect to that of the [60 bp] + 8 bp promoter construct. (C)
Identification, by mutagenesis, of transcription factors involved in the function of the
promoter. The [60 bp]2 promoter was used for mutagenesis. Each reported luciferase activity
value is normalized with respect to that of the [60 bp]2 promoter construct. White boxes
indicate 60-bp repeats containing the various RE sites and gray boxes correspond to the first
eight base pairs of the 60-bp repeat. Black boxes correspond to the p53 RE, and light gray
boxes correspond to the SpiB RE. Dashed boxes indicate mutated sites.
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construct encoding the mutated protein HP53CX3 (Fig. 7B).
Residual promoter activity was observed in SAOS-2 cells
transfected with the [60 bp]2 construct alone. Other proteins
of the p53 family have similar activities and the residual
activity in SAOS-2 cells may be due to the effects of p73 or
p63, which are not knocked out (Irwin and Kaelin 2001).
We evaluated the expression of three mature miRNAs of
the LAT-miRNA-cluster2 (mdv1-miR-M6, mdv1-miR-
M7, and mdv1-miR-M8) in MSB-1 cells treated with the
genotoxic drug adriamycin, by quantitative RT-PCR, to
confirm the p53-dependent activity of the promoter in
natural conditions. The level of expression of mdv1-miR-
M4, which belongs to the second cluster of MDV miRNAs,
was determined as a negative control. Conversely, p21
mRNA levels were determined as a positive control of the
transactivation effect dependent on the stabilization of p53
after adriamycin treatment. Western blot analysis of MSB-1
p53 expression after adriamycin treatment was carried out
to prove the involvement of adriamycin in p53 stabiliza-
tion. After 8, 12, and 24 h adriamycin treatment, the p53
expression level increases by a factor equal to 1.5, 2, and 3.8
respectively (Fig. 8B).
As expected, p21 mRNA transcription levels were 1.8
times higher in GaHV-2-infected MSB-1 cells treated with
adriamycin for 8 h than in untreated MSB-1 cells. By
contrast, the expression of mdv1-miR-M4, which does not
belong to the LAT-miR-cluster2, was not affected by
adriamycin treatment. Adriamycin increased the level of
expression of the three miRNAs (mdv1-miR-M6, mdv1-
miR-M7, and mdv1-miR-M8) of LAT-miRNA-cluster2 by
factors of 1.8, 2.4, and 2, respectively (Fig. 8A). Same
experiments performed in homolog cell line 54-O have
shown similar results (data not shown). Collectively, these
data provided strong evidence for the involvement of p53
in the production of mature LAT-miRNAs.
DISCUSSION
Herpesviruses have a large double-stranded DNA genome
and have several conserved mechanisms for regulating gene
expression, including complex alternative transcription and
post-transcriptional regulation mechanisms triggered by
miRNAs. They also produce noncoding RNAs (ncRNAs),
which are involved in the establishment and maintenance
of latency (Jones 2003). These latency-associated ncRNAs
may be variants of long intranuclear noncoding RNAs
antisense to various mRNAs described in mammals (Birney
et al. 2007; Carninci 2008). In the avian oncogenic herpes-
virus GaHV-2, LAT belongs to a family of RNAs spliced
from a 10-kb ncRNA antisense to the mRNA for the major
lytic transactivator protein ICP4 (Cantello et al. 1994, 1997).
Recent studies have shown that LAT contains a cluster of
miRNAs (Burnside et al. 2006; Burnside and Morgan 2007;
Morgan et al. 2008; Xu et al. 2008). GaHV-2 lymphoma-
genesis occurs during the latency phase. The miRNA-LAT
FIGURE 6. Direct association of p53 with the LAT-miRNA promoter
The PCR amplification is carried out using primers pair M645 and
M735 (Table 1). Electrophoretic analyses of the PCR amplification
products, using immunoprecipitated DNA (IP) or total input DNA
(Input), are shown. Mouse IgG1 antibodies (left column) were used in
ChIP assays as a negative control. The right column shows the PCR
amplification products from DNA immunoprecipitated with p53
antibodies HP64. LAT-miRNA-promoter specific primers amplified
products of various sizes from 154 bp to more with an increment of
60 bp corresponding to one 60-bp repeat.
FIGURE 7. Tumor protein p53 transactivates the [60 bp]2 minimal
promoter SAOS-2 cells were cotransfected with the minimal promoter
[60 bp]2 and an empty pcDNA3.1(+) expression plasmid and an
expression plasmid for chicken p53 (pcCHP53) (A) or plasmids
encoding wild-type human p53 (pHP53SN) and mutated human p53
(pHP53CX3) (B). Luciferase activities following cotransfection with
pcCHP53 and pHP53SN were standardized with respect to those of
pcDNA3.1 (A) and pHP53CX3 (B), respectively. PRL-TK (A) and
pRL-CMV (B) vectors were used to normalize the transfection rate.
Each value corresponds to the mean of at least three independent
assays performed simultaneously. Error bars indicate the SEM for
three replicates.
p53 activation of viral miRNAs encoded by GaHV-2 LAT
www.rnajournal.org 2269
gene is overexpressed in GaHV-2-transformed and latently
infected cells, and it has therefore been suggested that the
miRNA cluster is involved in latency and/or lymphoma-
genesis.
In this study, we successfully mapped the core promoter of
this LAT-miRNA transcript 600 nt upstream of miRNA
cluster 2 and showed that this promoter led to the transcrip-
tion of mature miRNAs (Fig. 3). The LAT-miRNA minimal
promoter consists of at least two identical blocks of 60 bp.
Each block contains one potential RE for p53 and one for
SpiB. Only the p53 RE was found to be functional in the
avian cell lines tested (Fig. 5). Its sequence (GCGCATGCG
CGGTCATGTAG) is very similar to the consensus p53 RE
sequence reported for humans and several other species. It is
consistent with the 10-nt consensus RRRCWWGYYY (half-
site) tandem repeat sequences separated by 0–13 nt (el-Deiry
et al. 1992). Systematic analysis of p53 REs and a recent in
vivo study have shown that the most efficient promoters of
the murineMdm2 gene have no spacer between the two half-
sites of the p53 RE (Jordan et al. 2008). In light of these
reports, the perfect palindrome for the 59 half-site and the
lack of spacer bases between the two half-sites in the GaHV-2
miRNA-LAT promoter may explain its considerable tran-
scriptional strength, almost as great as that of the strong
CMV promoter.
A common feature identified in several p53 target genes is
the presence of multiple p53-binding sites (el-Deiry et al.
1992; Resnick-Silverman et al. 1998; Hwang et al. 1999;
Thornborrow and Manfredi 1999; Espinosa and Emerson
2001; Nakano and Vousden 2001). The distances between
these p53 REs are variable. Synergies have been described
between these multiple p53 REs (Thornborrow and Manfredi
1999; Jordan et al. 2008). However, the space between the
p53 REs of the murine mdm2 promoter cannot be signifi-
cantly modified without a loss of function (Jordan et al.
2008). In the miRNA-LAT promoter described here, the p53
REs are 60 bp apart. The relative rates of transcription from
the [60 bp] + 8 bp, [60 bp], and [60 bp]2 constructs highlight
the essential role of a transcription initiator sequence
downstream from the p53 RE (Fig. 4), but we cannot exclude
the possibility of synergy potentiating the p53 RE in
neighboring 60-bp blocks. In lymphoid cells (54-O), derived
from GaHV-2 lymphomas, the constructs harboring three
full p53-binding sites displayed transcriptional activities twice
as high as that of the construct possessing only two p53-
binding sites. Furthermore, the promoter structure found to
be functional in transcriptional analysis (Fig. 4) is biologi-
cally relevant, because genotyping data for a large panel of
GaHV-2 strains showed that oncogenic strains possess at
least two blocks of 60-bp harboring p53 REs (Spatz and Silva
2007b). However, the presence of more than three tandem
repeats did not result in significantly greater transcriptional
activity (Fig. 4).
The use of a reporter gene to analyze promoter activity
showed that, in addition to the p53-binding site, one
downstream functional INR played a significant role in
the promoter activity of the LAT gene. The tandem repeats
sequence contains a consensus initiator element (INR;
CTATTTT) starting at nucleotide +19 of the 60-bp repeats.
However, this INR appears to be a minor TSS, because only
one (of 16) and three (of 17) transcripts started within this
sequence in 59 RACE assays. By contrast, both 59-end
FIGURE 8. Induction of mature LAT-miRNA by adriamycin. (A)
Adriamycin treatment induces mature LAT-miRNA expression. MSB-
1 cells derived from a Gallid herpes virus-2 (GaHV-2)-induced
lymphoma were treated with adriamycin for 8 h. RNA was extracted
with Trizol and analyzed by quantitative primer-extension PCR assay,
with the Biorad analysis kit. Expression profiles for cluster 2 miRNAs
(mdv1-miR-M7, -M8 and -M6) were recorded. The expressions of
non-p53-specific mdv1-miR-M4 and p53-specific p21 were evaluated
as negative and positive controls, respectively. Fold induction after
adriamycin treatment is shown for each RNA. Each value corresponds
to the mean of three independent assays performed simultaneously.
Errors bars indicate the SEM of three replicates. (B) Western blot
analysis of p53 and the GAPDH level after adriamycin treatment.
MSB-1 cells were treated with adriamycin (0.2 mg/mL) for 8, 12, and
24 h. Each blot was probed with mouse anti-p53 (HP64) and mouse
anti-GaPDH primary antibodies, followed by rabbit anti-mouse
horseradish-conjugated secondary antibody. GaPDH was used to
check for equal protein loading. Relative signal intensities for p53
were calculated with respect to the GaPDH loading control, with
Adobe Photoshop element 6 software. The values reported under the
blots correspond to the respective level of p53 detected after
adriamycin treatment, relative to the signal for p53 without adriamy-
cin treatment.
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analyses identified a major TSS of LAT in a sequence very
similar to the INR consensus sequence YYANWYY, imme-
diately downstream from the last 60-bp repeat (CTGATTT;
position 142734 in the RB-1B genome). Several observa-
tions have implicated this INR-like sequence in promoter
function. A construct based on three 60-bp repeats, but
with the deletion of this downstream INR, displayed two-
thirds the activity of an equivalent construct containing the
INR motif in LMH cells and about one-third that of the
same construct in 54-O cells. These findings were consis-
tent with the numbers of TSSs found in these cell lines, as
one-third of the TSSs in LMH cells and two-thirds of those
in 54-O cells corresponded to this INR-like site. All the
experiments indicated that a p53 RE was required upstream
of any potential start site signal, for optimal transcription.
Activity was retained if the INR-like sequence was replaced
by the first eight nucleotides of the 59 end of the 60-bp
repeat. These eight nucleotides correspond to the M22 site
(TGCGCANK), which has been predicted to have a high
prevalence in TATA-less core promoters (Birney et al.
2007).
Several examples of TATA-less promoters with various
transcription start sites have been described (Carninci et al.
2006; Birney et al. 2007). Furthermore, studies on class II
mammalian promoters have revealed that TSSs are closely
clustered within the core promoter region (Carninci et al.
2006; Frith et al. 2008). We identified several TSSs in the last
58 bp of the promoter (Fig. 2). The TSSs of the chimeric LAT-
Luc transcript are distributed throughout this 60-bp DNA
motif, although most (94%) were found immediately down-
stream from the last 60-bp block near the INR-like CTGATTT
in analyses of the LAT transcripts from the homologous
system (Fig. 2); 64% of the TSSs were found at the classical
position (third base) in this INR-like sequence (coordinate
142734 in the RB-1B genome). The LAT RNA is processed
into spliced small RNAs by complex alternative splicing
(Cantello et al. 1997), so the differences in the TSS distribu-
tions between the two systems may arise from this cotranscrip-
tional event. Interestingly, detailed analysis of the LAT TSSs
revealed that transcription started preferentially at sites with
a purine in position +1 and a pyrimidine at position ÿ1, as
previously reported for the human and murine transcriptomes
(Carninci et al. 2006). Indeed, 79% of TSSs (76% and 82% of
the LAT-Luc and LAT transcripts, respectively) display a YR
configuration at positions ÿ1, +1 (Fig. 2). In addition, the
composition of the surrounding sequence of most of the TSSs
was consistent with recent observations based on exhaustive
CAGE analyses (Frith et al. 2008)
Tumor suppressor protein p53 is a major transcription
factor specifically activated in response to numerous stress
signals, including those associated with cancers (Oren 2003;
Harris and Levine 2005; Vousden and Prives 2005; Toledo
and Wahl 2006). Alterations to this protein are among the
most frequent causes of cancer. To date, three miRNA genes
have been described as direct transcriptional targets of p53.
One, miR-34a, an miRNA from the miR-34 family involved
in senescence, cell-cycle arrest, and apoptosis, maps 30 kb
downstream from a p53-binding site. This miRNA displays
p53-dependent up-regulation (Chang et al. 2007; Raver-
Shapira et al. 2007). Several groups have reported that the
miR-34 family, including miR-34a, miR-34b, and miR-34c,
which target the Bcl-2, Notch, and HMGA2 mRNAs, re-
spectively, are induced by DNA damage and oncogenic
stress, in a p53-dependent manner (Tazawa et al. 2007; Ji
et al. 2008). In 2008, miR-192 was also identified as a direct
target of p53, suggesting that this miRNA is involved in cell-
cycle regulation through the p53-miRNA pathways (Song
et al. 2008). The recent identification of miR-145 as a direct
p53 target has expanded the repertoire of p53-regulated
genes. The induction of miR-145 by p53 leads to the down-
regulation of c-Myc through miR-145-mediated silencing
(Sachdeva et al. 2009). In our study, p53 seemed to trans-
activate the miRNA-LAT promoter directly, through a spe-
cific p53 RE (Figs. 5–8). Previous studies revealed that LAT
and miRNA cluster 2 in GaHV-2 are abundantly expressed
during the latency and lymphomagenesis stages of viral
infection (Burnside et al. 2006, 2008; Xu et al. 2008).
Although p53 is considered to be a major tumor repressor,
it has been shown that nonmutated p53 is present in GaHV-
2-induced lymphomas (Gimeno et al. 2005). Further exper-
iments are required to investigate the apparent contradiction
between the production of native p53 and the development
of lymphomas. The p53 cellular response to GaHV-2 in-
fection may lead to overtranscription of the viral LAT-
miRNA gene, potentially interfering with the pro-apoptotic
pathways induced by p53.
Epidemiological observations support an association
between the p53 target sequences driving the expression
of the LAT locus and the oncogenic properties of GaHV-2.
Several strains of GaHV-2 with different oncogenic capac-
ities, correlated with their level of pathogenicity, have been
isolated and partially sequenced. Recent published align-
ments of the sequences from a panel of 14 strains, including
the promoter and part of the LAT gene, have shown that
all the virulent, very virulent, and hypervirulent oncogenic
GaHV-2 strains harbor two or more 60-bp tandem repeats
(Spatz and Silva 2007a). By contrast, avirulent, mildly
virulent, and vaccine strains have no copies of the tandem
repeat. In addition, the minor effect on promoter activity of
the short upstream sequence separating the telomeres from
the 60-bp tandem repeats (Fig. 4) is reflected in vivo: this
sequence has been lost from the genome of one of the very
virulent strains (vv GaHV-2 strain 595).
In conclusion, we found sequences robustly initiating
and inducing transcription of the pri-miRNA LAT tran-
script embedded within variable number tandem repeats
harboring functional p53 binding sites in the GaHV-2
genome. The minimal functional construct consisted of
two tandem repeats, consistent with the pathobiological
characteristic of oncogenic and nononcogenic GaHV-2
p53 activation of viral miRNAs encoded by GaHV-2 LAT
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strains. Transcriptional analysis indicated that a transcription
initiator sequence downstream from a p53 binding site is
required for the function of this TATA-less promoter. This
p53-dependent promoter controlling viral miRNAs expres-
sion during viral latency and lymphomagenesis, allows the
viruses to exploit the cellular p53 regulatory network.
MATERIALS AND METHODS
Bioinformatic analysis
Genomatix software (www.genomatix.de/cgi) was used for the in
silico prediction of promoter sequences. This program identifies
potential transcription factor response elements within a DNA
sequence.
Cell culture, virus, and treatments
Five cell lines were used. The LMH line (ATCC no. CRL-217),
established from chicken hepatic carcinoma epithelial cells, was
cultured in DMEM:F12 medium (Cambrex) supplemented with
10% fetal bovine serum and 5% chicken serum. The avian
fibroblast cell line DF1 (ATCC no. CRL-12203) was cultured in
a DMEM medium similarly supplemented with sera. The MSB-1
cell line is derived from a spleen lymphoma induced by a virulent
strain of MDV-1 (Akiyama et al. 1973). It was previously shown to
be coinfected with both MDV-1 (BC-1) and MDV-2 (HPRS24)
(Hirai et al. 1990). The 54-O cell line was isolated in the TLVI
laboratory (INRA, Nouzilly) from an ovary lymphoma induced by
recombinant RB1-B virus reconstituted from an infectious ge-
nome cloned as a bacterial artificial chromosome (kindly provided
by Venugopal Nair). These cell lines were cultured in RPMI-1640
medium (Cambrex) supplemented with 1 mM sodium pyruvate,
10% fetal bovine serum, and 5% chicken serum. Both latently
infected MDV cell lines display comparable characteristics and
express high levels of MDV microRNAs and the MSB-1 cell line is
currently used as a reference. The p53-deficient osteosarcoma
SAOS-2 cells (ATCC n°HTB-85) were cultured in a DMEM
medium supplemented with 10% fetal bovine serum.
We treated cells with 0.2 mg/mL adriamycin for 8 h to induce
p53 before the recovery of total RNA.
Plasmid constructs
The entire sequence of the putative promoter of the GaHV-2 LAT
transcript was amplified from Bacmide DNA of the RB-1B strain
(Petherbridge et al. 2003). The initial construct extended from
nucleotide 142486 to nucleotide 143448 of the reference RB-1B
genome (GenBank accession number EF523390), covering the
region between the telomeric repeat and the LAT-miRNA cluster.
Various primers were used to obtain different fragments of potential
promoters (Fig 1; Table 1). PCR was performed as follows: 94°C for
4 min, followed by 25 cycles of denaturation (94°C 30 sec),
annealing (55°C 30 sec), and extension (72°C 1 min), in a final
volume of 50 mL containing 2.5 units of Taq DNA polymerase
(NEB, New England Biolabs), 0.1 mM of each primer (Eurogentec),
0.2 mM of each deoxyribonucleotide, 10 mM Tris-HCl pH 9, 50
mM KCl, 0.5 mM MgCl2, 0.1% TritonX-100, and 50 ng DNA.
A wild-type monomer of the 60-bp repeat was generated by
PCR amplification of a 60-nt single-stranded oligonucleotide
(Eurogentec). Multimers ([60 bp]2 and [60 bp]3) were con-
structed by annealing two partially complementary oligonucleo-
tides of 60 nt. The resulting double-stranded fragments harbored
overlapping ends that were used for concatemerization and
ligation. The mutated promoters were generated in the same
way, from 60-nt single-stranded oligonucleotides carrying mu-
tations at the target sites. These sequences then amplified
by PCR, with specific primers, in the conditions described
above.
All the putative promoter sequences were amplified with primer
pairs (Table 1) including KpnI and HindIII sites in their tails. The
KpnI/HindIII-digested PCR products were inserted in the correct
orientation between the KpnI and HindIII sites of the pGL3 basic
vector (Promega).
The p53 expression vectors were provided by Thierry Soussi
(UPMC/Karolinska Institutet). pHP53SN and pHP53CX3 encode
the wild-type human p53 and a mutated form of human p53,
respectively, under control of the CMV promoter. The chicken
p53 cDNA was also provided by T. Soussi, flanked by EcoRI
restriction sites in the pBS-SK plasmid. The p53 fragment was
digested and inserted into the vector pcDNA3.1(+) linearized by
digestion with EcoRI.
The two constructs, pB691 and pB695, encompassing the 59 end
of the LAT mRNA and the four miRNAs, with and without,
respectively, the 60-bp repeats, were amplified from the bacmide
p-RB-1B, with primers binding 18 nt upstream of the first 60-bp
repeat (M691) or in the terminal part of the last 60-bp repeat
(M695), respectively, and 1719 nt downstream from miR10
(M656) (Table 1). Each primer used contains a BamHI restriction
site in their tail. The BamHI-digested PCR products were inserted
into the pBS-SK vector (Stratagene).
Plasmid DNA was purified with the Nucleobond Xtra midi kit
(Macherey Nagel), and the inserts of all constructs were com-
pletely sequenced.
Luciferase assays
The pGL3basic (Promega) expression vector was used to test the
strength of promoters inserted upstream of the firefly lucifer-
ase (F-Luc) gene. The pRL-TK (Promega) vector includes an
expression cassette for the Renilla luciferase (R-Luc) under the
control of the thymidine kinase promoter of human herpes vi-
rus 1 (HHV-1). Cotransfection with these two vectors (pGL3
carrying the test promoter and pRL-TK) made it possible to
normalize measurements as a function of the rate of transfection.
The pRL-CMV vector contains an expression cassette for the
Renilla luciferase (R-Luc) under the control of the CMV pro-
moter. The use of this vector also makes it possible to normalize
the transfection rate.
Lipofectamine reagent (Invitrogen) was used for the trans-
fection of adherent cells. Transfection assays were performed with
2 3 104 cells per well, in 96-well plates, with a mixture of 300 ng
of firefly luciferase reporter construct and 5 ng of Renilla luciferase
control vector.
We transfected 54-O lymphoblastoid cells with plasmids by
electroporation. We washed 54-O cells twice with RPMI
medium and adjusted the cell density to 8 3 106 cells/ 800 mL
of serum-free medium. For each electroporation, 40 mg of the
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firefly luciferase reporter construct and 600 ng of Renilla
luciferase control vector were mixed with cells. The cells were
then electroporated in a 4 mm cuvette subjected to 100 V/mm
for 5 ms. The contents were then dispensed into 2.5 mL of com-
plete medium.
Luciferase assays were performed 24 h after transfection, with
the dual luciferase reporter assay system (Promega) and a Centro
LB960 luminometer (Berthold Technologies). Student’s t-test was
used for statistical analysis.
We transfected SAOS-2 cells in 24-well plates seeded with 1 3 105
cells per well, using Lipofectamine reagent (Invitrogen). Each well was
transfected with a mixture of 1 ml Lipofectamine, 400 ng pro-
moter construct, 100 ng inductive expression plasmid (p53chicken
pcCHP53, human wild-type HP53SN or human mutated
HP53CX3), and 10 ng of pRL-TK or pRL-CMV (for cotransfec-
tion with chicken and human p53 constructs, respectively). For
SAOS-2 cells, we carried out the dual luciferase reporter assay 12 h
after transfection.











R-M763-[60 bp] + 8 bp GCGGAAGCTTACTGCGCACGCGCCCTCTACATGAC
F-M787-[60 bp] SpiBmut + 8 bp GCCGGGTACCTGCGCAGTCGGGGGGGGGCTATTTT
R-M778-[60 bp] GCGGAAGCTTCGCGCCCTCTACATGACCGCGC
R-M779-[60 bp] + 8 bp mut GCGGAAGCTTTTTTTTTTCGCGCCCTCTACATGACC
R-M780-[60 bp]2 p53 mut GCGGAAGCTTCGCCCTCTACATGACCAAAAAA
F-M760-[60 bp] TGCGCAGTCGGAGTTTTCCTATTTTCGGCCCCGCGCATGCGCGGTCATGTAGAGGGCGCG
R-M761-[60 bp] + 8 bp ACTGCGCACGCGCCCTCTACATGACCGCGCATGCGCGGGGCCGAAAATAGGAAAACTCCG
F-M764-[60 bp] p53 mut TGCGCAGTCGGAGTTTTCCTATTTTCGGCCCCTTTTTTTTTTGGTCATGTAGAGGGCGCG
R-M765-[60 bp]p53mut + 8 bp ACTGCGCACGCGCCCTCTACATGACCAAAAAAAAAAGGGGCCGAAAATAGGAAAACTCCG
F-M781-[60 bp] SpiB mut TGCGCAGTCGGGGGGGGGCTATTTTCGGCCCCGCGCATGCGCGGTCATGTAGAGGGCGCG
R-M782-[60 bp] SpiBmut + 8 bp ACTGCGCACGCGCCCTCTACATGACCGCGCATGCGCGGGGCCGAAAATAGCCCCCCCCCG
GeneRacer–RNA oligo CGACUGGAGCACGAGGACACUGACAUGGACUGAAGGAGUAGAAA
F-GeneRacer 59oligo CGACTGGAGCACGAGGACACTGA
























Restriction endonuclease sites used for insertion into the vector are underlined. Mutated sites are shown in bold. LNA-modifications:
E = A-LNA, L = C-LNA, P = G-LNA, and Z = T-LNA.
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59 RACE analysis
59 Rapid amplification of cDNA ends (59 RACE) was carried out
on total RNA isolated from two cell cultures. The first RNA
sample was isolated from 54-O cells and the second was isolated
from LMH cells transfected with pGL3-P1D39 (containing the
P1D39 promoter). Total RNA was extracted with the Trizol
extraction kit. cDNAs were obtained with the GeneRacer kit
(Invitrogen). This technique is based on RNA ligase-mediated and
oligo-capping RACE methods, and results in the selective ligation
of an RNA oligonucleotide to the 59 ends of decapped RNA. The
resulting cDNA was amplified by PCR, using forward primers
annealing to the ligated RNA oligonucleotide and reverse primers
annealing to the target gene (Table 1).
The 59 end of the ligated cDNA obtained from 54-O cells was
determined with reverse primers binding to a published exon of
LAT. The 59 end of the ligated cDNA obtained from transfected
LMH cells was determined with reverse primers binding to the
firefly luciferase ORF. PCR products of various sizes were ob-
tained and inserted into the cloning vector PCR4-TOPO TA. We
sequenced 20 and 42 positive clones for LMH and 54-O cells,
respectively, to determine the 59 end in each case.
Northern blot analysis
RNA was extracted in Trizol and 15 mg of total RNA per lane was
resolved by electrophoresis in a 15% acrylamide/bisacrylamide
(19:1) gel containing 7 M urea, in Tris-borate-EDTA (TBE)
buffer. Gels were briefly stained with ethidium bromide, and
RNA was transferred, by electroblotting, onto a Nylon Plus
membrane (Amersham) for 1.5 h at 350 mA in 0.50X TBE. The
membrane was cross-linked by exposure to UV (Stratalinker,
Stratagene). The membrane was subjected to prehybridization for
1 h and was then hybridized overnight in Perfect Hyb TM Plus
hybridization buffer (Sigma) at 50°C, with a 20 nM 32P-59 end-
labeled DNA oligonucleotide probe complementary to the
miRNA. It was then washed in low-stringency wash buffer. Blots
were analyzed by phosphorimaging with a FLA7000 scanner from
Fuji.
ChIP assays
ChIP assays were carried out as previously described (Shkreli et al.
2007). Briefly, chromatin from 107 MSB-1 cells was cross-linked,
washed, resuspended in lysis buffer and sonicated 12 times 6 sec
with an 18J-pulse (VibraCell Bioblock Scientific). A fraction of the
total chromatin was taken as the total input DNA control. After
preclearing with protein G agarose/salmon sperm DNA beads,
protein/DNA complexes were immunoprecipitated overnight at
4°C with anti-p53 (70 mL of hybridomas supernatant of HP64
antibody kindly provided by T. Soussi) or with mouse immuno-
globulin G1k (6 mg of IgG1k, Sigma Aldrich) as a negative
control. Immunoprecipitated complexes were collected with Pro-
tein G beads. Immunoprecipitation products were washed with
low salinity buffer, high-salinity buffer, lithium chloride washing
buffer, and finally with TE (Tris-EDTA) buffer. Immunocom-
plexes were extracted and cross-linking was reversed by incuba-
tion at 65°C overnight. DNA fragments were then purified using
Nucleospin Extract II (Macherey-Nagel) and eluted in 30 mL of
ultrapure water. PCR were performed in 50 mL volume with
Promega Taq DNA polymerase and with primers pair M645/
M735 (Table 1). PCR was initiated with 3 min at 94°C followed by
35 cycles of 94°C for 30 sec, 55°C for 30 sec, 72°C for 1 min, and
finally 7 min at 72°C.
Western blot analysis
MSB-1 cell lines were treated with 0.2 mg/mL of adriamycin during
8, 12, and 24 h, respectively. Five hundred thousand cells were
treated with lysis buffer (15 mM Tris, 15 mM NaCl, 20 mM EDTA,
1% SDS, 5% beta-mercaptoethanol, 20% glycerol, bromophenol
blue, [pH 6.8]). Proteins were separated by electrophoresis in 10%
polyacrylamide gels containing SDS and passively blotted onto
nitrocellulose membranes. The membranes were blocked by in-
cubation with 3% skim milk powder in PBST (PBS, 0.5% Tween
20) and probed with monoclonal mouse anti-p53 (HP64 antibody
kindly provided by T. Soussi) and monoclonal mouse anti-GaPDH
(Millipore) primary antibodies, followed by polyclonal rabbit anti-
mouse horseradish peroxidase-conjugated secondary antibodies.
The immunoreactions of interest were detected with the Femto
Super Signal Western detection kit (Pierce Chemical Co.). GaPDH
was used as a control to demonstrate equal protein loading. Adobe
Photoshop element 6 software was used to calculate the signal
intensities for p53 level after different timing induction relative to
the GaPDH loading control.
miRNA quantification by q-RT-PCR
Mdv1-miR-M4-5p, -M6-5p, -M7-5p, and -M8-5p RNA levels
were quantified as described by Raymond et al. (2005). Briefly,
total RNA was isolated by guanidinium thiocyanate-phenol-
chloroform extraction (TRIzol, Invitrogen). After total RNA
quantification by Nanodrop methods, the cDNAs were synthe-
sized in primer extension assays containing 1 mg of total RNA
(Table 1). Following reverse transcription, triplicate measure-
ments were made on 2 mL of cDNA in a final reaction volume of
20 mL, by qPCR, in a 96-well optical PCR plate, with an iCycler
qPCR device (Biorad). SYBR green PCR mixture, containing 10
mL iQ SYBR green PCR master mix (Biorad), 5 mL water, 1 mL of
10 mM universal primer, 1 mL of 10 mM LNA-R primer, and 3 mL
of sample. The primer sequences are reported in Table 1. qPCR
was carried out in the conditions recommended by the manufac-
turer, and dissociation curves were generated post-run for the
analysis of amplicon species. The temperature at the dissociation
peak is reported in Table 1. For the detection and quantification of
chicken p21 mRNA, we used the SYBR green method with p21
sense and antisense oligomers as primers (Table 1), as described
elsewhere (Sato et al. 2006).
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MYB 3’UTR target site
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Abstract
Background: The c-myb proto-oncogene is the founding member of a family of transcription factors involved
principally in haematopoiesis, in diverse organisms, from zebrafish to mammals. Its deregulation has been
implicated in human leukaemogenesis and other cancers. The expression of c-myb is tightly regulated by post-
transcriptional mechanisms involving microRNAs. MicroRNAs are small, highly conserved non-coding RNAs that
inhibit translation and decrease mRNA stability by binding to regulatory motifs mostly located in the 3’UTR of
target mRNAs conserved throughout evolution. MYB is an evolutionarily conserved miR-150 target experimentally
validated in mice, humans and zebrafish. However, the functional miR-150 sites of humans and mice are
orthologous, whereas that of zebrafish is different.
Results: We identified the avian mature miRNA-150-5P, Gallus gallus gga-miR-150 from chicken leukocyte small-
RNA libraries and showed that, as expected, the gga-miR-150 sequence was highly conserved, including the seed
region sequence present in the other miR-150 sequences listed in miRBase. Reporter assays showed that gga-miR-
150 acted on the avian MYB 3’UTR and identified the avian MYB target site involved in gga-miR-150 binding. A
comparative in silico analysis of the miR-150 target sites of MYB 3’UTRs from different species led to the
identification of a single set of putative target sites in amphibians and zebrafish, whereas two sets of putative
target sites were identified in chicken and mammals. However, only the target site present in the chicken MYB
3’UTR that was identical to that in zebrafish was functional, despite the additional presence of mammalian target
sites in chicken. This specific miR-150 site usage was not cell-type specific and persisted when the chicken c-myb
3’UTR was used in the cell system to identify mammalian target sites, showing that this miR-150 target site usage
was intrinsic to the chicken c-myb 3’UTR.
Conclusion: Our study of the avian MYB/gga-miR-150 interaction shows a conservation of miR-150 target site
functionality between chicken and zebrafish that does not extend to mammals.
Background
c-myb was originally identified as the chicken cell homo-
logue of the v-myb oncogenes found in two strains of
avian leukosis virus [1,2]. These avian v-myb oncogenes
induce myeloid and erythroid forms of leukaemia in
chickens and the activation of the c-myb promoter by
the insertion of avian and murine retroviruses has also
been implicated in diverse forms of leukaemia [3,4]. A
role for MYB in human leukaemogenesis was initially
suspected following the demonstration of MYB overpro-
duction in cells from patients with leukaemia. This role
has recently been confirmed by the detection of duplica-
tions and translocations affecting the c-myb locus, parti-
cularly in acute and chronic myeloid leukaemia and in
acute T-cell lymphoblastic leukaemia [5,6]. MYB dereg-
ulation is also associated with colorectal cancers [7,8],
carcinomas [9] and breast cancers expressing oestrogen
receptor-alpha [10], in which MYB has been implicated
in prolactin-induced signalling pathways [11].
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In normal cells, MYB has been shown to be essential
for haematopoietic lineage specification, T- and B-lym-
phocyte differentiation, colonic mucosal crypt regenera-
tion and brain neurogenesis, on the basis of the abnormal
phenotypes observed in mouse myb mutants [12,13]. In
zebrafish, MYB has also been shown to be essential for
haematopoiesis [14,15] and the silencing of c-myb in zeb-
rafish embryos also leads to abnormal phenotypes, with
effects on eye tissue formation in particular [16].
c-myb is the founding member of a family of genes
encoding transcription factors with a DNA-binding
domain consisting of three regions: R1, R2 and R3 [12].
Vertebrate genomes contain two other closely related
genes from this family [17]: MYBL1 (also known as A-
myb), which is expressed in a restricted panel of tissues,
and Mybl2 (also known as B-myb), which is ubiquitously
expressed. The products of these genes regulate the
expression of genes involved in the control of cell prolif-
eration and differentiation [18-20]. In plants, the R2R3
MYBs constitute a large family of transcription factors
involved in the regulation of plant-specific developmen-
tal and physiological processes [21].
MYB generally acts as a transcriptional activator, bind-
ing to the MYB binding site on DNA [22] and recruiting
the CBP/p300 coactivator proteins [23,24], thereby
increasing the level of transcription of MYB targets. The
oncogenic properties of MYB result from the overex-
pression or inappropiate activation of c-myb [13].
The level of c-myb expression is critical and is regu-
lated by a number of mechanisms. At the transcriptional
level, the c-myb promoter may be transactivated by a
large number of proteins, including MYB itself, and
attenuation sequences identified in the first intron of
myb also regulate Myb elongation [13,25]. No particular
pattern of cell specificity has been clearly demonstrated
for transcriptional regulation processes, whereas tight
control over the levels of mature MYB mRNA is
restricted to tissue compartments with a high turnover.
MYB mRNA and MYB protein have a very short half-
life [13]. They are present in large amounts in haemato-
poietic progenitor cells but are absent from terminally
differentiated cells, suggesting that rapid changes occur
[26]. An absolute requirement for the fine-tuning of c-
myb expression was recently highlighted by the demon-
stration of a compromising effect of decreases in c-myb
gene activity on murine haematopoietic stem cells, lead-
ing to a myeloproliferative disorder involving stem cells
with novel characteristics [27].
The post-transcriptional mechanisms regulating MYB
levels involve microRNAs (miRNAs). miRNAs constitute
a class of highly conserved small (21-24 nucleotides)
non-coding RNAs found in plants and animals [28]. In
animals, mature miRNAs generated by processing from
the stem loop pre-miRNA are incorporated into the
silencing complex (for a review see [28]), which med-
iates post-transcriptional repression by binding to
mRNA molecules, causing a decrease in the rate of
translation or stability of the target mRNA [28-32].
Metazoan miRNA target recognition is based on Wat-
son-Crick pairing of the 5’ region of the miRNA, mostly
via nucleotides 2 to 8 – known as the miRNA seed – to
sites generally located within the 3’-untranslated region
(UTR) of the target mRNA. Several hundreds of miR-
NAs with highly conserved sequences have been identi-
fied in diverse vertebrate species, from fish to humans
[28]. Moreover, the lengths and sequences of the 3’
UTRs from mammals and birds are sufficiently similar
for alignments to be generated [33]. Prediction algo-
rithms (reviewed in [29]) based on base-pairing between
the miRNA seed and mRNA sequences have identified
potential miRNA target sites in thousands of human
genes [34,35]. A comparative analysis of several mam-
malian genomes suggested that miRNA target sites were
conserved regulatory motifs in mammals [33]. A pio-
neering comparative analysis of mammalian and fish
miRNA targets yielded 240 orthologous miRNA target
genes conserved between these two groups [34].
It has been predicted that miRNAs may regulate the
production of proteins from as many as 10% to 30% of
the genes present in the human genome [35]. There is
evidence to suggest that miRNA function is critical for
normal cellular development and homeostasis. The pro-
duction of miR-150 in mature B and T cells has been
shown to block early B-cell development, and its ectopic
production in haematopoietic stem cells and progenitor
cells has been shown to result in significantly lower
than normal numbers of mature B cells [36]. Moreover,
miR-150 controls B-cell differentiation by targeting mur-
ine MYB in a dose-dependent manner [37]. By targeting
MYB, miR-150 also drives the differentiation of murine
megakaryocyte-erythrocyte progenitors into megakaryo-
cytes, indicating a key role for miR-150 in controlling
lineage commitment [38]. Thrombopoietin also induces
megakaryopoiesis by downregulating MYB expression
through the effects of miR-150 [39]. Overall, in haema-
topoietic lineages and the B-cell subsets of tonsil tissues,
miR-150 and MYB display opposite patterns of expres-
sion [40]. Opposite patterns of miR-150 and MYB
expression are also observed in immortalised cell lines,
in which no miR-150 is detected [41].
Like most vertebrate mRNAs [35], MYB mRNAs are
conserved targets of microRNAs. Functional miR-150
target sites have been validated in human, murine and
zebrafish MYB 3’UTRs [16,37] and orthologous func-
tional target sites of miR-150 have been identified in
mammals, but are not conserved in zebrafish.
We sought to increase knowledge about miR-150/
MYB interactions during the course of evolution, by
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investigating the function of avian miR-150. Several
attempts at extensive or deep sequencing [42-47] have
generated a list of more than a hundred chicken miR-
NAs in miRbase, but only a few chicken targets have
been validated [48-50]. The chicken, an amniote that
has evolved separately from mammals for about 310
million years, has provided unique data on vertebrate
evolution [51]. The evolutionary distance between
chicken and mammals may eventually facilitate studies
of the target site adaptation of mammalian miRNAs.
We used a reporter assay to identify the functional tar-
gets of miR-150 in the avian MYB 3’UTR and per-
formed a comparative in silico analysis of predicted and
experimentally validated functional target sequences in
the vertebrate MYB 3’UTR (frog, fishes, chicken, mam-
mals). Our findings show that the number of putative
miR-150 target sites has increased during evolution,
with chicken and mammals displaying an additional set
of target sites, but with only one of the sites in chicken
being functional, that identical to the functional site in
zebrafish. The avian miR-150 bound to the same target
sites in chicken cells and in the human cell line used to
identify mammalian miR-150 target sites, demonstrating
the specificity of this pattern of binding to the avian
MYB 3’UTR.
Results and Discussion
Cloning of mature avian gga-miR-150
We cloned avian mature miRNA-150-5P (Gallus gallus,
gga-miR-150) from small-RNA libraries derived from
spleen or peripheral blood leukocytes before and at
advanced stages of Marek’s disease virus (MDV)-
induced lymphomagenesis in chickens (69 reads). By
contrast, gga-miR-150 was not detected in libraries
derived from chicken immortalised lymphoid cell lines
[52,53]; [our unpublished data]. The expression pattern
of the avian gga-miR-150 is similar to that of the
human hsa-miR-150, which is expressed in normal
human haematopoietic cell lineages but not in immorta-
lised cell lines [16,41]. The sequences of miRNAs seem
to have been conserved during evolution, because the
mature gga-miR-150 cloned from our libraries and the
recently released sequence [54]http://www.ncbi.nlm.nih.
gov/geo/query/acc.cgi?acc=GPL6541 contain the seed
region (nt2 to nt8) sequence (CUCCCAA) identified in
the other twelve miR-150 sequences listed in miRBase
[55,56]http://microrna.sanger.ac.uk (Fig. 1). All mature
miR-150 sequences begin with a uracil (U) residue and
only four positions have been found to harbour changes
(Fig. 1). The mature gga-miR-150 sequence differed
from its human and murine counterparts by one resi-
due, and from the zebrafish sequence by two residues
(Fig. 1).
Chicken gga-miR-150 targets avian MYB
We investigated the targeting of avian MYB by gga-miR-
150 in luciferase reporter assays on cell cultures. The
sequence of the precursor pri-miRNA gga-miR-150 is
not present in the released sequence of the Gallus gallus
genome [57]http://www.ncbi.nlm.nih.gov/projects/gen-
ome/guide/chicken/ and we were unable to identify pri-
miRNA gga-miR-150 on the basis of synteny with
human and zebrafish. We therefore constructed a syn-
thetic avian pre-miR-150, based on a comparison of var-
ious mammalian pre-miR-150 sequences and stem loop
structures (Additional file 1). The synthetic avian pre-
miR-150 amplicon obtained by PCR with appropriate
primers (Additional file 2) was introduced into a
pcDNA3 vector (pmiR-150). We used a miR-150 mutant
plasmid (pmiR-150mut) as a control, with the deletion
of one C residue within the miR seed sequence (Fig. 1),
to prevent pairing between gga-miR-150 and putative
targets in the avian MYB 3’UTR. We assessed the func-
tionality of gga-miR-150, by establishing stable lymphoid
chicken MDV cell lines ectopically producing gga-miR-
150 or mutated gga-miR-150. The chicken MDV cell
lines MSB-1 [58] and PA9 [59] were transfected with
pmiR-150, pmiR-150mut or pcDNA vectors. MDV cells
ectopically producing gga-miR-150 (MDVT-150) or
mutated gga-miR-150 (MDVT-150mut) and control
pcDNA-transfected cells (MDVT) were then isolated by
selection on neomycin. Northern blots showed the ecto-
pic production of a mature gga-miR-150 of the same
size by MDVT-150 cells and spleen cells, whereas a
slightly smaller mature mutated gga-miR-150 was
detected in MDVT-150mut cells (Fig. 2A). These find-
ings are consistent with the deletion of one nucleotide
from the mature mutated gga-miR-150, confirming the
successful transcription and maturation of synthetic
avian pre-miR-150 from vectors with pol II promoters
[60].
We investigated the targeting of avian MYB by gga-miR-
150, by inserting the 3’UTR fragment of the chicken
MYB cDNA into a pRL-TK vector downstream from
the Renilla luciferase reporter gene. The various MDVT
cells were cotransfected with the MYB WT pRL-TK
vector and the internal control pcDNAMluc vector
encoding firefly luciferase, by electroporation, and dual
luciferase assays were performed. We normalised lucifer-
ase activity, taking the value for MDVT-150mut cells as
100%, as mutated gga-miR-150 did not repress activity
in MDVT-150mut cells. The activity of the MYB WT
reporter was specifically repressed by gga-miR-150 in
PA9 and MSB-1T-150 cells (by up to about 80%) (Fig.
2B). We also transiently cotransfected avian DF1 fibro-
blasts with pmiR-150, pmiR-150mut or pcDNA plasmids
and the MYB WT pRL-TK vector. Reporter assays in
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these cells confirmed that pmiR-150 efficiently reduced
MYB WT reporter activity to about 60% (Fig. 3). Thus,
in chickens, as in humans [16], the repression of MYB
WT reporter activity by miR-150 does not seem to be
cell type-specific and gga-miR-150, like its orthologues
in humans, mice and zebrafish [16,37], specifically tar-
gets the 3’UTR of MYB.
gga-miR-150 uses a target site orthologous to that of
zebrafish
We identified four putative miR-150 target sites in the
chicken MYB 3’UTR (Fig. 3A), all matching the criteria
for miRNA target recognition and target site sequence
context within the 3’UTR [35,61-63]. Sites s1 and s3,
located 85-106 nt and 830-850 nt downstream from the
stop codon, respectively, were 7-mer-A1 sites containing
the seed sequence with an additional A residue in target
position 1 (Fig. 3A). Such sites have been shown to be
functional in various systems [63]. Sites s2 and s4,
located 123-142 nt and 918-938 nt downstream from
the stop codon, respectively, were 9-mer-A1 and 8-mer-
A1 sites (Fig. 3A). These sites are probably at least as
effective as the 8-mer sites shown to be functional in
various systems, from worms to mammals [29]. Addi-
tional pairing to the middle and the 3’ end of gga-miR-
150 was also observed, extending from one individual
match to seven consecutive matches, for sites s4 and s2,
respectively (Fig. 3A). We generated MYB mutant pRL-
TK vectors, each containing only one of the four
mutated target sites (mt1 to mt4), and one mutant con-
taining all four mutated target sites (mt1234). The var-
ious MYB mutant pRL-TK vectors were used to
transfect either avian DF1 fibroblasts [64] or human
293FT cells, as described above. Avian DF-1 fibroblasts
were used to assess gga-miR-150 site usage in the
homologous system. We used human 293FT cells, origi-
nating from the HEK-293T cell line, as a reference het-
erologous system, because the HEK-293T cell line has
been used to identify miR-150 target sites in mice,
humans and zebrafish [16,37]. We then carried out
reporter assays. The same reporter activity patterns were
observed in both systems, demonstrating that the
observed pattern of target site usage resulted from
intrinsic characteristics of chicken c-myb 3’UTR. We
found that pmiR-150 did not repress the activity of the
MYB mt1234 reporter or the MYB mt2 construct
whereas the activities of MYB mt1, mt3 and mt4 were
significantly repressed (by about 40 to 60%) (Fig. 3B).
Thus, gga-miR-150 specifically targets the 3’UTR of
avian MYB, acting principally through target site s2 in
Figure 1 Comparison of the sequence of avian gga-miR-150 with all miR-150 sequences from the miRBase. The human sequence was
taken as the reference sequence. The seed sequence is shown in red and changes are shown in green, underlined. Sequences were predicted
on the basis of sequence similarity or experimentally validated. Hsa, Homo sapiens; ptr, Pan troglodytes; mml, Macaca mulatta; mmu, Mus
musculus; rno, Rattus norvegicus; cfa, Canis familiaris; eca, equus caballus; bta, Bos taurus; mdo, monodelphis domestica; oan, Ornithorhynchus
anatinus; gga, Gallus gallus; dre, Danio rerio; xtr, Xenopus tropicalis. The sequence of the mutated gga-miR-150 (gga-miR-150mut) that we
constructed is shown.
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Figure 2 gga-miR-150 ectopically produced in stable lymphoid chicken PA9 and MSB-1 cells represses the avian MYB reporter. (A)
gga-miR-150 and gga-miR-150mut detected by northern blotting. Positive control: spleen leukocytes from a 4-week-old chicken. Northern blots
were performed with a 32P-5’ end-labelled DNA oligonucleotide probe complementary to the miRNA. (B) The MYB reporter was repressed in
PA9 or MSB-1 cells producing gga-miR-150. PA9 and MSB-1 cells were electroporated with 40 μg of avian MYB WT pRL-TK reporter and 500 ng
of the normalising plasmid containing the firefly luciferase gene, pcDNAMLuc. Luciferase activity was determined 24 hours after transfection.
Renilla luciferase activity was normalised with respect to firefly luciferase activity and luciferase activity in PA9 and MSB-1 cells producing gga-
miR-150mut was set at 100%. The data from one experiment representative of the three carried out are shown, with all three assays generating
essentially identical results (* significant repression, P < 0.05, Student’s t-test comparisons with PA9T or MSB-1T150mut).
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both avian DF-1 cells and human 293FT cells. The use
of target site s2 by gga-miR-150 therefore seems to
result from the intrinsic properties of the chicken MYB
3’UTR. The observed functionality of avian MYB target
site 2 is consistent with previous observations showing
that higher levels of 3’ base pairing render the site more
effective [61,62]. Although both target sites, s2 and s4,
display strong base pairing with the gga-miR-150 seed
sequence, only site s2, which also displays base pairing
for 7 nt at its 3’ end, is a functional target for gga-miR-
150 (Fig. 3A and 3B). This observation highlights the
importance of extended 3’ pairing for gga-miR-150.
Figure 3 The avian MYB 3’UTR contains a functional miR-150 target site. (A) Predicted binding structures between gga-miR-150 and the
four putative target sites (s1, s2, s3, s4) or their mutated counterparts (mt1, mt2, mt3, mt4) are shown. Numbers correspond to the position of
the site in the avian MYB 3’UTR (nt1 = first nt downstream from the stop codon); nt in bold are involved in nt pairing. (B) gga-miR-150
repressed MYB reporters in chicken DF-1 cells or human 293FT cells through one specific target site. DF-1 or 293FT cells were cotransfected with
100 ng of reporter, 300 ng of effector and 1.25 ng of normalising pcDNAMLuc plasmid. Luciferase assays were performed as in Fig. 2 and
luciferase activity following transfection with pmiR-150mut was set at 100%. Reporter plasmids: MYB WT reporter, MYB mt1, mt2, mt3, mt4,
mt1234 reporters. Effector plasmids: pmiR-150, pmiR-150mut. The data presented are means ± SDs of three independent experiments
(* significant repression, P < 0.05, Student’s t-test comparisons with pmiR-150mut controls).
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Recent studies have demonstrated that MYB targeting
by miR-150 has been conserved throughout evolution,
as it is observed in mice, humans and zebrafish [16,37].
However, analysis of the targeting of MYB 3’ UTR by
miR-150 in the various species in which functional tar-
get sites have been validated has shown that miR-150
targeting seems to be dependent on the use of different
target sites. Synergy between two target sites located in
the last third of the 3’ UTR of the human and murine
c-myb genes is required for the regulation of these
genes [16,37], whereas only one target site about 120 nt
downstream from the c-myb stop codon is functional in
chicken and zebrafish (Fig. 4). Detailed analysis of the
sequence of the 3’ UTR of MYB from various species
showed that the short 3’UTRs of MYB (frog and
medaka) and the 3’ UTR of MYB orthologs of zebrafish
contained two miR-150 target sites close together in the
proximal region, less than 150 nt downstream from the
stop codon, and that the large 3’UTR of chickens and
mammals contained two additional miR-150 target sites
located close together, between 800 and 970 nt from
the stop codon (Fig. 4A). However, not all these sites
appeared functional and most non-functional ones were
mutated, with the exception of site 4 in chicken (Fig.
4B). Site 2, for example, which is functional in chicken
and zebrafish and has two conserved mutations in
mammals, is not functional in mouse [37] (Fig. 4B).
Surprisingly, despite the presence of sequence changes
in site 2 rendering it non-functional in mammals (Fig.
4B), the 3’ end sequences of this site identified in
Figure 4 Putative miR-150 target sites in MYB 3’UTR conserved through evolution. The chicken MYB 3’UTR contains the same four putative
miR-150 target sites as observed in mammals, but retains the same functional site as zebrafish. (A) Schematic representation of MYB mRNA
through evolution and location of putative miR-150 target sites. (B) Sequences and function of the different sites through evolution; numbers
correspond to the positions of the sites on the respective 3’UTRs (nt1 = first nt downstream from the stop codon). The following sequences
were used for this work: Gallus gallus, NM_205306.1; Homo sapiens, NM_001130172.1; Mus musculus, NM_010848.3; Bos taurus, NM_175050.1; Sus
scrofa, XM_001928929.1; Danio rerio, BC059803.1; Xenopus tropicalis, BC16576.1; Oryzias latipes, NM_001104689.1.
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chicken and zebrafish were found to be strongly con-
served throughout evolution, from frogs to humans
(Additional file 3), but were not sufficient for compen-
satory pairing [62]. We identified no functional role for
target sites 3 and 4 in chicken MYB, whereas gga-miR-
150 targeted and repressed MYB mt3 or mt4 reporter
constructs but not MYB mt2 reporter construct. The
mutation of target site 2 completely abolished the
repressor effect of gga-miR-150, as observed with the
mt1234 reporter construct, in which all target sites were
mutated. By contrast, miR-150 acts at sites s3 and s4 in
mice and humans (Fig. 4B)[16,37]. The mutation intro-
duced into target site 3 of the chicken MYB, resulting
in the sequence involved in base pairing to the miR-150
seed sequence being one nucleotide shorter than in
mammals (Fig. 4B, Additional file 3), may account for
the loss of function of this mutant site. This mutation
may also affect the function of conserved site 4, which was
non-functional despite a perfect seed match of 8 nt.
The observed non-functionality of target site 4 suggests
that this site may be functional only in synergy with target
site 3, as observed in mammals [16,37] (Fig. 3 and 4).
Features common to all miR-150/MYB target sites
have been identified in studies of different species: a
perfect seed match of eight to nine nucleotides is
required, with either additional 3’ pairing or synergy
with another closely located site. c-myb is the only
member of the MYB family of transcription factor genes
targeted by miR-150.
Despite the sequence conservation between avian and
mammalian MYB 3’UTRs making it possible to align
these sequences, our observations suggest that the
intrinsic characteristics of the avian MYB 3’UTR result
in avian miR-150 selecting a target site different from its
mammalian orthologs.
The intermediate evolutionary position of chickens in
the vertebrate group may provide insight into the evolu-
tion of MYB/miR-150 target sites. Chicken has retained
the same functional target site as zebrafish and, prob-
ably, frogs. This site appears to be the principal target
site in chicken, despite the presence of the putative
mammalian target sites in the chicken MYB.
Conclusion
Our study of the avian MYB/gga-miR-150 interaction
shows that, despite the involvement of c-myb in devel-
opment and haematopoiesis in a wide range of organ-
isms, from zebrafish to humans, and its regulation
principally through miR-150, the conservation of miR-
150 target site functionality observed between chicken
and zebrafish does not extend to mammals. An addi-
tional set of functional target sites has evolved in mam-
mals, reflecting target site adaptation in these organisms.
Methods
Cell lines
We used three chicken cell lines and one human cell
line: the DF-1 chicken fibroblast cell line, the Marek’s
disease virus-induced lymphoma-derived MSB-1 cell line
and PA9 chicken T cells, the HEK-293FT (293FT)
human cell line. The DF-1 cell line was cultured in
DMEM (Lonza France) supplemented with 10% foetal
bovine serum and 5% chicken serum (Invitrogen-Life
Technologies). The MSB-1 and PA9 cell lines were cul-
tured in RPMI-1640 medium (Lonza France) supple-
mented with 10% foetal bovine serum and 5% chicken
serum. The three cell lines were maintained at 41°C in
an atmosphere containing 5% CO2. The 293FT cell line
(Invitrogen-Life Technologies) is a fast-growing variant
of the HEK-293FT that stably expresses SV40 TAg and
the neomycin resistance gene from pCMVPORT6AT.
neo. 293FT cells were cultured in DMEM supplemented
with 10% foetal bovine serum and were maintained at
37°C in an atmosphere containing 5% CO2.
Plasmid construction
All primer sequences are listed in Additional file 2. The
avian synthetic premiR-150 DNA sequence was obtained
by overlap extension with primers 610 and 611, by poly-
merase chain reaction (PCR). The resulting PCR product
was inserted into the pGEM-T Easy vector (Promega),
digested with KpnI and XhoI and inserted into the
pcDNA3 expression vector downstream from the cyto-
megalovirus (CMV) promoter (pmiR-150). A mutated
premiR-150 DNA with a deletion of one cytosine resi-
due from the seed sequence of miR-150 was also con-
structed with primers 612 and 611, using the same
protocol (pmiR-150mut). The 3’ untranslated region
(UTR) fragment (1259 nt from the stop codon) of the
avian MYB cDNA (GenBank accession number
NM_205306.1), which contains four putative miR-150
target sites, was amplified by PCR with primers 682 and
683, using genomic DNA from the thymus of a four-
week-old chicken as the template. The PCR product was
inserted into the NotI site of the Renilla luciferase gene
3’UTR region in a pRL-TK vector (Promega), giving the
MYB wild-type (WT) reporter. We generated MYB
mutant reporters, containing mutations (poly-T or A-
replacing sequences) generating mismatches within the
“seed region” of miR-150, using a PCR-based protocol,
as previously described [65]. Mutations were introduced
into target site 1 directly, via the sequence of primer
806, in a one-step PCR amplification also involving pri-
mer 683. Mutations of target sites 2, 3 and 4 were intro-
duced by overlap extension, using primer pairs 697/698,
699/700, 701/702 (Additional file 2), respectively, in an
initial amplification step, followed by a second step with
Guillon-Munos et al. BMC Molecular Biology 2010, 11:67
http://www.biomedcentral.com/1471-2199/11/67
Page 8 of 11
primers 682 and 683 (Additional file 2). All intermediate
and final constructs were checked by sequencing with
appropriate primers.
Isolation of lymphoid cells ectopically producing miR-150
or miR-150mut
The stable expression of constructs encoding miR-150
or miR-150mut in PA9 cells was obtained by electro-
poration with the pmiR-150 and pmiR-150mut plasmids,
respectively, using the Amaxa nucleofector device
(Lonza): plasmid (2.5 μg) was added to 2 × 106 cells,
with a pcDNA control used in parallel, and cells were
cultured in complete RPMI-1640 medium without selec-
tion for 24 hours. Cells were then selected in complete
RPMI-1640 medium supplemented with 1 mg/ml G418
for three weeks.
Luciferase assay
For the luciferase assay, pcDNAMLuc, carrying the fire-
fly luciferase gene under the control of the CMV pro-
moter, was used for cotransfection, to control for
transfection efficiency.
PA-9 and MSB-1 cells were electroporated with an
Equibio “EasyjecT Plus” electroporator (single pulse, 400
V, 1500 μF) and aluminium electrodes (4-mm cuvette,
Eurogentec). For all assays, 5 × 106 cells were electropo-
rated in the presence of 40 μg of pRL-TK_MYBWT and
500 ng of pcDNAMLuc in serum-free RPMI 1640 med-
ium. After electroporation, cells were plated in 6-well
plates, each well containing 2.5 ml of RPMI-1640 med-
ium supplemented with serum, and cultured for 24
hours at 41°C.
DF-1 and 293FT cells were seeded in 96-well plates
(2.5 × 104 cells per well). They were cultured for 24
hours before cotransfection with reporter plasmids (100
ng of pRL-TK_MYBWT or mutated and 1.25 ng of
pcDNAMLuc) and 300 ng of effector plasmids (pmiR-
150 or pmiR-150mut or pcDNA control), using Lipofec-
tamine 2000 (Invitrogen-Life technologies) according to
the manufacturer’s protocol.
Luciferase assays were performed 24 hours after trans-
fection, with the Dual-Luciferase Reporter assay system
(Promega). Renilla luciferase activity was normalised
with respect to firefly luciferase activity. Each transfection
reaction was repeated in triplicate for each set of condi-
tions and the experiment was carried out at least three
times. Mean relative luciferase activity is presented. The
significance of differences between effector and reporter
constructs was assessed with Student’s t-test. We consid-
ered P values < 0.05 to be statistically significant.
Northern blotting
Total RNA was extracted from 5 × 106 cells with Trizol
reagent (Invitrogen-Life Technologies), according to the
manufacturer’s protocol. Briefly, 15 μg of RNA was sub-
jected to electrophoresis in a 15% acrylamide gel and
transferred onto a nylon membrane (Macherey-Nagel
Porablot Nylon Activated). The membrane was cross-
linked by exposure to UV light (Stratalinker, Stratagene).
The membrane was prehybridised for 1 h and then
hybridised overnight in Perfect Hyb TM Plus hybridisa-
tion buffer (Sigma), at 50°C, with a 20 nM 32P-5’ end-
labelled DNA oligonucleotide probe complementary to
the miRNA, and then washed in low-stringency wash
buffer. Blots were analysed by phosphorimaging with a
Storm 840 (Amersham).
Sequence analyses and target prediction
The online target prediction algorithm Targetscan [66]
http://www.targetscan.org was used to list potential
miR-150 target sites from mammalian, frog and chicken
MYB 3’UTRs. Additional Blast analysis of the miR-150
sequence against the MYB 3’UTR sequence of each spe-
cies analysed was carried out with the accessory applica-
tion “local blast” available in BioEdit version 7.0.5
sequence alignment software.
Additional material
Additional file 1: Hairpin structures of threedifferent mammalian
pre-miR-150 sequences and of the synthetic Gallus gallus pre-miR-
150. The mature miR-150 is shown in italics and the seed sequence is
shown in red.
Additional file 2: Table of primer sequences.
Additional file 3: Predicted binding structures for miR-150 and the
four putative target sites (s1, s2, s3, s4) from different species,
through evolution. The seed sequence (nt2 to nt8) of miR-150 is shown
in red, bold. The seed sequence nucleotides involved in pairing are
underlined; nucleotides involved in pairing outside the seed sequence
are shown in blue, bold. The target sites nucleotides involved in pairing
are shown in bold.
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Etude transcriptionnelle et            
post-transcriptionnelle de la région 





Le Gallid Herpesvirus 2 (GaHV-2) est un herpesvirus responsable de lymphomes T chez le poulet. Son 
génome code pour 25 miARN matures regroupés en 2 clusters localisés au sein des régions répétées TRL/IRL et 
IRS/TRS. Mon travail a tout d’abord consisté en l’étude de la fonctionnalité des deux brins de mdv1-pré-miR-
M4 sur deux cibles virales UL-28 et UL32. Le brin mdv1-miR-M4-5P ayant été identifié comme orthologue du 
miARN cellulaire miR-155, leurs impacts ont été comparés sur six cibles cellulaires et la cible virale UL-28. 
Les différents miARN de GaHV-2 présentant des taux d’expression variables, nous avons identifié, dans la 
région TRL/IRL, des ARNm responsables de leur transcription à partir d’exon ou d’intron. De plus, nous avons 
identifié un promoteur plutôt spécifique de la latence et responsable de la transcription de l’ensemble des 
miARN de l’IRL/TRL, de l’oncogène meq et du transcrit Meq/vIL-8. 
Mots clefs : Herpesvirus, GaHV-2, TRL/IRL, microARN, épissage, promoteur, édition 
 
Abstract 
Gallid Herpesvirus 2 (GaHV-2) is a herpesvirus inducing T-lymphoma in chickens. Its genome encodes 25 
mature miRNAs splitted in two clusters localized in IRL/TRL and IRS/TRS repeated regions. In this work, we 
first analyzed the functionality of the two strands of mdv1-pre-miR-M4 on two viral targets named UL-28 and 
UL-32. As one strand of this miRNA was identified as an ortholog of cellular miRNA-155, their effects were 
assessed on six cellular targets and on the UL-28 viral target. As a differential expression of miRNAs was 
observed during GaHV-2 infection, we found numerous IRL/TRL transcripts responsible for the intronic or 
exonic transcription of viral miRNAs. Moreover, we identified a latency promoter controlling at the same time 
transcription of all IRL/TRL miRNAs, the oncogenic meq gene and the Meq/v-IL8 transcript. 
Key words : Herpesvirus, GaHV-2, IRL/TRL, microRNA, splicing, promoter, editing. 
